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Las últimas estimaciones sugieren que, de un número aproximado en 8 millones de especies animales y 
plantas (75% de las cuales son insectos), alrededor de 1 millón están amenazadas de extinción1. Esta es una 
de las conclusiones del informe, más exhaustivo hasta la fecha, realizado por la Plataforma 
Intergubernamental sobre Biodiversidad y los Servicios Ecosistémicos publicado en mayo en 2019. El 
investigador Lucas Garibaldi, experto en insectos polinizadores y co-coordinador del documento científico, 
afirma que “en 50 años se ha producido una fuerte disminución de la capacidad del planeta para sostener la 
vida humana”2. 
El 40% de las especies de insectos del planeta están amenazadas de extinción en los próximos 100 
años3. En la última década, muchas poblaciones de insectos polinizadores están disminuyendo 
sustancialmente4-5. Cada año desaparecen un 2.5% de los insectos3. 
El cambio de uso de la tierra, la intensificación agrícola, el uso de compuestos nitrogenados y otros 
fertilizantes y de plaguicidas nocivos, la pérdida de hábitats y la reducción de la conectividad funcional de 
los ecosistemas, son la principal causa que amenaza la extinción de los insectos en todo el planeta1 y en 
Europa6. Asimismo, una de las principales amenazas para la biodiversidad global son las enfermedades 
emergentes7. Recientemente, un número sin precedentes de enfermedades fúngicas y de tipo fúngico (like-
fungy) han causado algunas de las disminuciones y extinciones más graves jamás observadas en las especies 
silvestres8. 
La supervivencia de las abejas, el sustento de aquellas personas que se benefician de su trabajo y el 
servicio de la polinización que proporcionan conservando gran parte de la biodiversidad terrestre, están bajo 
la amenaza de varios detractores de su salud9.  
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 La presencia de las abejas melíferas en nuestros paisajes ha invocado desde hace mucho tiempo 
imágenes de vitalidad, diligencia y cooperación10. Sin embargo, el estado actual de la salud de las abejas de 
la miel, como el de muchos otros insectos del planeta, presenta hoy “un panorama bastante devastador”3. 
Aunque el número global de colmenas manejadas ha aumentado en un 45% en los últimos 60 años11-
12, las colmenas de abejas melíferas en todo el mundo sufren las mismas amenazas y enfermedades y están 
disminuyendo a tasas similares (alrededor del 1% anual) en Norteamérica13, Europa11 y Australia14.  
Mientras que los parásitos y las enfermedades son los causantes próximos de las pérdidas actuales, 
los plaguicidas sintéticos han estado involucrados en las pérdidas desde su implantación en la agricultura 
moderna15.  
El valor y la utilidad de los productos apícolas como la miel, el polen, los propóleos, la cera, la jalea 
real o el veneno de abeja, junto al papel crucial de la abeja melífera para la conservación de la agricultura y 
la biodiversidad silvestre, a través del servicio de la polinización, la convierten en una de las especies clave 
“en la preservación de la producción primaria, sobre la cual se sustenta la vida sobre este planeta”16. Su 
actividad productora y polinizadora convierte a la abeja melífera en uno de los insectos más provechosos 
para los ecosistemas, y para la humanidad. 
La presente memoria ha sido realizada por Almudena Urbieta, Licenciada en Biología (UAM, 2003-
2008), postgraduada con Máster de Investigación en Agrobiología Ambiental (UPV-EHU y UPNA/NUP, 
2010-2011), y con experiencia de campo como productora agoecológica (Cloughjordan Community Farm, 
Irlanda, 2012-2014), que comenzó en 2015 su trabajo de investigación de tesis doctoral en el contexto actual 
sobre el declive de las colonias de abeja y la creciente preocupación social por la patología apícola, la 
conservación de la biodiversidad y los servicios de los ecosistemas. Basado en experiencia del Laboratorio 
de Patología Apícola del CIAPA (IRIAF-JCCM), el trabajo realizado por la novel investigadora aporta nuevo 
conocimiento sobre factores determinantes de las nosemosis en abejas melíferas, enfermedades de tipo 
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AA: abejas adultas totales (INT + PEC). 
ADNc: ADN complementario de primera cadena. 
AEMPS: Agencia Española del Medicamento y 
Productos Sanitarios. 
AN: ácidos nucleicos totales (ADN + ARN). 
ARNds: ARN bicatenario 
ARNi: ARN de interferencia 
ARNm: ARN mensajero. 
BB: muestras de cría de abeja en diferentes 
estadios de desarrollo, por sus siglas en inglés Bee 
Brood.  
bp: número de pares de bases del fragmento 
amplificado por PCR. 
Cel: celdas donde se desarrolla la cría de abeja 
hasta su emergencia como abeja adulta. 
CIAPA-IRIAF: Centro de Investigación Apícola 
y Agroambiental de Marchamalo - Instituto 
Regional de Investigación y Desarrollo 
Agroalimentario y Forestal.  
CIDE: Centro De Investigaciones Sobre 
Desertificación (Valencia). 
CNME: Centro Nacional de Microscopía 
Electrónica. 
CO2: gas dióxido de carbono empleado para 
anestesiar a las abejas durante su manejo. 
COI: gen de la subunidad I de la Citocromo 
Oxidasa de A. mellifera utilizado como control 
interno de la PCR. 
Cp: ciclo de amplificación en las rt-PCR que se 
corresponde al punto de corte con el umbral 
calculado a través del algoritmo estadístico de 
Máximo de la 2ª derivada, por sus siglas en inglés 
Crossing point (=Ct: cycle threshold value). 
CREA: Centro de Investigación para la 
Agricultura y el Medio Ambiente. 
CREA: Consejo de investigación en la 
agricultura y economía de Italia (Consiglio per la 
ricerca in agricoltura e l'analisi dell'economia). 
d.p.e.: días post-emergencia (edad de las abejas 
adultas). 
d.p.i.: días después de la infección (inoculación o 
administración de esporas de Nosema spp.). 
DI50: Dosis Infectiva 50; dosis de esporas 
necesaria para infectar el 50% de las abejas. 
DL50: Dosis Letal 50; dosis de esporas necesaria 
para producir la muerte del 50% de las abejas. 
EE.UU.: Estados Unidos de América del Norte. 
EMA: Agencia Europea del Medicamento, por 
sus siglas en inglés European Medicines Agency. 
ES: esporas vacías. 
HE: tinción Hematoxilina-Eosina. 
I: íleon. 
INIA: Instituto Nacional de Investigación y 
Tecnología Agroalimentaria. 
INT: abejas adultas de interior (jóvenes). 
IPC: control interno de la reacción de PCR, por 
sus siglas en inglés Internal PCR Control. En 
PCR convencional y rt-PCR, representa la 
detección de ADN de A. mellifera. 
JCCM: Junta de Comunidades de Castilla – La 
Mancha.  
LMR: Límite de Residuos Máximos autorizados, 
por sus siglas en inglés (Reglamento de la 
Comisión UE no. 37/2010, 2010). 
M: merontes. 
MET: microscopía electrónica de trasmisión. 
min: minuto/s. 
MO: microscopía de óptica. 
MS: esporas maduras. 
Mt: túbulos de Malpighi. 
NA: Nosema apis. 
NA-RPB1: gen que codifica la subunidad mayor 






NC: Nosema ceranae. 
NC-PTP3: gen que codifica la proteína del 
túbulo polar 3 de N. ceranae (rt-PCR).  
NC-RPB1: gen que codifica la subunidad mayor 
de la proteína ARN polimerasa II de N. ceranae 
(rt-PCR). 
nt: nucleótidos 
NTCs: controles sin muestra en las reacciones de 
extracción de ácidos nucleicos, de retro-
transcripción y de PCR y rt-PCR, por sus siglas 
en inglés No Template Control. 
ºC: grado Celsius (unidad termométrica). 
PCR: reacción en cadena de la polimerasa, por 
sus siglas en inglés Polymerase Chain Reaction. 
PCR-RFLP: técnica de PCR para la detección de 
polimorfismos en la longitud de los fragmentos 
de restricción del ADN, del inglés Restriction 
Fragment Length Polymorphism. 
PEC: abejas adultas pecoreadoras (las más 
maduras). 
qPCR: reacción en cadena de la polimerasa 
cuantitativa en tiempo real, por sus siglas en 
inglés Real-Time-quantitative PCR. 
RFU: unidad de fluorescencia relativa, medida 
utilizada en electroforesis.
rpm: revoluciones por minuto. 
RTC: control de la reacción de retro-
transcripción (síntesis de ADNc con muestra y sin 
enzima), por sus siglas en inglés Retro-
Transcription Control. rt-PCR: reacción en 
cadena de la polimerasa en tiempo real, por sus 
siglas en inglés Real-Time-PCR. 
SB: esporoblasto. 
SGAI-CSIC: Área de Cálculo Científico, 
Consejo Superior de Investigaciones Científicas. 
smc: células musculares esqueléticas. 
SP: esporonte. 
tpo: tiempo post-operculación empleado en la 
clasificación de muestras de cría de abeja. 
UCM: Universidad Complutense de Madrid. 
UE: Unión Europea. 
218MITOC: locus del gen 16S rRNA de N. 
ceranae (PCR).  
321APIS: locus del gen 16S rRNA de N. apis 
(PCR). 
ddH2O: agua de destilación doble, calidad de 
PCR. 
dH2O: agua destilada, calidad de PCR. 
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flecha) y las células musculares esqueléticas 
(asterisco). Aumento: 10x. _____________ 139 
Figura 8.18. Glándula hipofaríngea (asterisco) y 
sacos traqueales (punta de flecha) de la cabeza. 
Aumento: 20x. _______________________ 139 
Figura 8.19. Glándulas salivales (asterisco), células 
musculares esqueléticas (flecha) y sacos 
traqueales (punta de flecha) del tórax. Aumento: 
20x.________________________________139 
Figura 8.20. Células adiposas abdominales 
(asterisco) y traqueolas delgadas (flecha). 
Aumento: 20x.________________________139 
Figura 8.21. El recto recubierto por un epitelio 
delgado está vacío y retraído. Tinción: HE. 
Aumento: 10x. ._______________________139 
Figura 8.22. Abeja infectada con 100.000 esporas de 
N. apis a los 7 d.p.i. Imagen que muestra un 
grupo de células de los núcleos de regeneración 
junto a los pliegues basales parasitadas con 
diferentes estadios del ciclo biológico del 
microsporidio: merontes (M), esporonte (SP), 
esporoblasto (SB), esporas maduras (MS) y 
esporas vacías (ES). Aumento: 8.000x. ____141 
Figura 8.23. Abeja infectada con 100.000 esporas de 
N. ceranae a los 7 d.p.i. Detalle de una célula 
hospedadora que tiene un meronte con un núcleo 
diplocariótico (flecha), rodeada por el retículo 
endoplásmico rugoso y numerosas mitocondrias 
de la célula de la abeja (punta de flecha). 
Aumento: 30.000x. .___________________141 
Figura 8.24. Abeja infectada con 50.000 esporas de 
N. ceranae a los 7 d.p.i. Detalle de una célula 
hospedadora con dos merontes (M), algunos 
esporontes (SP) y un esporoblasto (SB), rodeados 
por un retículo endoplasmático rugoso 
discontinuo y desorganizado (RER: flechas) y 
con algunos ribosomas sueltos. Se puede 
observar inflamación celular moderada y un 
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1. INTRODUCCIÓN GENERAL 
Las abejas melíferas, Apis mellifera Linneo 1758, son de gran relevancia para los ecosistemas terrestres 
debido a su papel fundamental como polinizadores de plantas silvestres y cultivos en todo el mundo. Se 
trata de la especie de abeja más ampliamente distribuida a nivel global, que gracias a su alta 
adaptabilidad y productividad ha sido introducida en todos los continentes. El valor y la utilidad de los 
productos derivados de la apicultura como la miel, el polen, los propóleos, la cera, la jalea real o el 
veneno de abejas (apitoxina), junto al servicio de la polinización en la agricultura (cuyo valor, 
únicamente referido a la producción de alimentos, se valora en 500.000 millones de dólares a nivel 
mundial), y su papel crucial para la conservación de la biodiversidad silvestre, la convierten en una 
especie clave para la preservación de la producción primaria global, sobre la que se sustenta la vida del 
planeta (MITECO, 2019). Su actividad productora y polinizadora convierten a la abeja melífera en uno 
de los insectos más provechosos para los ecosistemas, y para la humanidad. 
La importancia de este insecto hace que sea prioritario mantener en buen estado la salud de sus 
poblaciones, y por tanto, de las colonias de abejas melíferas, que de forma principal se encuentran 
manejadas por apicultores. En el contexto actual de cambio global el bienestar de las poblaciones de 
abejas melíferas no puede entenderse sin tener en cuenta su diversidad genética, las plagas y 
enfermedades a las que se enfrentan, y otros aspectos con impacto más local, como las contaminaciones 
ambientales por la presencia de plaguicidas industriales, agrícolas o agropecuarios.  
En las últimas décadas muchas poblaciones de abejas y otros insectos han disminuido de forma 
llamativa y acelerada. Los últimos estudios señalan a una disminución gradual en el número y 
abundancia de las especies de abejas, y a una tendencia creciente a la disminución de las colonias de 
abeja melífera al nivel mundial. En el caso específico de A. mellifera, es difícil estimar la cantidad de 
colonias que se pierden, si bien, hay distintas aproximaciones a nivel europeo y mundial para cuantificar 
dichas pérdidas. Gracias a esos estudios se ha determinado que anualmente se producen pérdidas 
elevadas, con la consecuente disminución de su productividad ganadera. 
Parece poco probable que un solo factor sea el causante de todas las pérdidas masivas registradas 
desde principios del siglo XXI. Las hipótesis más recientes plantean la posibilidad de que varios 
factores, bióticos y abióticos, pueden estar produciéndose simultáneamente, o se influyan mutuamente. 
Los efectos negativos producidos por los parásitos más prevalentes como el ácaro Varroa destructor, 
los virus asociados y el microsporidio Nosema ceranae, así como la combinación de todos ellos, junto 
a la exposición crónica a plaguicidas de distinto origen, con especial predominancia de acaricidas e 
insecticidas, y deficiencias en la nutrición de las colmenas de abejas, se postulan como las causas más 
probables.  
Desde finales de los años noventa, el sector profesional de la apicultura ibérica alertó del 




caracterizó por la progresiva disminución del número de abejas de una colonia y, al no poder mantener 
las abejas que sobreviven las tareas elementales dentro de la colmena, esta termina muriendo. Ya en 
aquellos años se observaron descensos evidentes de las producciones de miel y polen, que pusieron de 
manifiesto la aparición de colmenas vacías, sin abejas o con muy pocas, pero con suficientes reservas. 
En el año 2004 y coincidiendo con este fenómeno, el equipo del Laboratorio de Patología Apícola del 
CIAPA recibió un gran número de muestras de colonias de abejas afectadas, procedentes de todo el 
territorio español, para el análisis de patógenos, y se detectó una elevada e infrecuente prevalencia de 
muestras positivas a Nosema spp.  
En aquel momento, tan solo el microsporidio Nosema apis estaba descrito en abejas europeas 
como el agente causal de la enfermedad de la nosemosis (actualmente nosemosis tipo A). Sin embargo, 
las manifestaciones clínicas del entonces denominado “Síndrome de despoblamiento de las colmenas” 
no coincidían con las de la nosemosis, ni con cualquier otra enfermedad conocida, o acción tóxica de 
plaguicidas. Las secuencias genéticas de las esporas de muchas de las muestras examinadas resultaron 
ser 100% homólogas a las de la especie Nosema ceranae, hasta entonces un endoparásito solo descrito 
en la especie asiática, Apis cerana, de la que recibe su nombre. A partir de su detección en Europa, y en 
tan solo dos años, se confirmó la presencia de N. ceranae en prácticamente todas las regiones del mundo 
en las que se practica la apicultura con A. mellifera.  
Desde el año 2007, se ha generado un incremento en los estudios relacionados con la muerte de 
colonias, estimulados en gran parte por un grupo de trabajo transnacional reunido inicialmente para la 
“Prevención de las pérdidas de abejas melíferas” en la apicultura (Preventing COlony LOSSes, por sus 
siglas en inglés COLOSS), y en torno al primer programa paneuropeo armonizado de vigilancia 
epidemiológica activa de la mortalidad de las colonias de abejas melíferas (EPILOBEE 2012-2014). 
Todo ello ha permitido investigar las principales enfermedades de las abejas europeas, conocer el 
impacto de los patógenos que las causan, y la magnitud de la mortalidad de las colmenas a gran escala. 
Gran parte del conocimiento que actualmente se tiene en la prevalencia de las patologías 
apícolas en nuestra región, y la influencia que estas tienen sobre la viabilidad de las colmenas de abejas 
ibéricas, y sobre sus producciones, son el resultado de los más de 20 años de investigación apícola 
desarrollados en el CIAPA de Marchamalo, que ha dado lugar a la producción de un amplio 
conocimiento científico sobre la salud de las abejas melíferas y las colmenas de Apis mellifera iberiensis.  
Tras 13 años desde su descubrimiento en A. m. iberiensis, N. ceranae se ha revelado como uno 
de los patógenos más prevalentes a nivel mundial, y el principal objeto de estudio del equipo científico 
del CIAPA de Marchamalo. La categorización de la nosemosis tipo C, como la enfermedad producida 
por este agente nosógeno, ha permitido identificar un cuadro clínico característico, asociado a la 
alteración del polietismo normal de las abejas adultas, caracterizado por pasar desapercibido durante un 




células del intestino medio de las abejas adultas (ventrículo) provoca daños tisulares, y puede 
desencadenar modificaciones en el metabolismo de los azúcares y los lípidos (estrés energético), sobre 
la respuesta celular e inmune del hospedador, e incluso alteraciones en el sistema neuronal, sensitivo y 
cognitivo de las abejas, y aunque no hay datos, probablemente también en otros polinizadores a los que 
afecta. Además, la ausencia de un tratamiento quimioterapéutico autorizado para la lucha y control de 
las nosemosis, ha llevado al mismo equipo de investigación a plantear métodos zootécnicos para el 
manejo de las colmenas y la aplicación de compuestos naturales como la mejor alternativa a día de hoy 
para esta ganadería.  
Con todo, el alcance y la gravedad de la enfermedad generan ciertas discrepancias, habiendo 
señalado tanto a la mayor infectividad del patógeno como a la mayor susceptibilidad de ciertos linajes 
de abejas melíferas, especialmente en climas cálidos y mediterráneos, como determinantes de la 
enfermedad. En la actualidad, N. ceranae parece no tener la misma patogenicidad en todos los Apidae 
y ser igualmente virulento en todas las regiones climáticas.  
A pesar del gran progreso en el conocimiento de la patología y de los muchos factores que 
influyen en la infección por Nosema spp., las nosemosis siguen siendo un reto para la comunidad 
científica que trabaja en la apicultura y la patología de los insectos. 
 
A la luz del conocimiento actual, nos planteamos las siguientes preguntas todavía sin resolver: 
1. ¿La parasitación natural de los microsporidios de las abejas son exclusivas de los individuos 
adultos de la colmena? 
2. ¿Qué factores experimentales y/o biológicos determinan el curso y el desarrollo de la 
infección por N. ceranae en A. m. iberiensis? 
3. ¿Cuáles son los efectos mantenidos de la infección por N. ceranae a lo largo de la infección? 
4. ¿Qué tejidos de las abejas melíferas son realmente susceptibles de la infección por 
microsporidios?  
La presente memoria de tesis doctoral incluye, en la primera parte, una revisión de la bibliografía 
actualizada que encuadra los trabajos desarrollados en los cuatro capítulos que la prosiguen. Al final de 
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2.  NOSEMOSIS 
Las nosemosis son un grupo de enfermedades de las abejas causadas por hongos Microsporidios del 
género Nosema. Hasta la fecha, se han descrito tres especies de microsporidios en A. mellifera: Nosema 
apis (Zander, 1909) y Nosema ceranae (Higes et al., 2007), presentes en los 5 continentes, y Nosema 
neumanni (Chemurot et al., 2017), descrita en Uganda. Debido a su identificación más reciente, 
actualmente se dispone de poca información acerca de los efectos de la infección por N. neumanni, 
mientras que las otras dos especies de Nosema (N. apis y N. ceranae) producen enfermedades conocidas 
como nosemosis tipo A y tipo C, respectivamente (COLOSS, 2009; Higes et al., 2010c). Cada especie 
presenta un cuadro clínico diferente que afecta de una manera desigual a la viabilidad de las colonias de 
abejas y, según su grado de patogenicidad y frecuencia, tienen consecuencias de diferente gravedad para 
la viabilidad de las colmenas. 
 
2.1. ETIOLOGÍA 
2.1.1. Morfología de Nosema spp. 
La clasificación taxonómica de los Microsporidios ha sido siempre muy discutida. Recientemente se 
incluyeron en el reino de los hongos (Adl et al., 2005, 2012; Lee et al., 2010); sin embargo, en los 
últimos 5 años han sido considerados un linaje verdaderamente diverso de parásitos relacionados con 
Rozellida (Rozellosporidia, Rozellomycota, Cryptomycota); un pequeño grupo de protistas opistocontos 
que divergen del reino de los hongos como una rama inferior ((Figura 2.1. James et al., 2013; Bass 
et al., 2018; Galindo et al., 2018). En esta nueva clasificación el género Nosema se situaría dentro del 
clado Holomycota y del súper grupo Opisthokonta. 
 
 






Los Microsporidios son un Phylum de endoparásitos animales, unicelulares y formadores de 
esporas, que carecen de algunos orgánulos típicos de los eucariotas, tales como el aparato de Golgi, 
peroxisomas y mitocondrias estrictas; es por ello que necesitan tomar el ATP de su entorno para poder 
reproducirse rápidamente (Burri et al., 2006; Cornman et al., 2009). Esta característica convierte a los 
microsporidios en endoparásitos obligados con total dependencia de una célula hospedadora para 
desarrollar y completar su ciclo biológico (Wittner y Weiss, 1999), por ello se consideran 
particularmente propensos a causar daños en los tejidos infectados (Weidner et al., 1999). Constituyen 
un grupo de organismos muy heterogéneo y en constante adaptación a nuevos entornos y hospedadores, 
contando actualmente con más de 1.500 especies descritas, distribuidas en 187 géneros (Stentiford et al., 
2013). Son capaces de infectar una amplia gama de vertebrados e invertebrados (Didier et al., 2004), 
desde protozoos hasta seres humanos, aunque la mayoría son endoparásitos de invertebrados (Becnel y 
Andreadis, 1999). Se encuentran con frecuencia infectando órganos internos de hospedadores terrestres 
y acuáticos, causando en muchos de ellos verdaderas epizootias de consecuencias impredecibles, ya que 
muchos son cruciales para la estabilidad de la cadena alimentaria (Stentiford et al., 2016). Esta gran 
diversidad de hospedadores y entornos externos donde existen los Microsporidios puede estar indicando 
procesos infecciosos específicos del hospedador.  
Todos ellos tienen una fase de esporulación dentro de su ciclo biológico que les permite 
sobrevivir fuera de la célula hospedadora, necesaria para iniciar el proceso posterior de infección. En el 
momento de la infección, la inyección del contenido genético desde la espora al interior de la célula 
hospedadora se realiza a través de una estructura llamada filamento polar. Este orgánulo constituye la 
estructura funcional más significativa de los Microsporidios, y atendiendo a sus características 
morfológicas (número de vueltas alrededor de la espora) ha sido ampliamente utilizada para la 
clasificación de las diferentes especies de este grupo. En la última fase de su ciclo biológico producen 
esporas que son liberadas al medio ambiente (Gilliam y Shimanuki, 1967). Las esporas son, por tanto, 
las formas de resistencia encargadas de la transmisión de la enfermedad. En insectos económicamente 
relevantes como el gusano de seda (Bombyx mori) y las abejas de la familia Apinae, los microsporidios 
pueden causar enfermedades graves y, como resultado, importantes pérdidas económicas (Stentiford 
et al., 2016). El género Nosema se restringe a la infección de insectos por lo que es considerado un 
género entomopatogénico (Huang et al., 2005). 
Nosema apis es el agente responsable de la nosemosis tipo A y parasita principalmente a la abeja 
europea (Apis mellifera; COLOSS, 2009), mientras que N. ceranae es el responsable de la nosemosis 
tipo C (Higes et al., 2010c) y se describió inicialmente en la abeja asiática (Apis cerana; Fries et al., 
1996), aunque ambos microorganismos pueden parasitar ambas especies de abejas de la miel (Paxton 
et al., 2007; Martín-Hernández et al., 2007; Copley y Jabaji, 2012; Botías et al., 2013a; Charbonneau 
et al., 2016). Actualmente se encuentran en todos los continentes donde se realiza la apicultura con 




Nosema apis y N. ceranae difieren en la morfología de las esporas (Ptaszyńska et al., 2016), en 
el tamaño del genoma (Cornman et al., 2009; Chen et al., 2013; Pelin et al., 2015), en la capacidad de 
adaptación a la temperatura, tanto en términos de producción de esporas (Higes et al., 2010a) como de 
supervivencia (Higes et al., 2007; Martín-Hernández et al., 2007; Fries, 2010; Sánchez Collado et al., 
2014), y en los efectos que producen sobre el hospedador (COLOSS, 2009; Higes et al., 2010c; Martín-
Hernández et al., 2011; Van der Zee et al., 2014; Martín-Hernández et al., 2018; Goblirsch, 2018). Los 
recientes hallazgos de N. ceranae en distintas especies del orden Hymenoptera sugieren una mayor 
distribución de las infecciones por este microsporidio, que parece ser menos específico de hospedador 
y más capaz de adaptarse a otras especies de familias y órdenes diferentes (Martín-Hernández et al., 
2018; Goblirsch, 2018). 
Aunque la visualización de las esporas de Nosema spp. bajo el microscopio óptico es 
relativamente sencilla, discernir entre esporas de especies de Nosema requiere experiencia y se complica 
por el hecho de que ambas especies pueden aparecer en infecciones simples o mixtas (Chen et al., 2009; 
Forsgren y Fries, 2010; Milbrath et al., 2015). Por tanto, la mejor opción para confirmar las especies de 
Nosema es utilizar herramientas moleculares (Martín-Hernández et al., 2018). 
 
Morfología de las esporas  N. ceranae  N. apis   N. neumanni  
Tamaño comparativo entre especies  Medio  Grande  Pequeño 
Tamaño 
(μm) 
Largo  3,6 - 5,5 1  5 - 7 2  2,36 ± 0,14 5 
Ancho  2,3 - 3,0 
1  3 – 4 2  1,78 ± 0,06 5 
Vueltas del filamento polar  18 - 23
 3  26 - 36 
4  10 – 12 5 
Espora ambiental  
(madura) 








Tabla 2.1.Características morfológicas de la espora de Nosema spp. en A. mellifera. El tamaño 
relativo entre especies hace referencia a sus dimensiones mediante microscopía electrónica de 
transmisión (MET). La comparación entre especies facilita el diagnóstico en muestras de infecciones 
mixtas. Fuentes: (1): Fries et al., 1996; Chen et al., 2009; (2):Chen et al., 2013; (3): Fries et al., 
1996; Higes et al., 2007; Chen et al., 2009; (4): Fries, 1989; (5): Chemurot et al., 2017. 
 
 
Mediante microscopía electrónica de transmisión (MET) es posible distinguir ambas especies 
fácilmente en función de las características morfológicas de la espora, y del número de vueltas de su 
filamento polar (Tabla 2.1). Las esporas maduras de las especies de Nosema constan de dos membranas: 
la más externa (exospora) está formada por proteínas que no permiten el paso de la luz, mientras que la 




la espora una gran resistencia fuera del hospedador frente a condiciones climáticas adversas (Figura 
2.2). En la parte anterior de la espora, se distinguen dos estructuras fundamentales para la infección; el 
disco de anclaje, donde comienza el tubo polar (más corto en N. ceranae), y el diplocarion o núcleo 
doble. En la parte posterior de las esporas se aprecia una vacuola con material flocular (no patógeno). Y 




Figura 2.2. Esporas de Nosema spp. Imágenes de microscopía electrónica de transmisión de una 
espora de N. ceranae (Izquierda), N. apis (centro) y N. neumanni (derecha). Fuente: Imágenes 
extraídas de Higes et al (2006); original del CIAPA; y Chemurot et al (2017), respectivamente de 
izquierda a derecha. 
 
 
La variabilidad genética de las poblaciones de N. apis y N. ceranae han sido estudiadas en 
relación a la distribución geográfica del hospedador A. mellifera y sus diferentes linajes, con el fin de 
identificar la especie presente y las diferencias en la patología y la prevalencia de ambas enfermedades 
(Maside et al., 2015; Gómez-Moracho et al., 2014; 2015).  
Se han detectado múltiples haplotipos en aislados de N. ceranae de abejas individuales y de 
diferentes regiones geográficas (Williams et al., 2008a; Gómez-Moracho et al., 2014; Sagastume et al., 
2016), lo que inicialmente hizo sospechar de una mayor virulencia de los aislados de esporas de unas 
regiones geográficas a otras (Paxton et al., 2010). Sin embargo, esta hipótesis no ha sido confirmada 
(Dussaubat et al., 2013b). El alto grado de variabilidad genética, junto con el desequilibrio de ligamiento 
(frecuencia de recombinación menor del 50%), la diversidad genética, y la gran dificultad para elaborar 
filogenias moleculares, sugieren la existencia de recombinación, y por tanto, de la posibilidad de alguna 
etapa diploide en el ciclo celular de los microsporidios del género Nosema , o lo que es lo mismo, un 
proceso sexual oculto de este microsporidio (Sagastume et al., 2011, 2016). Si llegara a confirmarse, 
supondría una ventaja evolutiva para los mismos (Sagastume et al., 2016). En consecuencia, la detección 




conservados dentro de una especie pero que varían de una especie a otra, en este caso no son aconsejables 
para estudios filogenéticos y experimentos de cuantificación de la carga parasitaria con Nosema spp., 
sin un estudio previo de su variabilidad intraespecífica (Malone y Gatehouse, 1998; Chen et al., 2009; 
Forsgren y Fries, 2010; Sagastume et al., 2011, 2014, 2016; Hatjina et al., 2011; Gómez-Moracho et al., 
2014, 2015; Krebes et al., 2014). 
La disponibilidad de genomas totalmente secuenciados para N. apis (Chen et al., 2013) y N. 
ceranae (Cornman et al., 2009), junto con la secuenciación de los productos de PCR (reacción en cadena 
de la polimerasa, por sus siglas en inglés), son herramientas muy útiles para aspectos relacionados con 
la identificación y los haplotipos dentro de las poblaciones de las especies (Sagastume et al., 2016; 
Martín-Hernández et al., 2018 y Goblirsh et al., 2018).  
 
2.1.2. Biología de Nosema spp. 
Todo parece señalar a la trofalaxia como la principal vía de transmisión de las esporas de Nosema spp. 
entre miembros de la misma colonia (Smith, 2012). Su ocurrencia y éxito dependen de factores 
biológicos inherentes a las mismas abejas melíferas que participan en el intercambio de alimento, tales 
como el sexo y la edad de las consumidoras y donantes, la disponibilidad y calidad de alimento, la hora 
del día, el clima y la estación del año (Crailsheim, 1998; De Marco, 2003). 
Fieles a su género, Nosema spp. son parásitos que forma esporas ovales refrigentes (Figura 2.2) 
relativamente resistentes a las condiciones ambientales, son binucleados (diplocarióticos) durante todo 
su ciclo biológico y se desarrollan en contacto directo con el citoplasma del hospedador, en el interior 
de las células del ventrículo (aparato digestivo) de la abeja. Se trasmiten de unas abejas a otras de forma 
horizontal (por contacto), y principalmente por la vía fecal-oral (Smith, 2012). No obstante, se han 
sugerido otras vías de trasmisión que se revisarán más adelante. 
La infección de las abejas melíferas por Nosema spp. es muy similar para las dos especies 
descritas del género, y comienza cuando las abejas adultas ingieren esporas viables en la alimentación 
(Bailey y Ball, 1991; Webster, 1993; Higes et al., 2018c), a través del intercambio de alimento o 
trofalaxia (Webster, 1993), mientras realizan tareas de limpieza de la colmena (Fries, 1989; Webster, 
1993), o a través del agua (L’Arrivée, 1963).  
A partir de su ingestión se diferencian tres fases principales en su ciclo reproductivo: 1) la fase 
de germinación de las esporas, con la extrusión del filamento polar y la transferencia del esporoplasma 
a una célula hospedadora; 2) la fase de merogonia (etapa proliferativa), que consiste en la fisión binaria 
repetida de células parasitarias; y 3) la fase de esporogonia, que da lugar a nuevas esporas que pueden 
infectar la misma célula o células adyacentes (esporas primarias), o bien pueden ser liberadas a la luz 




La fase de germinación de una espora (Figura 2.3) comienza poco después de entrar en el tracto 
digestivo de la abeja (Fries, 1988; Higes et al., 2007; Smith, 2012), cuando llega al lumen del ventrículo 
y, respondiendo a señales aún desconocidas, germina (Bailey, 1955; Higes et al., 2007; Huang y Solter, 
2013). Todavía no se conocen con exactitud las señales que estimulan la germinación de Nosema spp., 
las cuales varían considerablemente entre los diferentes microsporidios y, en algunos casos, han 
mostrado una evolución común con sus hospedadores respondiendo a señales de germinación especie-
especificas (Smith, 2012). En los microsporidios de abejas, existen indicios de que el desplazamiento 
del calcio intracelular y posterior anclaje calcio/calmodulina en la superficie de las esporas podría 
comenzar una cascada de señales que contribuirían al proceso de hinchamiento y turgencia de la espora 
latente, o polaroplasto (Weidner y Byrd, 1982). La presión osmótica hace que estas esporas inicien una 
rápida extrusión del filamento polar largo, que permanece unido a la espora a través del disco de anclaje 
(Xu y Weiss, 2005). El filamento polar extruido de la espora germinada penetra en una célula 
hospedadora, facilitando un conducto hueco para la transferencia del esporoplasma binucleado a su 
interior (Texier et al., 2010; Gisder et al., 2011). Como ya se ha mencionado, este orgánulo de invasión 




Figura 2.3. Germinación de la espora de un microsporidio. La germinación tiene lugar debido a un 
aumento en la presión osmótica en el interior de la espora (Kudo, 1918; Xu y Weiss, 2005), que 
conduce a la entrada de agua en su interior y termina con la extrusión del filamento polar. En la 
espora latente (1) el polaroplasto y la vacuola posterior se hinchan rompiendo la parte anterior (2), 
por donde se libera el filamento polar (3) (Williams, 2009). Este forma un canal a través del cual el 
esporoplasma es forzado a salir (4). Tras su emergencia, el esporoplasma queda rodeado por una 
nueva membrana (5). Si la germinación tiene lugar en la proximidad de la célula hospedadora, el 
filamento polar se ancla a ella y actúa como puente a través del cual transfiere el esporoplasma a su 
interior (Xu y Weiss, 2005). Imagen original de Gómez-Moracho (2015), modificada a partir de 
Keeling y Fast (2002), con permiso de utilización. 
 
 
La fase de merogonia comienza tras la inyección del esporoplasma en la célula hospedadora, 
aproximadamente a las 8-24 horas tras la infección (Rodríguez García, 2017). El esporoplama crece en 
tamaño y madura para convertirse en la fase vegetativa o meronte, que queda rodeado por una nueva 




1999). La merogonia prolifera a través de un número variable de divisiones binarias de los merontes 
binucleados, lo que implica un incremento exponencial del número de parásitos intracelulares (Figuras 
2.4). En N. apis y N. ceranae esta proliferación en ocasiones produce estructuras celulares 
multinucleadas (plasmodios), con hasta cuatro pares de núcleos (Gray et al., 1969; Higes et al., 2007). 
Se han observado numerosas mitocondrias y ribosomas libres alrededor del plasmalema de los merontes 
de N. ceranae (Higes et al., 2007). Los merontes de N. apis y N. ceranae carecen de vacuola parasitaria 
típica de otros microsporidios como estrategia para una mayor captación de ATP desde la célula 
hospedadora (Hacker et al., 2014). En cambio tienen una sola membrana plasmática delgada que 
permanece en contacto directo con el citoplasma de la célula infectada y podría presentar transportadores 




Figura 2.4. Esquema del ciclo biológico de Nosema spp. Tras la germinación de las esporas en el 
lumen del intestino medio (G1), y en contacto con las células ventriculares (Célula epitelial 1), se 
pueden distinguir dos etapas intracelulares: 1) merogonia (I-III), en la que se produce la división 
exponencial del parásito, y 2) la esporogonia (IV-IV), con la generación de esporas primarias 
infectivas. Los estadios celulares corresponden a: meronte (II), plasmodios multinucleados (III), 
esporonte (IV), esporoblastos (V), y esporas, que en ocasiones se diferencian en esporas primarias 
(VI) o en esporas maduras (I). G2: Germinación intracelular de una espora primaria que puede 
inyectar el esporoplasma en la célula adyacente (Célula epitelial 2) o en la misma célula 
reinfectándola, quedando la espora vacía (VII). Célula epitelial X: eventualmente una célula 
infectada se lisa y las esporas maduras son liberadas a la luz del intestino, desde donde pueden 
infectar nuevas células epiteliales o ser expulsadas con las heces. Fuente: modificada de Gómez-





A continuación se desarrolla la esporogonia (Figuras 2.4). Los merontes maduran a esporontes 
caracterizados por el engrosamiento del plasmalema, las deposiciones de material electrodenso que 
formarán la futura exospora y un aumento del retículo endoplasmico y los ribosomas. Inmediatamente 
después, vuelven a dividirse por fisión binaria, una sola vez, para formar dos esporoblastos, y a partir 
de ellos se forma una primera generación de esporas primarias binucleadas (Bigliardi y Sacchi, 2001). 
En esta fase se forman el túbulo polar y la endospora, que se va constituyendo por la acumulación de 
quitina entre el plasmalema y la exospora (Bigliardi y Sacchi, 2001), alcanzándose tan solo entre las 36-
96 horas después de la infección (Fries, 1988; De Graaf et al., 1994; Higes et al., 2007; García-Palencia 
et al., 2010b; Rodríguez García, 2017). 
En las infecciones por N. ceranae, como en las de su homóloga N. apis (Fries et al., 1992), es 
posible observar dentro de una misma célula diferentes estadios parasitarios (Figuras 2.4), incluyendo 
esporas tanto maduras como vacías o germinadas, lo que sugiere que ambas especies son capaces de 
germinar intracelularmente y transmitirse a las células adyacentes (Higes et al., 2007; Gisder et al., 
2011). 
Esta germinación intracelular es llevada a cabo por las esporas primarias (primera generación 
de esporas), que se caracterizan por presentar una endospora fina y un filamento polar corto. 
Nuevamente, a partir del esporoplasma inyectado en la célula adyacente (o liberado en el citoplasma de 
la misma célula hospedadora), se obtiene una segunda generación de merontes que, tras múltiples 
divisiones, da lugar a una segunda secuencia de esporulación. De este modo, los esporontes 
diplocarióticos resultantes se dividen para dar lugar a dos esporoblastos, que evolucionarán para 
convertirse en esporas secundarias o ambientales (Gisder et al., 2011). En este caso, la endospora es 
mucho más gruesa que la de la espora primaria y el filamento polar mucho más largo (Figuras 2.4). El 
grosor de la pared de las esporas y la longitud de su filamento polar son, por tanto, las mayores 
diferencias en el desarrollo y morfología entre la espora primaria y la espora ambiental (Becnel y 
Andreadis, 1999). Es probable, además, que las esporas primarias y ambientales requieran de 
condiciones diferentes para activarse y completar su germinación (Goblirsch, 2018). 
En última instancia, una célula infectada se llena de parásitos, lo que conduce a su ruptura y a 
la liberación de las esporas secundarias (ambientales) a luz del tubo digestivo, finalizando así el ciclo 
reproductivo de la fase intracelular (Gisder et al., 2011; Huang y Solter, 2013; Rodríguez García, 2017). 
Estas esporas ambientales pueden acumularse en el recto hasta ser expulsadas con las heces (Lotmar, 
1944). La presencia de esporas vacías dentro de las células epiteliales indica que el patógeno completa 
su ciclo reproductivo dentro del hospedador (Fries et al., 1996; Higes et al., 2009b, 2010b). En un tiempo 
medio de 2 semanas, la infección se habrá extendido por todo el epitelio (Rodríguez García, 2017), 
comenzando desde la parte posterior y extendiéndose hacia la parte anterior del ventrículo (Fries, 1988, 




2.1.3. Especificidad celular de Nosema spp. en el intestino medio de A. mellifera 
Las primeras descripciones de las fases intracelulares del ciclo biológico de N. ceranae incluían las 
esporas y los estadios inmaduros en el interior de las células epiteliales del ventrículo (intestino medio) 
en A. cerana (Fries et al., 1996), y posteriormente en A. m. iberiensis (Higes et al., 2007; García-Palencia 
et al., 2010b). Dado que no se encontraron esporas en el epitelio de los túbulos de Malpighi, el intestino 
delgado, o el recto, la infección se consideró como específica del tejido, en similitud con la de N. apis 
(Fries, 1988). 
Las células dañadas en contacto directo con el lumen del intestino son reemplazadas por las 
células regenerativas (en la parte basal del tejido). Sin embargo, no se observó un índice mitótico más 
alto en dichas células, que sería normal en casos de destrucción tisular, lo que supone que tras la 
infección hay una baja capacidad regenerativa epitelial pudiendo perjudicar la función digestiva de este 
órgano diana (Martín-Hernández et al., 2017; Panek et al., 2018). La última etapa de liberación de 
esporas implica la ruptura de las células epiteliales y el daño evidente del ventrículo por la baja 
regeneración celular, mientras que el tejido muscular circundante permanece sin alteraciones ni 
inflamación (Higes et al., 2007; García-Palencia et al., 2010b). 
Utilizando técnicas moleculares (PCR), N. apis y N. ceranae han sido detectados en las 
glándulas hipofaríngeas y salivales, en el cuerpo graso y en los túbulos de Malpighi, pero no en el 
cerebro o en el músculo de diferentes subespecies de abejas melíferas (Chen et al., 2009; Gisder et al., 
2010; Copley et al., 2012; Huang et al., 2013). A pesar de ello, la infección de estos órganos no se ha 
confirmado por técnicas histopatológicas (Higes et al., 2007). Aunque un amplio rango de órganos, 
diferentes al ventrículo medio, se han sugerido como órganos diana del patógeno (Chen et al., 2009; 
Gisder et al., 2010; Copley et al., 2012), esta hipótesis todavía no se ha confirmado. 
También se ha descrito la presencia de esporas de N. apis en la hemolinfa de larvas de abejas 
(Gilliam y Shimanuki, 1967), y esporas ambientales de N. apis y N. ceranae en el aparato bucal de 
abejas obreras y en el semen de los zánganos, señalando posibles mecanismos de transmisión horizontal 
mediante la trofalaxia (Smith, 2012; Huang et al., 2013), y vertical mediante contacto sexual (Peng 
et al., 2015; Roberts y Hughes, 2015), respectivamente.  
Dado que el tejido diana se encuentra plenamente desarrollado en abejas adultas (Human et al., 
2013), las nosemosis son enfermedades tradicionalmente consideradas de abejas maduras; sin embargo 
la detección de esporas viables en la cera de las celdillas (MacInnis, 2017), y del ADN del microsporidio 
en la jalea real (Cox-Foster et al., 2007; Traver y Fell, 2012), han generado la hipótesis de la exposición 
de los estadios inmaduros a los microsporidios a través de su alimentación (Traver y Fell, 2012; 
Goblirsch, 2018). Aunque un estudio antiguo no tuvo éxito en la infección de larvas con N. apis 
(Hassanein, 1953), estudios más recientes de infecciones experimentales con esporas de N. ceranae han 




durante su estadio larval (Eiri et al., 2015) demostrando, además, que la infección en el estadio larvario 
puede producir una serie de repercusiones patológicas en los adultos resultantes, acortando su vida, 
retrasando el polietismo de edad normal (determinadas tareas atribuidas a una edad específica de la 
abeja) y, consecuentemente, alterando el equilibrio de la colmena (Eiri et al., 2015; Benvau y Nieh, 
2017). La naturaleza de la infección de la cría es de interés veterinario, y requiere determinar si la 
infección de los estudios inmaduros de las abejas (huevo, larva y pupa) se producen bajo condiciones 
naturales de campo, así como el análisis de su efecto en la epidemiología de la enfermedad y en la 
evolución de las colonias melíferas. 
Por lo tanto, la observación de la infección en tejidos diferentes al intestino medio (estrictamente 
formado en abejas adultas emergidas; Human et al., 2013), así como en estadios inmaduros de forma 
natural, siguen siendo lagunas de conocimiento acerca del desarrollo y curso de la nosemosis tipo C, 
con un cuadro clínico diferente y de mayor virulencia que el producido por la nosemosis tipo A 
(COLOSS, 2009; Higes et al., 2010c; Martín-Hernández et al., 2018; Goblirsch, 2018). 
 
2.1.4. Respuesta inmunitaria a la infección y factores relacionados 
Los conocimientos sobre la inmunidad innata de las abejas melíferas reflejan la necesidad de abordar su 
estudio y comprensión básica en relación a las múltiples alteraciones inherentes al desarrollo biológico 
de las mismas, y a su interacción con el medio ambiente (Buchon et al., 2014; Hillyer, 2016). La edad 
de un individuo (abeja) influye en la respuesta inmune a los patógenos. Se sabe que las abejas más 
jóvenes tienen una mayor cantidad de hemolinfa y hemocitos, mientras que las abejas maduras tienen 
mayores niveles de profenoloxidasa (PPO; Schmid et al., 2008).  
Además, la dinámica de la actividad de la PPO es específica del sexo y la casta (Schmid et al., 
2008). Entre las vías de señalización inmunológica se encuentran las vías Toll, Imd, Jak/Stat, JNK e 
insulina. La activación de estas, y otras vías, conduce a la eliminación de patógenos mediante 
fagocitosis, melanización, encapsulación celular, nodulación, lisis, destrucción de virus mediada por el 
RNAi, autofagia y apoptosis (Figura 2.5). La respuesta humoral, mediada por péptidos antimicrobianos, 
está íntimamente relacionada con la respuesta celular, llevada a cabo por las células inmunes o 
hemocitos, que los liberan (Figura 2.5). Los tipos celulares de la respuesta inmune varían entre insectos, 
y hasta la fecha no se conoce con detalle la hematopoyesis en abejas melíferas debido, 
fundamentalmente, a la dificultad para obtener muestras de hemolinfa y hemocitos íntegros y en 
cantidades suficientes para su estudio (Borsuk et al., 2017; y observaciones personales de la autora).  
La complejidad de las respuestas a agentes bióticos y abióticos, actuando individualmente o, 
como es más realista, conjuntamente e interaccionando entre ellos, dificulta la comprensión, 




anti-microsporidios están mediados por los receptores de reconocimiento del patrón a patógenos 
(Figura 2.5), la transducción de señales y cascadas y la síntesis de péptidos antimicrobianos y de 
especies reactivas de oxígeno (Evans, 2006; Martín-Hernández et al., 2018; y Goblirsch, 2018). Los 
mecanismos de defensa antiviral incluyen la interferencia del ARN (ARNi), los receptores de 
reconocimiento del patrón a patógenos, la transducción de señales y cascadas, y la generación de 
especies reactivas de oxígeno (Brutscher y Flenniken, 2015). El efecto de los plaguicidas en la 
inmunidad de los insectos ha demostrado tener consecuencias (según el mecanismo de acción de las 
materias activas) sobre la diferenciación de hemocitos (y la fagocitosis), la cascada de profenoloxidasa 
(melanización), el aumento del estrés oxidativo y la producción de péptidos antimicrobianos (James y 




Figura 2.5. Esquema de la respuesta del sistema inmune innato de A. mellifera.  
Fuente: original, basado en James y Xu (2012) y ampliado con Martín-Hernández et al., 2017 y con 
las revisiones de: Evans, 2006; Buchon et al., 2014;  Schwarz et al., 2015; Brutscher y Flenniken, 





A su vez, otros estudios recientes han concluido que algunos factores biológicos como la edad 
de la abeja y su dieta, determinan las características del ecosistema microbiano en el lumen del intestino 
medio de las abejas (Powell et al., 2014; Engel et al., 2015; Anderson et al., 2016), donde germinan las 
esporas de los microsporidios. Éste alberga una microbiota co-evolucionada y muy específica de cada 
edad y tarea asociada (Jones et al., 2018b), y muy implicada en la función inmunitaria y en la nutrición 
de las abejas. Una miríada de patógenos (patósfera) infecta a las abejas y constituye una red genómica 
adicional que desafía a las abejas en todo momento y en una multitud de combinaciones. Para recoger 
esta perspectiva más amplia, la teoría del hologenoma sostiene que tanto el genoma del hospedador 
como el de la microbiota asociada se adaptan y evolucionan juntos como una unidad de selección en 
respuesta a los patógenos y otros factores ambientales, determinando tanto el fenotipo como el bienestar 
general de las abejas. Esto induce a pensar que la microbiota de las abejas sea un factor crucial que 
afecte a la salud del hospedador (Engel et al., 2015). Por tanto, la salud de las abejas melíferas debería 
ser considerada bajo un concepto holístico que incluya el genoma de la abeja en el contexto de los 
genomas de sus simbiontes microbianos beneficiosos (la microbiota). 
Investigaciones recientes han proporcionado una visión holística a nivel del genoma de la 
diversidad de las poblaciones mundiales de abejas melíferas y de la microbiota intestinal que reside en 
ellas en cada momento de su desarrollo cronológico, así como de la creciente patosfera a la que se 
enfrentan las abejas (Schwarz et al., 2015; Engel et al., 2016). Las diferentes combinaciones de 
complejos genómicos abeja/microbiota/patosfera pueden explicar la variación regional en la 
productividad y mortalidad en la apicultura. El enfoque del paradigma hologenómico explica que la 
respuesta de las abejas melíferas está determinada por los genomas compuestos de la abeja y la 
microbiota (por ejemplo intestinal) y propone que solo considerando la totalidad se podrían interpretar 
y tratar los impactos de la patosfera, los pesticidas, las toxinas, la nutrición, el clima y otros factores 
estresantes que afectan a la salud de las abejas (Schwarz et al., 2015; Engel et al., 2016). 
La diversidad ambiental a la que están expuestas las abejas se ha asociado con la abundancia 
relativa de algunas bacterias de esta comunidad microbiana intestinal (Jones et al., 2018a), que pueden 
perturbar o promover el ciclo biológico de los microsporidios (Maes et al., 2016; Anderson y Ricigliano, 
2017; Regan et al., 2018), e incluso la intensidad de la infección (Rubanov et al., 2019). Además, hay 
nuevas pruebas que demuestran que la destrucción de las bacterias intestinales mediante un tratamiento 
antibiótico (por ejemplo para el control de Paenibacillus larvae), aumenta la vulnerabilidad de las abejas 
a la infección por Nosema spp. (Li et al., 2017a). En un estudio de campo, la abundancia y diversidad 
de la microbiota intestinal de abejas naturalmente infectadas por Nosema spp. se vio alterada 
directamente por dicha infección (Ptaszyńska et al., 2016). Estos hechos demuestran la importancia de 
la comunidad bacteriana en la infección por microsporidios. Esta alteración de la homeostasis intestinal 
junto con una baja renovación del epitelio intestinal promovida por N. ceranae, han sido relacionadas 




susceptibilidad de las abejas a N. ceranae debido a una disminución de la capacidad de las abejas para 
reparar el daño epitelial del ventrículo (Panek et al., 2018).  
Pero no solo el estado inmunitario y la microbiota afectan a la evolución de la infección por 
Nosema spp. Dado que cada fase de desarrollo de las abejas obreras está asociada a una determinada 
alimentación, el acceso a una nutrición variada y de calidad también influyen en el comportamiento 
normal de las abejas (Nilsen et al., 2011), así como en la respuesta de cada abeja a la infección por 
microsporidios (Di Prisco et al., 2013; Tritschler et al., 2017). Asimismo, el polietismo temporal de las 
abejas y las naturales variaciones en su comportamiento, como la trofalaxia o la limpieza de la colmena, 
dependen de la edad de las mismas, y se rigen por modificaciones endocrinas e inmunitarias inherentes 
a la edad y envejecimiento de las mismas (Figura 2.5). Por ello, tanto la edad como la nutrición son 
factores biológicos que también influyen en el éxito de la infección del tejido ventricular de las abejas 
contaminadas. 
Cabe destacar que, de manera general, la edad de un insecto también afecta a la respuesta 
immunitaria a las infecciones (Hillyer, 2016; Figura 2.5). En insectos adultos, la observación general 
es de inmunosenescencia, donde la respuesta inmune disminuye con la edad. A menudo, la senescencia 
se refiere a una disminución en la potencia de una respuesta inmunitaria (ya sea celular -encapsulación, 
nodulación o melanización- o humoral - síntesis de péptidos antimicrobianos y respuesta oxidativa-), y 
a menudo resulta en un aumento de la intensidad de la infección en los insectos más envejecidos. Esto 
puede ir acompañado de un aumento (Roberts y Hughes, 2014) o una disminución (Hillyer et al., 2004) 
de la supervivencia, por lo que la relación entre inmunidad, tolerancia y envejecimiento es compleja 
(Hillyer, 2016). Por otra parte, no está claro que la respuesta humoral innata de las abejas melíferas en 
respuesta a patógenos invasores (Figura 2.5), mediante la activación y la síntesis rápida y masiva de 
péptidos antimicrobianos (AMPs: abaecina, apidaecina, defensina, hymenoptaecina, etc.), y a través de 
las cascadas de señalización química (Toll e Imd) sea específica del patógeno (Lourenço et al., 2013). 
De cualquier manera, aunque estas respuestas sean generalizadas ante la invasión de cualquier patógeno, 
las infecciones por Nosema spp. han demostrado producir alteraciones significativas en todas ellas, tanto 
a nivel de la expresión génica, como transcriptómico y proteómico.  
Tras la infección por N. ceranae en la abeja individual (ver apartado 2.2.1) se han observado 
alteraciones en las proteínas de reconocimiento de peptidoglicanos, en la expresión génica de los 
péptidos antimicrobianos y en especies reactivas de oxígeno (Antúnez et al., 2009; Chaimanee et al., 
2012; Badaoui et al., 2017; Li et al., 2017b). En su conjunto, estas alteraciones sugieren que la infección 
por el microsporidio suprime los mecanismos de defensa inmunitaria en las abejas melíferas. Por otro 
lado, no parece que haya un mecanismo único por el que lo hace, si no que hay más de uno y que además 
es un proceso dinámico en el tiempo (Schwarz y Evans, 2013; Li et al., 2018), ya que queda sujeto a la 




2008; Anderson et al., 2018), así como a la calidad y diversidad de los alimentos (Porrini et al., 2011a; 
Di Pasquale et al., 2013; Basualdo et al., 2014; Jack et al., 2016a; Tritschler et al., 2017) y también, a 
la microbiota intestinal asociada (Jones et al., 2018b).  
En cuanto a otras moléculas relacionadas con la respuesta inmunitaria de las abejas melíferas 
caben destacar la hormona vitelogenina (Vg), la hormona juvenil (JH) y la feromona etil oleato (EO), 
con funciones fisiológicas importantes tanto en la cría de abeja (larvas y pupas), en las abejas obreras, 
y en la abeja reina. Estas hormonas juegan un papel fundamental en el sistema inmune innato (Figura 
2.5) y social (Figura 2.6) de las abejas melíferas, pero también en el polietismo temporal, y por tanto 
sobre la homeóstasis de la misma. Las concentraciones de estas hormonas (Vg y JH) se modifican en 
las abejas infectadas por N. ceranae, por lo que tienden a madurar precozmente (Antúnez et al., 2009, 
2013; Benvau y Nieh, 2017; Li et al., 2019). También se ha observado que la feromona EO aumenta en 
abejas infectadas, retrasando la maduración de sus compañeras de nido (abejas nodrizas) sin infectar 
(Dussaubat et al., 2010; Alaux et al., 2014). Todos estos cambios hormonales de las abejas individuales 
llevan al desequilibrio del super-organismo, en el número de abejas de diferentes edades presentes en la 
colonia al mismo tiempo (ver más adelante). 
 
 
Figura 2.6. Esquema de la respuesta eusocial de las colmenas de A. mellifera. La inmunidad social 
resulta en la prevención, el control o la eliminación de las infecciones trasmisibles en el súper-





Las abejas melíferas son altamente sensibles a los agentes estresantes comparándolas con otros 
insectos, esto es debido a que tienen una notable deficiencia en el número de genes que codifican 
enzimas relacionadas con la inmunidad innata (Figura 2.5) y la detoxificación (Claudianos et al., 2006; 
Cremer et al., 2007). En posible compensación, se ha descrito la acción colectiva o los comportamientos 
altruistas de las abejas que resultan en la prevención, el control o la eliminación de las infecciones 
parasitarias (Cremer et al., 2007), y que se denomina inmunidad social (Hillyer, 2016. Figura 2.6).  
La interacción regulatoria entre hormonas (vitelogenina y hormona juvenil, entre otras) 
proporciona una explicación de cómo las abejas melíferas eusociales expresan la secuencia de 
comportamientos homólogos a los cuidados reproductivos. Ciertos patógenos pueden alterar el 
polietismo normal de las abejas incidiendo directamente sobre la inmunidad social (Figura 2.6). Se ha 
observado repetidamente que en abejas infectadas por N. ceranae se altera el polietismo temporal: se 
desencadena una actividad de búsqueda prematura de alimento y un acortamiento de la vida de las abejas 
obreras infectadas (p. ej.: Ares et al., 2012; Dussaubat et al., 2013a; Goblirsch et al., 2013). De hecho, 
la infección por N. ceranae acelera el desarrollo del comportamiento de las abejas melíferas (Higes 




Tanto la nosemosis tipo A como la tipo C han demostrado ser extremadamente dañinas para las colonias 
de abejas melíferas (COLOSS, 2009). Si bien, la patogenia de las nosemosis es el punto más 
controvertido de ambas enfermedades. Se han publicado trabajos aparentemente contradictorios, que se 
irán revisando a continuación. 
Las manifestaciones más evidentes de la nosemosis tipo A son la inusual presencia de heces y 
abejas muertas alrededor de las colmenas infectadas, el aumento de tamaño del abdomen de los insectos 
afectados y su estacionalidad, con picos de infección en primavera y otoño (Fries, 1993). Por el 
contrario, la nosemosis tipo C se considera asintomática (colmenas sin manifestaciones evidentes), al 
menos, durante un largo periodo inicial de incubación de la infección, que junto al desequilibrio del 
polietismo que provoca en las abejas, acelerando el inicio de la pecorea a edades tempranas, han 
favorecido su relación con el declive de las colmenas de abejas (Higes et al., 2008a; Klee et al., 2007; 
COLOSS, 2009; Higes et al., 2010c; Martín-Hernández et al., 2011; Meana et al., 2017; Martín-Hernández 
et al., 2018; Goblirsch, 2018), y en particular con el Síndrome de Despoblamiento de las Colmenas, más 
conocido como CCD (Colony Collapse Disorder, por sus siglas en inglés), en diferentes regiones del 




La diferente patogenicidad de las nosemosis se ha relacionado con la respuesta del hospedador 
a la carga de esporas administradas a las abejas en infecciones experimentales. Normalmente, a mayor 
dosis de infección, mayores son los efectos sobre la fecundidad y supervivencia del hospedador 
(Goblirsch, 2018). Este fenómeno ha sido confirmado en infecciones experimentales por N. apis y N. 
ceranae, donde las abejas infectadas con mayores dosis presentaron una mayor mortalidad y un mayor 
consumo de azucares (Martín-Hernández et al., 2012). 
Existen claras evidencias de que N. ceranae afecta a varios aspectos de la fisiología individual 
(metabolismo y respuesta inmunitaria), la morfología y el comportamiento de las abejas infectadas 
(Antúnez et al., 2009; Kralj y Fuchs, 2009; Naug y Gibbs, 2009; Mayack y Naug, 2010; Aliferis et al., 
2012; Chaimanee et al., 2012; Goblirsch et al., 2013; Holt et al., 2013; Wolf et al., 2014; Benvau y 
Nieh, 2017; Martín-Hernández et al., 2017). Por todo ello, la infección afecta desfavorablemente en la 
viabilidad y supervivencia de las abejas, y compromete la salud de las colmenas disminuyendo la 
productividad de las mismas (Botías et al., 2013a; Bravo et al., 2014; Simeunovic et al., 2014). 
A continuación, se detallan los efectos conocidos sobre la abeja individual y sobre la colonia de 
abejas melíferas. 
 
2.2.1. Efectos en la abeja individual 
La mayoría de los estudios realizados en laboratorio se desarrollan con abejas obreras jóvenes donde la 
infección experimental con esporas de N. ceranae ha demostrado tener efectos negativos. Numerosos 
estudios concluyen que este parásito acorta la vida de las abejas enjauladas (Williams et al., 2008b; 
Mayack y Naug, 2009; Alaux et al., 2010; Martín-Hernández et al., 2011; Dussaubat et al., 2012; 
Schwarz y Evans, 2013; Goblirsch et al., 2013; Roberts y Hughes, 2015; Basualdo et al., 2014; Roberts 
y Hughes, 2014; Aufauvre et al., 2014; Doublet et al., 2015b; Huang et al., 2015), y solo unos pocos 
experimentos de laboratorio discrepan (Milbrath et al., 2013; Retschnig et al., 2014; Garrido et al., 2016; 
Badaoui et al., 2017).  
La Tabla 2.2 muestra un ejemplo de 10 trabajos experimentales de patogenicidad de N. ceranae 
en abejas obreras infectadas a diferentes edades a través de la administración de esporas de manera 
individual o colectiva, y detalla la variabilidad de los métodos empleados y de los resultados obtenidos 
con respecto a la supervivencia de las abejas (evaluada como dosis letal de esporas –DL- a un tiempo 
determinado después de la infección –d.p.i-), y la infectividad de las esporas (evaluada como la dosis de 







Lugar Edad Método de infección d.p.i. Dosis letal (DL) Dosis infecciosa (DI) Fuente 
España  
(Guadalajara) 
5 días p.e. I (10 µl en sacarosa 50%) 8 125.000 >DL100 Higes et al., 2007 
Suecia  
(Uppsala) 
2 semanas I (10 µl en sacarosa 50%) 14 
DI50: 50-85 
DI100: 10.000 
Forsgren y Fries, 2010 
España  
(Guadalajara) 





Martín-Hernández et al., 
2011 
Argentina 
(Mar de Plata) 
7 días p.e I (10 ml en sacarosa 60%) 9 4.600 ≈DI100 Porrini et al., 2011 
EE.UU. 
(Illinois) 












Huang et al., 2014 
EE.UU.  
(Texas) 
2 días p.e. 






DL50: 500  
DL50: 50  
Huang et al., 2014 
EE.UU. 
(Ingham) 
0 días p.e. I (2µl en sacarosa 50%) 20 DL50: 30.000 Milbrath et al., 2015 
Canadá 
(Guelph) 
0 días p.e. I (10 µl sacarosa 50%) 18 




McGowan et al., 2016  
EE.UU. 
(California) 
1-2 días p.e 
C (1 ml sacarosa al 50% 
durante 4 días aprox.) 




1-2 días p.e 
C (2 ml sacarosa al 66% hasta 
agotarse) 
5 86.000 >DL17 Badaoui et al., 2017 
Tabla 2.2.Resumen de ensayos de mortalidad en laboratorio. Edad: días post-emergencia (p.e) de 
las abejas obreras en el momento de la inoculación de esporas. Método de infección: I= inoculación 
individual; C= inoculación colectiva con esporas suspendidas en el alimento. d.p.i.: días post-
inoculación; tiempo al que se analiza la mortalidad. DL50: dosis de esporas de N. ceranae que 
produce la muerte del 50% de las abejas; del mismo modo DL11, DL100, etc. (dosis de esporas de 
N. ceranae que produce la muerte del 11% o del 100% de las abejas, respectivamente). DI50: dosis 
de esporas de N. ceranae que produce la infección del 50% de las abejas; del mismo modo DI16,5; 




Junto a las consecuencias derivadas de la lisis de las células epiteliales del ventrículo infectadas, 
la infección por N. ceranae reduce la apoptosis de estas células en las abejas adultas (Higes et al., 2013; 
Martín-Hernández et al., 2017), reduciendo la respuesta innata en etapas específicas durante el 
desarrollo del parásito (Gregorc et al., 2016). Al evitar la muerte programada de las células infectadas, 




señalización celular y en la autorrenovación de las células intestinales (Dussaubat et al., 2012; Huang 
et al., 2016; Panek et al., 2018).  
En abejas infectadas por N. ceranae se observan con frecuencia alteraciones en el metabolismo 
de los lípidos y carbohidratos, lo que también sugiere una actividad de manipulación del patógeno para 
asegurar la disponibilidad de nutrientes para su propio beneficio (Mayack y Naug, 2010; Aliferis et al., 
2012; Vidau et al., 2014), que no ha sido observada en las abejas tolerantes al microsporidio (Kurze 
et al., 2016a; b). La infección por microsporidios también afecta negativamente al desarrollo de las 
glándulas hipofaríngeas en abejas infectadas (Wang y Moeller, 1971; Alaux et al., 2010; Jack et al., 
2016; Li et al., 2019), de especial importancia en la nutrición y homeostasis fisiológica en las abejas 
sociales. El mayor consumo de alimento en abejas infectadas, puede ser un síntoma del estrés energético 
directamente relacionado con la dependencia del microsporidio por la energía del hospedador (Mayack 
y Naug, 2009; Alaux et al., 2010; Martín-Hernández et al., 2011; Vidau et al., 2011), aunque no siempre 
se ha observado (Aufauvre et al., 2012, 2014). También puede verse reflejado por una mayor búsqueda 
de alimento (Mayack y Naug, 2013), por la disminución en la hemolinfa de la mayoría de los 
carbohidratos y aminoácidos implicados en diversas vías bioquímicas, como la fructosa, la prolina L, el 
sorbitol y el glicerol (Aliferis et al., 2012), por la pérdida acelerada de lípidos (Li et al., 2018) y de 
proteínas (Li et al., 2019), o por signos de inanición en otros tejidos del aparato digestivo (Vidau et al., 
2014). Esta pérdida acelerada de lípidos y proteínas en las abejas obreras infectadas con N. ceranae 
podría causar un efecto en cascada en la fisiología individual de la abeja y conducir a la búsqueda de 
alimento precoz (Li et al., 2018; Li et al., 2019), que explicaría por qué las abejas infectadas comienzan 
a pecorear antes.  
Recientemente, se ha demostrado que las secreciones de enzimas hexoquinasas por N. ceranae 
(y Nosema bombycis) tienen la capacidad de fosforilar la glucosa de las células infectadas (Dolgikh et 
al., 2019). Este hecho apoya otros hallazgos anteriores (Martín-Hernández et al., 2017; Panek et al., 
2018), en los que se sugiere que la infección por N. ceranae actúa directamente sobre el metabolismo 
celular del hospedador. 
Este efecto de N. ceranae sobre el metabolismo de abejas infectadas también se ha confirmado 
a nivel genético (Szumowski y Troemel, 2015). La manipulación genética se puede reflejar tanto en la 
modificación de la expresión de genes implicados en el metabolismo y transporte de la glucosa y la 
trehalosa (la principal molécula de almacenamiento de energía de carbohidratos en los insectos; 
Dussaubat et al., 2012; Aufauvre et al., 2014), como en la menor producción de proteínas involucradas 
en el suministro de energía (Vidau et al., 2014; Li et al., 2019). Además, las abejas infectadas han 
mostrado una respuesta de estrés oxidativo (Vidau et al., 2011; Dussaubat et al., 2012). Esta respuesta 
de tipo sistémico se ha relacionado con alteraciones metabólicas y fisiológicas severas en otros órganos 




han encontrado alteraciones a nivel trascripcional y proteómico derivados del estrés oxidativo 
(McDonnell et al., 2013; Aufauvre et al., 2014; Li et al., 2019). Estos cambios podrían explicar la muerte 
prematura de las abejas infectadas (Vidau et al., 2014; Aufauvre et al., 2014). 
Todas las castas de A. mellifera (obreras, reinas y zánganos) son susceptibles a la infección por 
Nosema spp. (Higes et al., 2007; Webster et al., 2008; Higes et al., 2009c; Traver y Fell, 2011; Martín-
Hernández et al., 2012; Traver y Fell, 2012), aunque el mayor conocimiento se tiene de las abejas obreras 
de diferentes edades, dado su uso en estudios experimentales. 
Los zánganos adultos pueden infectarse de forma natural por N. ceranae, y el ADN del 
microsporidio ha sido detectado en pupas de zánganos en condiciones naturales (Traver y Fell, 2011). 
Sin embargo, pocos estudios han examinado el coste de la infección en zánganos para determinar si 
Nosema afecta de manera similar al estado energético y a la maduración sexual de los machos (Holt et 
al., 2018). Algunos trabajos demuestran que la susceptibilidad a la infección por N. ceranae es mayor 
en zánganos que en abejas obreras (mayor mortalidad y pérdida de peso), sugiriendo por tanto cierta 
especificidad patogénica dependiente del sexo del individuo (Retschnig et al., 2014). Sin embargo, 
también se ha informado de la capacidad de los zánganos para tolerar mejor las infecciones por Nosema 
spp. (Huang et al., 2012), por lo que existe cierta controversia en cuanto a su susceptibilidad sexo-
específica. 
Por otro lado, se ha propuesto a los zánganos como grandes dispersores de la enfermedad entre 
las colmenas, ya que suelen frecuentar varias colonias diferentes. Por un lado, los zánganos son más 
longevos, con un efecto directo en la duración e intensidad de la infección, de forma similar a lo que 
ocurre con las abejas pecoreadoras que son las que presentan mayor carga parasitaria (Higes et al., 
2008a; Meana et al., 2010; Smart y Sheppard, 2012; Li et al., 2017b), y por otro lado, los zánganos más 
maduros sobreviven mejor a la infección que los más jóvenes (Roberts y Hughes, 2014), lo que ha 
llevado a sugerir su papel súper-diseminador.  
Además, N. ceranae podría disminuir la viabilidad de los espermatozoides, tal y como ha sido 
observado en infecciones por N. apis (Peng et al., 2015), lo que podría suponer una grave pérdida de 
diversidad genética para las especies de abejas afectadas. Un estudio reciente con zánganos recién 
nacidos y experimentalmente infectados por N. ceranae relaciona la muerte prematura de los machos 
con el estrés energético (Holt et al., 2018). La infección no afectó al número de espermatozoides de los 
machos y, sin embargo, alteró las tasas de maduración sexual y la actividad de vuelo en el campo (Holt 
et al., 2018). 
Las reinas son, asimismo, susceptibles a la infección a través de la trasmisión horizontal de 
esporas (Higes et al., 2009c), siendo las más jóvenes más susceptibles a la infección, y pudiendo 




única hembra fértil de la colmena conlleva importantes cambios en factores relacionados con la 
capacidad reproductora del súper-organismo y los niveles hormonales en la reina (Alaux et al., 2011). 
 
2.2.2. Efectos en la colonia de abejas 
Como ya se ha mencionado en el apartado 2.1.4, la infección por N. ceranae puede alterar la regulación 
fisiológica del potietismo normal de las abejas melíferas (cambio de tareas según la edad de las abejas 
obreras). 
En abejas infectadas se han visto disminuidos los niveles de Vg (Ares et al., 2012; Dussaubat et 
al., 2013a; Goblirsch et al., 2013), y aumentados los niveles de JH y EO (Dussaubat et al., 2010; 
Goblirsch et al., 2013). Estos cambios hormonales promueven la búsqueda de alimento y la inhibición 
del comportamiento de las nodrizas, lo que en definitiva promueve una aceleración al comportamiento 
de la pecorea (Higes et al., 2008b; Goblirsch et al., 2013; Holt et al., 2013; Lecocq et al., 2016; Fleites-
Ayil et al., 2018; Li et al., 2019), acompañado además de un acortamiento de la vida de las abejas 
obreras infectadas (Goblirsch et al., 2013; Bordier et al., 2017). De hecho, la infección por N. ceranae 
perturba los fundamentos básicos del polietismo temporal (Higes et al., 2008a), produciendo un efecto 
demográfico directo ya que las abejas infectadas realizan una actividad de vuelo más precoz y más 
intensa que las abejas sanas y, con ello, se ocasiona una disminución del tiempo dedicado al cuidado de 
la cría. Al mismo tiempo, las abejas infectadas ejercen una presión de feromonas por tener aumentada 
la EO que produce sobre las abejas sanas un retraso de su maduración, mientras la muerte de las abejas 
infectadas provoca una fuerte disminución en el tamaño de la población (Alaux et al., 2014), que en 
última instancia lleva a la muerte de la colmena (Higes et al., 2008a; Dussaubat et al., 2013a; Goblirsch 
et al., 2013). Sin embargo, no todos los estudios han demostrado una mayor mortalidad de las abejas 
infectadas por N. ceranae o alteraciones en su comportamiento, especialmente a corto plazo y en las 
abejas más jóvenes (Retschnig et al., 2015; Charbonneau et al., 2016; Piiroinen et al., 2016). 
El comportamiento de la pecorea en las abejas infectadas también se ve alterado: hacen viajes 
de búsqueda más largos y pasan menos tiempo en la colmena entre viajes sucesivos (Lecocq et al., 2016; 
Jack et al., 2016b), transportando menos alimento en cada viaje (Alaux et al., 2014; Naug, 2014), e 
incluso pueden perder la orientación (Wolf et al., 2014), y la memoria y el aprendizaje olfativo (Gage 
et al., 2018). Esta alteración de búsqueda de alimento, descrita por la mayoría de los trabajos, se apoya 
en  fenómenos de deterioro cognitivo de las abejas (Higes et al., 2008a; b; Kralj y Fuchs, 2009; 
McDonnell et al., 2013), aunque no se ha observado en abejas poco infectadas y asintomáticas (Wolf 
et al., 2016).  
Otros trabajos han mostrado que, la infección por N. ceranae puede promover el 




permanecen más tiempo al cuidado de la cría (Benvau y Nieh, 2017), lo que podría favorecer la infección 
de otras abejas jóvenes en el interior de la colmena, e incluso la infección de la reina (Benvau y Nieh, 
2017; Biganski et al., 2017), que a su vez tendría graves consecuencias sobre la salud y supervivencia 
de la colonia (Higes et al., 2008a; Chaimanee et al., 2014).  
Todas estas observaciones, apoyan el hecho de que las colmenas enfermas por nosemosis tipo 
C se caracterizan por contener un mayor número de abejas pecoreadoras (típicamente más mayores) 
infectadas y más intensamente que las jóvenes (Higes et al., 2008b, 2009a; Meana et al., 2010; Botías 
et al., 2012a; b; Smart y Sheppard, 2012; Bravo et al., 2014; Cepero et al., 2014; Lodesani et al., 2014; 
Simeunovic et al., 2014; Bekele et al., 2015; Li et al., 2017b; Meana et al., 2017; OIE, 2018), mientras 
que las abejas más jóvenes (típicamente abejas de interior) tienen una carga media menor de esporas 
(Meana et al., 2010), y una prevalencia también menor de la infección, por ello generalmente las abejas 
recién emergidas se encuentran sin infección (Smart y Sheppard, 2012; Jack et al., 2016b; Li et al., 
2017b).  
Algunos trabajos han observado una fase subclínica que se podría detectar a través de una serie 
de signos muy sutiles como la puesta de la reina en los meses invernales, una mayor proporción de cría 
respecto a abejas obreras en los meses templados (comparado con colonias no infectadas), y sobre todo 
un descenso en la producción de miel prolongado antes de la muerte (Higes et al., 2008a; Botías et al., 
2013a). Además, a largo plazo se produce una reducción alta del número de abejas y de la puesta de la 
cría en la colmena y la colmena muere en invierno o llega muy debilitada al inicio de la primavera (Higes 
et al., 2010c; Botías et al., 2013a;; Higes et al., 2013). El aumento de la cantidad de abejas jóvenes al 
inicio de la primavera diluye el porcentaje de parasitación en la colmena, lo que lleva a una aparente 
recuperación y un retraso en la muerte de la colonia infectada (Higes et al., 2009a). 
Varios modelos matemáticos han explorado el proceso de colapso de la colonia (Khoury et al., 
2011, 2013; Russell et al., 2013; Betti et al., 2014; Perry et al., 2015) y demuestran que, cuando un 
agente nosógeno produce un estrés mantenido en el tiempo sobre una colonia de abejas melíferas, como 
es la reducción de la esperanza de vida de las abejas infectadas por N. ceranae (Perry et al., 2015), las 
abejas nodrizas comienzan a pecorear precozmente para restaurar la proporción de pecoreo en la 
población, reduciendo el tiempo que cada abeja contribuye al crecimiento de la colonia y a la producción 
de la cría (Khoury et al., 2011), así como del alimento que entra en la colmena (Khoury et al., 2013). 
En estas condiciones la colonia desaparece, pero el alimento residual permanece. Además, si ocurre un 
aumento de la tasa de transmisión de la enfermedad (Betti et al., 2014), por ejemplo durante el 
confinamiento invernal o poco antes, y una mayor tasa de trofalaxia con abejas infectadas en edad 
temprana, el efecto nocivo acelera la muerte de las colmenas, tal y como se ha descrito en condiciones 






Todavía se desconoce cuál es el hospedador original de N. ceranae, pero probablemente evolucionó con 
Apis cerana (Fries et al., 1996; Botías et al., 2012c). La primera descripción de N. ceranae en la abeja 
asiática se localizó cerca de Beijing (China), y no incluyó información sobre su impacto en la salud de 
las colonias (Fries et al., 1996), probablemente debido a que se trata de una especie de abeja poco 
relevante económicamente en el mundo de la apicultura, y a que el patógeno no mostró una especial 
virulencia a pesar de confirmarse su carácter infeccioso. Desde entonces, y hasta su detección en A. 
mellifera simultáneamente en apiarios de España y Taiwán en el año 2005 (Higes et al., 2006; Huang 
et al., 2007), esta especie de microsporidio pasó desapercibida.  
En tan solo dos años, se encontró N. ceranae en EE.UU., Brasil, China, Vietnam y otros ocho 
países de la UE (Cox-Foster et al., 2007; Klee et al., 2007; Martín-Hernández et al., 2007; Paxton et al., 
2007). El análisis tanto de muestras frescas de abejas como de muestras históricas indica que N. ceranae 
tenía un rango geográfico y de hospedadores muy amplio, y expandido décadas antes de sus primeras 
detecciones en infecciones naturales en Europa, Asia y América del Norte (Fries et al., 1996; Higes 
et al., 2006; Cox-Foster et al., 2007; Huang et al., 2007). En uno de esos estudios, las muestras antiguas 
de abejas europeas recogidas en Finlandia entre 1986 y 2006 se examinaron mediante análisis molecular, 
y se encontró N. ceranae en abejas obreras de A. mellifera desde 1998 (Paxton et al., 2007). Del mismo 
modo, en un estudio reciente de muestras antiguas del género Apis de diferentes partes del mundo, N. 
ceranae fue encontrado en Apis cerana y Apis dorsata en muestras de 1968 en Vietnam (Traver y Fell, 
2015) y en A. mellifera en los EE.UU. desde 1975 (Traver y Fell, 2015). Asimismo, se detectó la 
presencia del microsporidio en Uruguay en una abeja adulta de A. mellifera recolectada antes de 1990 
(Invernizzi et al., 2009), en Italia en muestras de 1993 (Ferroglio et al., 2013), en Canadá en especímenes 
de 1994 (Currie et al., 2010), y en México en muestras de 1995 (Guerrero-Molina et al., 2016). Si bien, 
el sistema de conservación de las muestras podría haber influido en la detección molecular. 
Durante los últimos diez años la pandemia de la nosemosis tipo C ha sido confirmada en colonias 
de A. mellifera en países tan separados geográficamente como Australia (Giersch et al., 2009), Japón 
(Yoshiyama y Kimura, 2011), Chile (Martínez et al., 2012), Jordania (Haddad, 2014), Arabia Saudita 
(Ansari et al., 2017), o Siberia (Tokarev et al., 2018). Asimismo, se ha encontrado en otras especies de 
abeja melífera asiáticas, incluyendo Apis florea, A. dorsata (Chaimanee et al., 2010) y Apis 
koschevnikovi (Botías et al., 2012c).  
El área de su distribución geográfica actual cubre una gran parte de la diversidad de los cuatro 
linajes evolutivos principales de A. mellifera (A: africano; M: europeo occidental; C: europeo oriental; 
y O: de Oriente Medio. Ruttner, 1988; De la Rúa et al., 2009), con 14 subespecies como potenciales 
hospedadores a la infección. Al igual que con la dispersión de muchos otros microorganismos 




de transporte (Wilson et al., 2009), la rápida dispersión de N. ceranae en los últimos años, a lo largo y 
ancho de todo el globo terráqueo y en diferentes especies de abejas, se ha visto favorecida, muy 
probablemente, por el aumento del comercio internacional. De hecho, la globalización ha brindado 
oportunidades para que este y otros parásitos crucen las fronteras geográficas y se expandan a nuevos 
hospedadores en la apicultura (Chen et al., 2009; Chen y Huang, 2010; Li et al., 2012; Vanbergen et al., 
2013). Aunque el momento de la introducción de N. ceranae como patógeno de A. mellifera sigue siendo 
a día de hoy incierto, puede haber coincidido con la propagación del parásito del ácaro Varroa destructor 
(Smirnov, 1978).  
En un principio, se propuso el desplazamiento de N. apis por N. ceranae (Fries et al., 2010), sin 
embargo esta hipótesis ya ha sido descartada en muchas regiones del mundo, incluida la mediterránea 
(Roudel et al., 2013; Gómez-Moracho et al., 2014; 2015a; van der Zee et al., 2014; Pelin et al., 2015). 
En línea con estas observaciones, N. apis presenta una variabilidad genética considerablemente diferente 
entre las abejas melíferas del linaje de África y la Península Ibérica (linaje A), y las subespecies de A. 
mellifera distribuidas por el sudeste de Europa o por Europa occidental y septentrional (linajes C o M, 
respectivamente). Por el contrario y hasta donde se sabe, N. ceranae no presenta estas variaciones 
genéticas en diferentes linajes de A. mellifera. Por lo tanto, la estructura poblacional de ambas especies 
en la abeja melífera sugiere que la relación entre A. mellifera y N. apis es mucho más antigua que la que 
existe entre A. mellifera y N. ceranae (Maside et al., 2015). Respecto a la Península Ibérica, en la 
actualidad, tanto N. apis como N. ceranae están presentes. 
Por otro lado, y en la misma línea científica, el genotipo de las abejas ha sido postulado como 
un factor determinante de la desigual virulencia de N. ceranae en distintas áreas geográficas, siendo 
posible que diferentes subespecies varíen en su capacidad para contrarrestar la infección. Sin embargo, 
no se ha probado en los linajes de A. m. iberiensis (Jara Nicolás, 2012). Por el contrario, la variación 
genética entre abejas individuales o colonias dentro de un mismo linaje, y no entre linajes, parece ser un 
mejor predictor de la respuesta de las colmenas a N. ceranae (Fontbonne et al., 2013). Su aplicación 
está siendo utilizada en un programa de cría en Dinamarca donde se seleccionan las colmenas menos 
parasitadas (Traynor y Traynor, 2008). Sin embargo, no todos los estudios ofrecen apoyo para que la 
cepa de la abeja contribuya a la virulencia diferencial (ver Martín-Hernández et al., 2018). 
Hoy en día y a pesar de su posterior descripción, N. ceranae no solo está más extendida respecto 
a N. apis, sino que incluso predomina en muchas regiones del planeta (Klee et al., 2007; Giersch et al., 
2009; Invernizzi et al., 2009; Fries, 2010; Porrini et al., 2011b; Traver y Fell, 2012; Khezri et al., 2018; 
Tokarev et al., 2018).  
En la última década, la detección de la infección por N. ceranae en las abejas melíferas ha 
aumentado en todo el mundo y más específicamente en los países del sur de Europa (Stevanovic et al., 




ceranae (Gisder et al., 2010; Forsgren y Fries, 2013; Blažytė-Čereškienė et al., 2014, 2016), aunque 
existe cierta controversia al respecto que puede deberse a la diferente metodología empleada para la 
detección de ambas especies de microsporidios (Gisder y Genersh, 2013; Duquesne et al., 2018). 
Por ello, N. ceranae se considera ahora un agente patógeno predominante de A. mellifera que 
está relacionado con las altas pérdidas de colonias en los países mediterráneos (Klee et al., 2007; Higes 
et al., 2008a; Bacandritsos et al., 2010; Soroker et al., 2011; Hatjina et al., 2011; Botías et al., 2012d; 
Lodesani et al., 2014). La prevalencia del patógeno va en aumento en muchos países 
independientemente de sus latitudes (Klee et al., 2007; Higes et al., 2009a; Martín-Hernández et al., 
2012; Botías et al., 2013a; Lodesani et al., 2014; Emsen et al., 2016; Ghoyounchi et al., 2017; 
Ostroverkhova et al., 2019), siendo por tanto emergente en algunas regiones. 
Este amplio rango de temperaturas puede estar no solo relacionado con diferencias 
epidemiologicas entre las dos especies de Nosema, sino también con la mayor infectividad de N. 
ceranae. Las señales de germinación a las que responden las esporas de ambos microsporidios todavía 
no han sido aclaradas (Goblirsch, 2018), y se ha sugerido que la temperatura ambiental pueda ser 
también determinante en la germinación (Smith, 2012). Se han propuesto algunos factores ambientales 
en detrimento de la viabilidad de las esporas de Nosema spp. al reducir o inhibir su germinación y 
determinar la propagación de la enfermedad en la abeja y en la colonia, tales como la radiación, la 
fumigación química o la exposición a bajas temperaturas y el secado (Malone et al., 2001; Fenoy et al., 
2009; Gisder et al., 2010; Pernal et al., 2010; Sánchez Collado et al., 2014; Zheng et al., 2014). Las 
esporas de N. ceranae son tolerantes a temperaturas de hasta 60ºC y pueden sobrevivir a la desecación 
(Fenoy et al., 2009; Martín-Hernández et al., 2009). Por el contrario, son sensibles a las bajas 
temperaturas y a la congelación bajo condiciones experimentales (Fries, 2010; Gisder et al., 2010; 
Sánchez Collado et al., 2014).  
Las abejas pueden recuperarse de la infección por N. apis cuando se mantienen a una 
temperatura moderadamente elevada de 37°C (Lotmar, 1943). Aunque la temperatura de las abejas 
melíferas durante el vuelo y los escalofríos endotérmicos pueden ser bastante elevados, el aumento del 
calor se localiza predominantemente en el tórax, y el abdomen, que contiene el ventrículo infectado, no 
experimenta temperaturas drásticamente más altas (Stabentheiner et al., 2010). Si bien, parece que el 
aumento de temperatura que normalmente experimentan las abejas en dichas situaciones son suficientes 
para afectar la infección por N. apis (Bailey, 1959). Se sabe que las abejas tienen hipertermia en algunas 
infecciones micóticas (Starks et al., 2000) y prefieren temperaturas más cálidas cuando se infectan con 
N. ceranae (Campbell et al., 2010). A pesar de su genoma reducido, N. ceranae es sorprendentemente 
termotolerante, creciendo óptimamente a la temperatura de la colonia de 35°C, y muestra un fuerte 




et al., 2019), lo que sugiere un nuevo sistema de regulación térmica aun por dilucidar. Por lo tanto, sería 
interesante determinar si estos comportamientos influyen en la infección por Nosema spp. 
Un estudio realizado en Lituania en 2013, sitúa a N. ceranae en las regiones más al sur y al este, 
no detectándose en las más frías del norte (Blažytė-Čereškienė et al., 2014). Recientemente, dos estudios 
desarrollados en la región del distrito federal de Siberia (Rusia), en una de las regiones habitadas más 
frías del globo con un clima subártico donde históricamente la media de temperatura anual es de -10,6ºC, 
revelan un pronunciado aumento de la infección por N. ceranae, y describen cómo las colonias de abejas 
han pasado de la infección por microsporidios del 0% en 2012 a alrededor del 80% en 2016-2017. En 
2013-2014, el 60% de todos los colmenares infectados eran positivos a N. apis; sin embargo, en 2015-
2017, la mayoría de los colmenares infectados (52,2%) fueron positivos a la co-infección por N. apis y 
N. ceranae (Ostroverkhova et al., 2019). Estos datos sugieren que N. ceranae también se está 
extendiendo por el suroeste de Siberia y que, junto con N. apis, pueden persistir en regiones con 
temperaturas medias por debajo de -18°C (Tokarev et al., 2018). No obstante, la temperatura dentro de 
la colmena nunca llegará a niveles tan bajos y, por lo tanto, las esporas en su interior junto con la 
prevalencia de abejas infectadas pueden mantener la infección en el interior de una colmena, incluso en 
ambientes externos extremadamente fríos. Sin embargo, aunque pueda realizar su ciclo biológico parece 
que los climas más fríos como Alemania, los países balcánicos, Suiza y el norte de Grecia no cumplen 
las condiciones específicas (prácticas climáticas y/o apícolas) para que N. ceranae comprometa la 
supervivencia de las colonias (Gisder et al., 2010; Hedtke et al., 2011; Stevanovic et al., 2011; Dainat 
et al., 2012; Francis et al., 2014).  
La transmisión de N. ceranae es principalmente directa de abeja a abeja, pero puede ocurrir por 
rutas aún no aclaradas completamente. Se sabe que otros himenópteros y aves insectívoras pueden estar 
implicadas en la diseminación de esporas en el medio ambiente (Valera et al., 2011, 2017; Plischuk 
et al., 2017). Las flores pueden contaminarse con patógenos de abejas a través de la visita de diferentes 
especies de polinizadores que pueden servir de fuente de esporas (Graystock et al., 2014, 2015; Müller et 
al., 2019). Una diferencia clara con respecto a N. apis es que N. ceranae es capaz de infectar diferentes 
especies de polinizadores silvestres, como abejorros del género Bombus spp. que, en un estudio realizado 
en China, demostraron trasmitir la infección a abejas melíferas (Li et al., 2012). No obstante, hasta la 
fecha se tiene muy poca información acerca de su acción patógena en especies de abejas silvestres, 
solitarias o sociales, que pueden infectarse en presencia de abejas melíferas infectadas (Müller et al., 
2019).  De esta manera, mediante el intercambio de los recursos florales disponibles, es posible que un 
patógeno pueda tener acceso a nuevos hospedadores coexistentes.  
En una revisión reciente, Martín-Hernández et al. (2018) detallan la multitud de especies 
susceptibles a la infección por N. ceranae que, con un rango de hospedadores cada vez más amplio, 




ceranae no solo se ha extendido por todo el mundo (excepto en la Antártida), sino que además ha saltado 
a través de numerosas especies de ápidos (Apidae), una amplia familia de himenópteros apócritos, con 
abejas tanto sociales como solitarias, incluyendo los géneros Apis (Tribu Apini, verdaderas abejas 
sociales de la miel) Bombus (único género de la Tribu Bombini; abejorros sociales de distribución en 
climas templados y altitudes generalmente elevadas), Osmia (Tribu Osmiini; abejas solitarias albañiles 
con amplia distribución geográfica), Andrena (Familia Andrenidae; abejas solitarias de la arena, uno de 
los géneros más numerosos y de distribución casi mundial, a excepción de Sudamérica y Oceanía) y 
Melipona, Tetragonisca y Scaptotrigona (de la Tribu Meliponi; abejas sociales sin aguijón de América 
Central y Sudamérica). Con este carácter eurixeno su impacto es mayor al infectar más especies 
ampliamente utilizadas en la agricultura para la polinización de los cultivos, e incluso para el 
aprovechamiento de su miel.  
Este notable rango de hospedadores y su correspondiente distribución global, también 
representa una amplia variedad de climas, desde el tipo mediterráneo en España (Higes et al., 2006), 
templado en Canadá (Williams et al., 2008a), tropical en México (Guerrero-Molina et al., 2016), árido 
caliente en Arabia Saudita (Ansari et al., 2017) y hasta el subártico en Siberia (Tokarev et al., 2018). A 
pesar de esta gran distribución geográfica e interespecífica, no está claro si N. ceranae es virulento para 
todos los Apidae, dado que la mayoría de los estudios experimentales se han limitado al estudio de su 
patogenia en A. cerana (Suwannapong et al., 2011) y, en gran medida, en A. mellifera ( Higes et al., 
2007; Paxton et al., 2007; Mayack y Naug, 2009; Forsgren y Fries, 2010; Chaimanee et al., 2013; 
Williams et al., 2014; Huang et al., 2015; Mayack et al., 2015; Milbrath et al., 2015; Natsopoulou et 
al., 2015), siendo escasos los estudios patológicos en otras especies que se reducen a A. florea 
(Suwannapong et al., 2011, 2018), abejas del género Bombus spp. (Graystock et al., 2013) y Osmia 
bicornis (Müller et al., 2019). 
El primer paso para comprender los efectos de N. ceranae es la capacidad de detectar este 
patógeno y diagnosticar la enfermedad. Recientemente, mediante técnicas moleculares de PCR ha sido 
detectado en Argentina en individuos adultos de la avispa social Polybia scutellaris (familia Vespidae), 
que son comúnmente conocidas como avispas amigables (sus picaduras no producen alergia) y se 
alimentan del polen y el néctar almacenado en grandes nidos que cuelgan de los árboles, por lo que 
pueden compartir recursos florales con otras especies polinizadoras y hospedadoras de N. ceranae en la 
región (Porrini et al., 2017). De hecho, en el estudio se describe la presencia del microsporidio en siete 
de las ocho especies de Meliponini analizadas y, la presencia de la avispa en panales vacíos de abejas 
melíferas en las épocas de cosecha y alrededor de nidos destruidos de las abejas sin aguijón de las que, 
en ambos casos, aprovecha los restos miel.  
Por otra parte, infecciones experimentales con esporas frescas de A. mellifera fueron exitosas 




Este hallazgo demuestra un salto en el orden del hospedador, pero también añade apoyo a la capacidad 
de N. ceranae de infectar no solo individuos adultos, sino también estadios inmaduros de sus 
hospedadores, como también ha sido demostrado bajo condiciones controladas en A. mellifera (Eiri 
et al., 2015; Benvau y Nieh, 2017). Asimismo, las larvas de una plaga común de las abejas melíferas, la 
polilla Galleria mellonella (Lepidoptera: Pyralidae), recogidas en el interior de colmenas de Turquía 
naturalmente infectadas fueron positivas a la detección del ADN de N. apis y N. ceranae (Ozgor et al., 
2017).  
El pequeño escarabajo de la colmena, Aethina tumida (Murray 1867, más conocido por sus 
siglas en inglés, SHB), es una reciente plaga invasora de A. mellifera, actualmente distribuida en todos 
los continentes excepto en la Antártida (Neumann et al., 2016; Al Toufailia et al., 2017; Lee et al., 2017) 
y originaria del África subsahariana (Lundie, 1940; Schmoke, 1974), que se está expandiendo por 
Europa (da Silva, 2014; Palmeri et al., 2015; Granato et al., 2017). Esta especie ecológicamente 
generalista es capaz de crear poblaciones persistentes con baja densidad de abejas melíferas (Arbogast 
et al., 2009). Nosema ceranae ha sido detectado en el 70% de los especímenes de SHB recogidos del 
interior de colmenas, sin signos clínicos de nosemosis, en la Universidad de Gainesville (Florida, Cilia 
et al., 2018), en los que, sin embargo, se detectó N. ceranae mediante técnicas moleculares y por 
microscopía. Por ello, el pequeño coleóptero además de ser una plaga emergente de colmenas de abejas 
en muchas regiones del mundo, puede tener un papel determinante como vector de transmisión de la 
nosemosis y sobre la mortalidad de las colonias.  
Además, esporas viables de N. ceranae con capacidad de infectar A. m. iberiensis se encontraron 
en las egagrópilas regurgitadas del abejaruco, Merops apiaster en España (Higes et al., 2008b). Los 
abejarucos son aves insectívoras cuya presa predominante es la abeja melífera, por lo que sus egagrópilas 
se componen mayoritariamente de los exoesqueletos de las abejas previamente ingeridas, 
fundamentalmente pecoreadoras. Dada la etología del ave migratoria entre el continente africano y el 
europeo, y atendiendo a la resistencia de las esporas de los microsporidios a las condiciones ambientales, 
el papel de las egagrópilas se presenta como un reservorio y fuente de transmisión de los mismos 
pudiendo representar un factor clave en la dinámica de propagación de las nosemosis entre los 
continentes europeo y africano.  
También, esporas de N. ceranae (no de N. apis) han sido detectadas en varios fórmidos 
depredadores aviares de abejas en Taiwán (Valera et al., 2017), así como en el abejaruco coliazul Merops 
philippinus, un ave migratoria cuya distribución a lo largo del sureste asiático se solapa con la 
distribución original de N. ceranae (Valera et al., 2017), hallazgo que apoya el potencial diseminador 








Aislada por primera vez en 1949 del hongo Aspergillus fumigatus, la fumagilina (diciclohexilamonio) 
se ha utilizado para tratar la nosemosis inducida por N. apis en abejas melíferas durante varias décadas 
(van den Heever et al., 2014), y posteriormente se utilizó también para tratar las infecciones por N. 
ceranae. En España, la Agencia Española del Medicamento y Productos Sanitarios (AEMPS) autorizó 
el uso del único medicamento comercializado para el control de la nosemosis (Fumidil-b) en 1993, y 
hasta mediados de 2008 concedió varias autorizaciones excepcionales. En 2008, la Agencia Europea del 
Medicamento (EMA, por sus siglas en inglés) prohibió su uso en ausencia de un límite de residuos 
máximos autorizado en miel (LMR, Reglamento de la Comisión UE no. 37/2010, 2010), y por dudas 
acerca de su toxicidad. El medicamento se mantuvo en suspensión temporal hasta su anulación definitiva 
en diciembre de 2017.  
Por otro lado, varios estudios muestran que este antibiótico poliénico es eficaz solo 
temporalmente contra las infecciones por N. ceranae (Williams et al., 2008b; Mendoza et al., 2016). La 
fumagilina es tóxica y causa aberraciones cromosómicas, carcinogenicidad en cultivos celulares 
humanos y alteraciones en la ultrastructura de las glándulas hipofaríngeas de las abejas (van den Heever 
et al., 2014).  
En la búsqueda de alternativas para el control de las nosemosis se han realizado numerosos 
avances científicos en métodos biotécnicos, eficacia de desinfectantes, técnicas moleculares y hallazgos 
de tratamientos fitoterapéuticos o de suplementos alimenticios, que se resumen de forma esquemática 








































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Como método de control zootécnico eficaz se ha demostrado que la sustitución anual de la reina 
consigue una mayor supervivencia de colmenas y de producción de miel (Botías et al., 2012e), que el 
tratamiento de las colmenas con la propia fumagilina. 
La desinfección del material apícola con productos de uso habitual como la lejía y el amoniaco 
tiene una alta eficacia esporicida (Rodríguez García, 2017). La aplicación de compuestos naturales 
(fenólicos y ácidos orgánicos) se ha considerado por el mismo equipo de investigación como la mejor 
alternativa quimioterapéutica frente a la nosemosis. Tanto el ácido tánico, como el resveratrol y el 
toltrazuril, en un solo tratamiento otoñal, mantuvieron la parasitación de N. ceranae en niveles bajos, de 
manera que permitieron a la colmena llegar en mejores condiciones a la primavera que las del grupo 
control (Rodríguez García, 2017).  
La terapia con otros compuestos aromáticos, como las porfirinas, también se ha propuesto como 
tratamiento para el control de la nosemosis, y se resumen en la Tabla 2.3 (Burnham, 2019). Sin embargo, 
ninguno de los compuestos ensayados ha sido tan efectivo como la fumagilina para eliminar las 
infecciones por N. ceranae. 
Otros sustancias naturales como los ácidos oxálico y fórmico, que se emplean principalmente 
como acaricidas para el control de la varroosis producida por V. destructor (AEMP, 2019), han mostrado 
una reducción de la carga parasitaria de abejas infectadas por N. ceranae, tanto en ensayos de laboratorio 
como de campo (Underwood y Currie, 2009; Nanetti et al., 2015). 
Recientemente se han estudiado los efectos de nuevos complementos fitoquímicos (cafeína, 
ácido gálico, kaempferol y ácido p-cumárico). Las abejas experimentalmente infectadas por N. ceranae 
y alimentadas con estos complementos dietéticos mostraron una mayor supervivencia, especialmente a 
las concentraciones más bajas estudiadas (Bernklau et al., 2019). 
No obstante, la eficacia de productos comerciales como suplementos fitofarmacológicos, tanto 
naturales como sintéticos, ha generado cierta controversia en cuanto su acción biocida en condiciones 
de campo, y respecto a su rentabilidad y practicidad a nivel de la apicultura (Botías et al., 2013c; 
Rodríguez García, 2017; Burnham, 2019). Nuevos hallazgos apoyan las bases químicas de las 
interacciones co-evolutivas y reiteran la importancia de la diversidad en las fuentes de nutrición floral 
para mantener poblaciones saludables de abejas melíferas mediante el fortalecimiento de las relaciones 
mutualistas naturales (Bernklau et al., 2019). 
La investigación del ARN de interferencia (ARNi) está siendo impulsada para el desarrollo de 
nuevos métodos de control de las infecciones por N. ceranae de las abejas melíferas. El ARNi es un 
mecanismo de silenciamiento génico post-transcripcional impulsado por el ARN bicatenario (ARNds), 
que se une a secuencias de transcripción homólogas de un gen diana impidiendo que funcione, y un 




administración de ARNds a abejas enjauladas disminuyó significativamente el porcentaje de 
parasitación por N. ceranae, independientemente de la especificidad del ARNds (Rodríguez García, 
2017; Rodríguez-García et al., 2018). Sin embargo, la mayor parte de la investigación en el tratamiento 
de la nosemosis mediante el silenciamiento génico se ha enfocado a la administración de ARNi de genes 
de Nosema spp. que codifican para proteínas transportadoras de ATP/ADP, para la proteína 3 del tubo 
polar (PTP3) y para una proteína de la cutícula (nkd) del insecto (Paldi et al., 2010; Rodríguez-García 
et al., 2018). Estos ARNi redujeron la carga de esporas en el hospedador, y aumentaron la respuesta 
inmune de las abejas (de péptidos antimicrobianos como abaecina, apidaecina, himenoptaecina, etc). 
Conscientes de que la administración oral de ARNi a las abejas puede disminuir su eficiencia y 
estabilidad, ya que las enzimas digestivas y el pH intestinal pueden metabolizar y alterar rápidamente la 
secuencia del medicamento antes del silenciamiento del ARNm objetivo (Burnham, 2019), por lo que 
todavía no se recomienda la utilización de estos tratamiento de forma conclusiva antes de ser valorados 
tanto sobre la respuesta de la abeja como sobre la del microsporidio (Rodríguez García, 2017), siendo 
actualmente tratamientos que probablemente se desarrollarán en el futuro. 
Además, otras investigaciones han ido encaminadas a la utilización de sustancias antibióticas o 
de inhibidores microbianos (por ejemplo MeHO en Tabla 2.3). Dada la estricta reglamentación sobre 
el uso de antibióticos en animales destinados a la producción de alimentos, se deben tomar precauciones 
en el desarrollo y la aprobación de estos productos para la medicina apícola (Burnham, 2019). 
Asimismo, la aplicación de cualquier compuesto biocida en medicina apícola deberá demostrar el 
cribado de N. ceranae sin ser tóxico para las abejas, ni en el medio ambiente y, tanto su uso, como el 
límite de residuos (LMR) deberán estar establecidos y autorizados para el tratamiento específico de esta 
ganadería. 
Por otra parte, se ha informado de que N. apis y N. ceranae presentan cierta vulnerabilidad al 
choque térmico (Woyciechowski y Czekonska, 1999; Martín-Hernández et al., 2009; Higes et al., 
2010a), y recientemente se ha descrito que este puede desencadenar un estrés proteotóxico que actúa 
desnaturalizando las proteínas del citoplasma (McNamara-Bordewick et al., 2019). Una mayor 
comprensión de la sensibilidad de los microsporidios a este estrés podría identificar nuevas estrategias 
de tratamiento para el control de las nosemosis en abejas melíferas (McNamara-Bordewick et al., 2019). 
La identificación temprana de colmenas infectadas puede ayudar a controlar la difusión de la 
enfermedad entre colmenas de un mismo apiario, evitando el contacto e intercambio de materiales entre 
ellas. Recientemente, se ha descrito una relación lineal entre las abejas infectadas por microsporidios y 
las esporas encontradas en la miel de las mismas colmenas durante la primavera, el otoño y en la época 
de cosecha (Sarıbıyık y Özkırım, 2019). Este resultado sugiere que el muestreo de la miel se puede 
utilizar para estimar el nivel de infección en colmenas naturalmente infectadas. Otros modelos recientes 




inteligentes, capaces de detectar y cuantificar las esporas de Nosema spp. en las abejas a pie de colmena 
(Snow et al., 2019). Este método es potencialmente adaptable para la detección de la infección in situ 
en entornos rurales con recursos limitados, tales como los montes donde se practica la apicultura.  
También cabe destacar que, la salud de las colonias de abejas melíferas está íntimamente 
relacionada al ambiente de búsqueda de alimento (Ricigliano et al, 2019). Varios estudio destacan el 
potencial de los terrenos protegidos y forestales para mejorar la salud (nutrición, resistencia al estrés 
oxidativo y respuesta inmune) de las colonias de abejas melíferas (Kohl y Rutschmann, 2018; Ricigliano 
et al, 2019). Por otra parte, se predice que bajo ciertas condiciones, las poblaciones de abejas melíferas 
naturales (Kohl y Rutschmann, 2018) o no tratadas (Neumann y Blacquière, 2017) desarrollarán a largo 
plazo mecanismos de resistencia contra los patógenos a través de la selección natural. 
Por todo ello, asegurar el buen estado sanitario de las colonias, situando las colmenas en 
emplazamientos potencialmente beneficiosos para su bienestar y nutrición, junto con el remplazo 
periódico de la reina (Botías et al., 2012e) y la desinfección del material apícola (Rodríguez García, 
2017) son, hasta la fecha, las prácticas más recomendables, y las únicas legales en Europa, para el control 




















Factores determinantes de la nosemosis en Apis mellifera iberiensis  
Determinant factors of nosemosis in Apis mellifera iberiensis 



































3. JUSTIFICACIÓN Y OBJETIVOS 
Esta tesis se apoya en la experiencia previa del equipo de investigación del CIAPA con el objetivo 
principal de analizar los efectos de algunos factores bióticos, así como sus interacciones, en el curso y 
desarrollo de las infecciones por microsporidios, especialmente de N. ceranae en abejas melíferas 
ibéricas (Apis mellifera iberiensis).  
A pesar del gran avance en el conocimiento de las nosemosis de las abejas, siguen existiendo 
retos en la investigación de los factores que determinan la infección y sus consecuencias.  
Entre estos aspectos es necesario determinar si la infección natural ocurre en los estadios 
inmaduros de las abejas, y el tropismo tisular real de los microsporidios en abejas adultas. El resultado 
de estos estudios, epidemiológico y del ciclo biológico de las especies de Nosema, allanaría el camino 
para nuevas hipótesis sobre la patogénesis diferencial de los agentes infecciosos.  
Otros aspectos importantes surgen del hecho de que la mayoría de los estudios patológicos se 
realizan in vitro, con abejas enjauladas fuera del súper-organismo biológico (colonia de abejas). Ello 
conlleva un intensivo manejo de las abejas y de las esporas de los microsporidios, que varía 
considerablemente de unos trabajos a otros y puede dar lugar a resultados aparentemente contradictorios.  
Por ello, es imprescindible conocer el efecto de la edad de las abejas infectadas, del método de 
infección, y la respuesta del hospedador a lo largo de la infección en el desarrollo de las infecciones 
experimentales y en los resultados publicados sobre la acción patógena de N. ceranae. 
Por todo ello, en esta tesis se han estudiado factores dependientes del parásito y del hospedador, 
con el fin de estimar el origen de las variaciones individuales en el desarrollo de la enfermedad a nivel 
de abeja adulta y fases de desarrollo, y explicar algunas de las diferencias en el curso de las nosemosis 
en los diferentes individuos de las colonias infectadas. 
Para ello, hemos abordado los siguientes objetivos específicos: 
1. Relacionados con el hospedador: 
a. Conocer la prevalencia de la infección por microsporidios en las fases de desarrollo de las 
abejas en colmenas naturalmente infectadas, y su efecto en la epidemiología de la 
enfermedad (Capítulo I). 
b. Evaluar la susceptibilidad de abejas adultas en relación con la edad de infección y el método 
de infección (Capítulo II).  
c. Analizar variaciones de la respuesta inmune y celular, y el estrés enérgico, a lo largo del 
tiempo en abejas adultas infectadas por N. ceranae (Capítulo III). 






2. Relacionados con el parásito: 
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4. METODOLOGÍA GENERAL 
Para el desarrollo de los objetivos de esta tesis se requirió de un trabajo multidisciplinar, donde se 
integraran ensayos experimentales realizados in vivo, con colmenas manejadas, e in vitro, con abejas 
enjauladas bajo condiciones controladas y técnicas de biología molecular. De esta forma, el estudio de 
factores determinantes de la infección por N. apis y N. ceranae en la subespecie A. mellifera iberiensis, 
se ha desarrollado integrando aspectos epidemiológicos, patológicos, fisiológicos, histológicos y 
genéticos, que permiten abordar el impacto de las nosemosis, y particularmente de la nosemosis tipo C, 
desde distintas perspectivas. 
Para entender la base y el contexto de los diseños experimentales planteados, se incluye este 
apartado donde se describen de manera sintética la especie utilizada, la metodología general en la 
experimentación con colmenas de abejas melíferas y abejas enjauladas y algunas características 
singulares de la zona de muestreo. No obstante, en cada uno de los capítulos que prosiguen a esta 
memoria se desarrollan en profundidad los materiales, la metodología y los análisis estadísticos 
empleados para la consecución de los objetivos planteados en cada uno de ellos.  
 
 
4.1. DECLARACIÓN ÉTICA  
En Europa la Directiva 2010/63/UE relativa a la protección de los animales utilizados para fines 
científicos establece el marco ético para la utilización de animales en experimentos científicos. El ámbito 
de aplicación de esta Directiva se extiende a especies específicas de invertebrados (como cefalópodos), 
pero no a los insectos. Por lo tanto, de acuerdo con la legislación europea, no se necesitaron permisos 
específicos para los estudios realizados. 
 
 
4.2. ESPECIE UTILIZADA 
Apis mellifera Linneo 1758 
La abeja europea (Apis mellifera), también conocida como abeja doméstica o abeja melífera, es una 
especie de himenóptero apócrito de la familia Apidae. Dada su alta adaptabilidad, las poblaciones nativas 
de A. mellifera se extienden por todo el hemisferio occidental (Europa, África y parte de Asia). Su 
deliberada introducción como especie ganadera en América y Oceanía la convierte en la especie de abeja 
con mayor distribución en el mundo (Crane, 1999). Según algunos datos recientes esta especie apareció 




lugar a cinco linajes evolutivos diferentes: africano (A), europeo occidental (M) y oriental (C), de 
Oriente Medio (O), y de Etiopía (Y), que se originaron a partir de sucesivas colonizaciones, y se 
caracterizan en base a estudios morfométricos, moleculares, ecológicos, etológicos y fisiológicos (De la 
Rúa et al., 2009). 
Se trata de una especie que, por su interés ganadero, ha sido manejada durante siglos, tanto para 
la producción de miel y cera como para la polinización de los cultivos. El manejo humano de una especie 
a menudo trae consigo profundos cambios en los niveles de variación genética, fenómeno que se conoce 
como el “cuello de botella de la domesticación” (Wright et al., 2005; Zayed, 2009). No obstante, cabe 
mencionar que la abeja de la miel, en contraste con otras especies de ganado, no está completamente 
domesticada ya que el apareamiento de las abejas reinas se produce de forma natural, por lo que sería 
más correcto considerar a la abeja como un animal semi-domesticado o silvestre, que se puede mantener 
y utilizar mientras tenga acceso a los recursos necesarios (Moritz, 2005). Sin embargo, al menos desde 
los años 40 existen programas de cría de reinas e inseminación artificial, encaminadas a conseguir un 
capital genético homogéneo cuyo principal objetivo es obtener abejas altamente productivas con un 
comportamiento que facilite su manejo: abejas mansas, poco propolizadoras (excepto para la producción 
de propóleos), poco enjambradoras, que permanezcan sobre los cuadros cuando se manipulan, con poca 
puesta (si prima la producción de miel), o al contrario, mucha cría (para la producción de jalea real), y 
más recientemente también se seleccionan reinas, zánganos y colmenas resistentes a los patógenos que 
las amenazan (Holt y Grozinger 2016; Huang et al. 2012, 2014; Roberts y Hughes 2014; Kurze et al., 
2016a; 2016b). 
En la naturaleza las reinas son fecundadas por entre 8-18 zánganos procedentes de diferentes 
colmenas, el aumento de la diversidad genética gracias a esta poliandría dentro de una misma colonia 
ha demostrado mejorar su resistencia a una amplia gama de enfermedades, y esta hipótesis ha sido 
demostrada en el caso de las infecciones por N. ceranae, con niveles de prevalencia significativamente 
más altos en colonias genéticamente similares en comparación con las colonias genéticamente diversas 
(Desai y Currie, 2015). 
En esta memoria se han utilizado colmenas de la subespecie de abeja ibérica, Apis mellifera 
iberiensis (Engel 1999). Esta especie es el resultado de una amplia integración entre abejas del linaje M 
y del linaje A. La estructura poblacional de la abeja ibérica refleja, no solo su historia evolutiva, sino 
también diferentes adaptaciones a las condiciones locales, y podría haberse visto modificada por las 
prácticas apícolas de los últimos 20 años, la trashumancia y la pérdida masiva de colmenas por la 
expansión de enfermedades como la varroosis y la nosemosis, y el reemplazo de estas colmenas en las 
explotaciones apícolas por colonias de otras regiones (De la Rúa et al., 2009; Jara Nicolás, 2012). 
En la presente memoria se utilizaron crías de abeja, desde larva recién operculada a pupa pre-




desarrollado en el Capítulo I. Se emplearon abejas obreras de cero a 16 días post-emergencia en los 
trabajos desarrollados en los Capítulos II, III y IV (Figura 4.1). 
 
Figura 4.1. Estructura de una colonia de Apis mellifera. Derecha: castas sociales de abejas 
melíferas adultas: abeja obrera (hembra), abeja zángano (macho), y abeja reina (hembra fértil). 
Izquierda: ciclo biológico de una abeja obrera en días;1: puesta del huevo; 4-9: larva; 9-21: cría 
operculada (larva y pupa); 21: emergencia de abeja adulta; 21-23: abeja limpiadora de celdas de 
cría; 23-31: abeja nodriza (cuidado de cría y producción de pan de abeja); 31-39: abeja de interior 
cerera y almacenadora de alimento (miel y polen); 39-42: abeja guardiana de la entrada de la 
colmena, 43+: abeja buscadora de alimento o pecoreadora. Fuentes: imagen derecha modificada 





4.3. MANEJO DE COLMENAS in vivo 
En este trabajo se utilizaron colmenas experimentales del Centro de Investigación Apícola y 
Agroambiental (CIAPA-IRIAF, JCCM), que cuenta con al menos 8 apiarios experimentales (varía a lo 
largo de los años), con cerca de 300 colmenas de A. m. iberiensis. Dada la alta prevalencia de las 
nosemosis en la Península, la mayor parte de las colmenas están infectadas por N. ceranae. Sin embargo, 
dos apiarios situados a 16 km de Marchamalo, en la localidad de Valdeavero (40º38’30,88’’N 
3º22’4,15’’W y 40º39’2,02’’N 3º21´4,37W), se mantienen libres de microsporidios y se utilizaron como 
fuente de cuadros de cría de abejas no infectadas para los ensayos de laboratorio.  
Estos apiarios se mantienen bajo un minucioso control sanitario, y son monitorizados 
periódicamente para mantenerlos libres de los principales patógenos que pueden afectar a las abejas 
melíferas, como N. ceranae y el ácaro Varroa destructor. Además se mantienen aislados de otros 
colmenares no controlados por el equipo científico del CIAPA, y que pudieran ser fuente de infección. 
Para el control de las nosemosis estos apiarios fueron tratados con anterioridad con fumagilina, y tras su 
prohibición se mantienen actualmente libres de las infecciones por Nosema spp. aplicando medidas 




El control de la varroosis se realiza anualmente en todas las colmenas, independientemente del 
apiario, aplicando al menos un tratamiento en otoño, tal y como establece el Real Decreto 608/2006, de 
obligado cumplimiento en España. 
 
4.4. MANEJO DE ABEJAS in vitro 
Las abejas utilizadas para los ensayos desarrollados en laboratorio tuvieron tres objetivos principales: 
1. Toma de muestras de abejas de diferentes edades para el estudio de la prevalencia de Nosema 
spp., 
2. Fueron requeridas para la obtención de esporas de N. ceranae, para lo cual se muestrearon abejas 
pecoreadoras altamente infectadas de forma natural,  
3. En otro caso, fueron requeridas para ser infectadas experimentalmente bajo condiciones 
homogéneas y controladas, por lo que se muestrearon cuadros de cría de abeja de colmenas libres 
de microsporidios. 
 
4.4.1. Muestreo de abejas adultas 
Las abejas de interior se muestrearon de la cámara de cría (del primer cuadro sin cría), descartando las 
abejas de los cuadros más externos, mientras que las pecoreadoras se recogieron en la entrada de la 
colmena (piquera) al mediodía. Para ello, la entrada de la piquera se cerró temporalmente con una pieza 
de madera durante aproximadamente 15 minutos, de manera que las abejas se amontonaron en la 
entrada, y se barrieron con un cepillo apicultor al interior de una caja de cartón (Meana et al., 2010). 
Las abejas se sacrificaron en el laboratorio con CO2 (≥ 3 minutos), para ello las cajas de cartón (con las 
abejas en su interior) se introdujeron directamente en una cámara de inducción de anestesia veterinaria 
(Figura 4.2). 
Las abejas pecoreadoras naturalmente infectadas para la obtención de esporas, se sacrificaron 
inmediatamente con CO2 para proceder a la extracción y purificación de esporas de microsporidios en 
gradiente isotónico de Percoll® al 95% (Taupin et al., 2006a; Higes et al., 2008b; Martín-Hernández et 
al., 2009. Figura 4.2). 
Para la obtención de abejas libres de Nosema spp. de edad conocida, los cuadros de cría fueron 
mantenidos en el laboratorio en una incubadora (Memmert, UNB400) a la temperatura constante de 
34ºC ± 1ºC (Figura 4.2), que permite completar la metamorfosis de las pupas operculadas, y la 
emergencia de las abejas adultas. En todos los ensayos se utilizaron al menos 3 cuadros de cría de 
colmenas diferentes. A continuación, se siguió la metodología descrita por Higes et al. (2007) para 




cuadros de cría proporcionando un golpe seco en el lateral del marco de manera, que facilita que las 
abejas se precipiten al interior de un recipiente, a partir del cual se repartieron una a una y aleatoriamente 
en jaulas específicas conteniendo entre 20-25 abejas, según el experimento.  
Para facilitar el manejo de las abejas durante la inoculación de esporas de Nosema spp. (para su 
infección), previamente todas las abejas se anestesiaron con CO2 durante un máximo de 90 segundos. 
 
 
Figura 4.2. Manejo de abejas en el laboratorio. A: Incubadora a 34°C (±1°C) con cuadros de cría 
de abeja libres de Nosema spp. B: Abeja emergiendo de la celda y rodeada de cría operculada. C: 
Las abejas se mantienen en jaulas de malla de acero, alimentadas ad libitum con una solución 
azucarada y rica en aminoácidos y vitaminas. D: Las jaulas con abejas se mantienen en 
incubadoras, a temperatura y humedad controladas. E: Cámara de inducción de anestesia 
veterinaria con abejas en su interior y detalle de la bomba de CO2. F: esporas en un gradiente de 
Percoll® isotónico al 95% (en dH2O) a razón 1:9 y centrifugadas 40 min a 11.000 g. G-H: recuento 
de esporas de N. apis (G) y N. ceranae (H) en un hemocitómetro Neubauer® y observadas bajo un 
microscopio óptico en contraste de fase (x40 y Ph2); detalle de una microcuadrícula (1/60) de 






4.4.2. Mantenimiento de las abejas enjauladas 
Las jaulas fueron diseñadas para el mantenimiento de abejas vivas en laboratorio (Figura 4.2), son 
cilíndricas, de malla de acero (175 mm largo, 45 mm diámetro), con una tapa circular de metacrilato a 
cada lado (Martín-Hernández et al., 2011). Las abejas enjauladas se mantuvieron en incubadoras a 33°C 
a lo largo de los ensayos.  
El alimento se administró ad libitum en una punta de pipeta de 1 ml sellada por calor en uno de 
sus extremos, conteniendo una solución azucarada (50% azúcar + 50% agua) enriquecida con 
aminoácidos y vitaminas (2% Promotor L® -Calier Lab.; mezcla comercial de aminoácidos y vitaminas 
testada previamente en abejas) como sustitutivos de miel y polen.  
Antes de cada ensayo, todo el material de cría de abejas en laboratorio, desde las incubadoras a 




4.5. CARACTERISTICAS SINGULARES DE LA REGIÓN APÍCOLA DE MESTREO 
Todas las colmenas y abejas examinadas en la presente tesis se emplazaron en la comarca agraria de La 
Alcarria, una región Mediterránea, según la clasificación bioclimática de Rivas-Martínez (1987), 
situadas en localidades de los municipios de Marchamalo (40º40’50,40’’N 3º12’31,05’’W) y, en menor 
medida de Valdeavero, ambos en la provincia de Guadalajara (Castilla-La Macha, España).  
La región de Marchamalo, enclave del centro de investigación en el que se ha desarrollado esta 
tesis doctoral (CIAPA, antiguo Centro Apícola Regional de Castilla- La Mancha), se encuentra 
catalogada dentro de la zona con alta tradición apícola de la Comarca de La Alcarria (Guadalajara-
Cuenca), de atractivo internacional y reconocida como región característica del sector apícola desde el 
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Capítulo I  
Infección natural de estadios inmaduros de abeja por Nosema spp. y 
su relación con la parasitación en abejas adultas 
 
¿La parasitación natural de los microsporidios  
presentes en la Península Ibérica,  
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Nosema ceranae es el endoparásito más prevalente de Apis mellifera iberiensis y representa un 
importante problema de salud para las abejas en todo el mundo. La capacidad infectiva de N. ceranae 
se ha demostrado experimentalmente en la cría de abeja melífera. Sin embargo, hasta el momento no se 
disponen de datos sobre su prevalencia en condiciones naturales de campo. 
En este estudio se han analizado los cuadros de cría de diez colmenas diferentes durante dos 
años consecutivos, tomándose muestras en dos momentos importantes del calendario apícola: antes y 
después de la invernada. Se analizaron individualmente un total de 1.433 estadios inmaduros 
(larvas/pupas). Una primera detección molecular de los microsporidios en las muestras de cría de abeja 
mediante PCR convencional mostró que N. ceranae fue el agente más frecuentemente detectado con 
una prevalencia de 3,53% a lo largo del estudio, mientras que N. apis tuvo una prevalencia individual 
de 0,42% y fue detectado con mayor frecuencia en muestras que presentaban ambos microsporidios (co-
detección) con una prevalencia de 0,71%. La multiplicación activa de los patógenos se analizó en las 
muestras positivas por PCR mediante PCR en tiempo real. Para ello se analizó la expresión del gen de 
la proteína del tubo polar 3 de N. ceranae y/o del gen de la proteína ARN polimerasa II de N. apis. Lo 
que representaba el 24% de las muestras de cría previamente positivas para Nosema spp. La 
multiplicación de N. ceranae se confirmó en el 1,06% de las muestras, mientras que la multiplicación 
de N. apis solo se confirmó en co-infección con N. ceranae (0,07%).  
Con el fin de analizar las posibles vías naturales de infección de los estadios inmaduros, durante 
el segundo año de estudio, se analizaron las celdas de cera que alojaban a las muestras de cría para 
detectar la presencia de Nosema spp. en el ambiente inmediato donde se desarrollan. En todos los casos 
estudiados las muestras de cría infectadas por Nosema spp. se encontraron en celdas en las que no se 
detectaron microsporidios, mientras que las celdas que fueron positivas para N. ceranae albergaron fases 
de cría que no estaban aparentemente infectadas, lo que indica que es poco probable que esta sea la vía 
principal de infección. Finalmente, se analizó la relación de la prevalencia de cría infectada con la de 
las abejas adultas en las mismas colmenas. Las colmenas con cría infectada por N. ceranae mostraron 
niveles más altos de abejas adultas infectadas, aunque las diferencias no fueron significativas antes (P= 
0,260), durante (P= 0,055) o después (P= 0,056) del muestreo de los estadios inmaduros.  
Los resultados presentados en este capítulo demuestran que N. ceranae y N. apis son parásitos 
no solo de todas las castas de abejas adultas, sino que también son capaces de infectar cría en diferentes 
estados de desarrollo. Estos resultados son de un gran interés veterinario y deben tenerse en cuenta a la 






Nosema ceranae is the most prevalent endoparasite of Apis mellifera iberiensis and it is a major health 
problem for bees worldwide. The infective capacity of N. ceranae has been demonstrated experimentally 
in honey bee brood, yet no data are available about its prevalence in brood under natural conditions. 
Thus, brood combs from ten different hives were analyzed over two consecutive years, taking samples 
before and after winter. A total of 1,433 larvae/pupae were analyzed individually and N. ceranae 
(3.53%) was the microsporidia most frequently detected, as opposed to N. apis (0.42%) that was more 
frequently detected in conjunction with N. ceranae (0.71%).  
The active multiplication of both microsporidia was confirmed by the expression (rt-PCR) of 
the N. ceranae polar tube protein 3 gene and/or the N. apis RNA polymerase II gene in 24% of the brood 
samples positive for Nosema spp., both genes related to microsporidia multiplication. As such, N. 
ceranae multiplication was confirmed in 1.06% of the samples, while N. apis multiplication was only 
observed in co-infection with N. ceranae (0.07%). Brood-cells were analyzed for the presence of 
Nosema spp. as the immediate environment where the brood stages develop. The brood samples infected 
by Nosema spp. were in brood-cells in which that microsporidia was not detected, while brood-cells 
positive for N. ceranae hosted brood stages that were not apparently infected, indicating that this is 
unlikely to be the main pathway of infection.  
Finally, the colonies with brood infected by N. ceranae showed a higher level of adult bees 
infected although the differences were not significant nor before (P= 0.260), during (P= 0.055) neither 
after (P= 0.056) brood sampling. These results show that N. ceranae is a bee parasite ubiquitous to all 
members of the colony, irrespective of the age of the bee. It is also of veterinary interest and it should 
be considered when studying the epidemiology of the disease.  
 
Figura 5.1.  Graphical abstract: The levels of natural Nosema spp. infection in Apis mellifera iberiensis brood stages 




Las nosemosis se consideran enfermedades de abejas adultas. No obstante, la detección de esporas y de 
ADN de microsporidios en la cera y la jalea real (Cox-Foster et al. 2007; Traver y Fell, 2012; MacInnis, 
2017) apoyan la posibilidad de que los individuos inmaduros estén expuestos a los microsporidios través 
de su alimentación.  
Estudios experimentales recientes en condiciones de laboratorio, han demostrado que N. 
ceranae puede multiplicarse en pupas inoculadas previamente durante el estadio larvario (Eiri et al., 
2015), demostrando que, además, la infección puede producir una serie de problemas patológicos en las 
abejas resultantes tras la metamorfosis y consecuentemente sobre el equilibrio de la colonia (Eiri et al., 
2015; Benvau y Nieh, 2017). 
El objetivo de este trabajo fue determinar si la infección de los estadios inmaduros de abeja 
(larvas y pupas) se produce de forma natural y evaluar la prevalencia en cría respecto a la de las abejas 




La alta prevalencia de la nosemosis en las colonias facilita que las abejas se expongan a la infección 
durante su desarrollo como estadios inmaduros y por tanto la infección puede producirse durante las 
fases de larva y pupa (por contaminación de la celdilla o por el alimento contaminado) y desarrollarse 
durante la metamorfosis. Esta posibilidad, por tanto, estaría relacionada con la prevalencia de la 
infección en las abejas adultas y con el desarrollo de la colonia según el periodo apícola. 
 
 
5.4. MATERIAL Y MÉTODOS 
5.4.1. Colmenas 
Para este estudio se utilizaron diez colmenas de Apis mellifera iberiensis ubicadas en un colmenar 
experimental del CIAPA. Se realizaron dos estudios consecutivos entre los años 2015 y 2017, utilizando 
cinco colmenas en cada ensayo. Las colmenas H1 a H5 fueron incluidas en el primer estudio (Ensayo 
1: 2015-2016) y las colmenas H6 a H10 en el segundo (Ensayo 2: 2016-2017). Todas ellas dieron 






5.4.2. Muestreo de la cría de abeja 
Los momentos de muestreo se indican en la Tabla 5.1. Las muestras de cría de abeja (BB: bee brood, 
por sus siglas en inglés) se analizaron antes y después de la formación de la piña invernal, para lo cual 
se tomó un cuadro de cría de cada colmena en octubre de 2015 y febrero de 2016 (Ensayo 1; colmenas 
H1-H5) y en noviembre de 2016 y marzo de 2017 (Ensayo 2; colmenas H6-H10). 
A pesar de utilizar diferentes meses de muestreo en los dos ensayos, las muestras se recogieron 
en el mismo momento de la actividad apícola: antes de la formación de la piña invernal (Pre-invernada; 
octubre/noviembre) y después de la formación de la misma, en el momento en el que las primeras 
pecoreadoras comenzaron a salir de las colmenas (Post-invernada; febrero/marzo). Los cuadros de cría 
se recogieron en el colmenar experimental y se transportaron inmediatamente al laboratorio, donde se 
congelaron a -80°C hasta su análisis. 
 
 Ensayo 1  Ensayo 2 
 





























Crías de abeja (BB)  x   x      x   x    
Ab. de interior (INT) x x x x x x x  x x x x x x 
Ab. pecoreadoras (PEC) x x x x x x x  x x x x x x 
Celdas de cría                  x   x     
Colmenas ID H1-H5  H6-H10 
 
Tabla 5.1. Diseño del muestreo. Meses en los que se tomaron muestras de cría de abeja (BB), 
abejas adultas de interior (INT), pecoreadoras (PEC) y muestras de las celdas ocupadas 
previamente por las crías. 
 
 
En la Tabla 5.2 se detalla el número total de muestras analizadas en el estudio, que incluyeron 
todas las etapas de desarrollo inmaduro desde larvas recién operculadas y todos los estadios de pupa, 
hasta abejas adultas pre-emergentes, todavía operculadas. De cada cuadro de cría disponible, se 
analizaron en cada momento de muestreo un total de 90 muestras de cría. Después de la invernada en el 
Ensayo 1, tres colmenas habían muerto (H1, H3 y H4) y, por lo tanto, solo se tomaron cuadros de cría 
de las colmenas supervivientes. Asimismo, la colmena H7 mostró evidentes signos de debilitamiento en 
noviembre de 2016 (Ensayo 2) sin cría abundante (presencia de tan solo 2 cuadros de cría), por lo que 
no se extrajo ningún cuadro en dicho momento de muestreo para no contribuir con el debilitamiento. 
 
 




Tabla 5.2. Número de muestras analizadas en el estudio. BB: muestras de cría en diferentes 
estadios de desarrollo; Celdas (Ensayo 2): celdas donde se desarrolla la cría de abeja hasta su 
emergencia como abeja adulta; INT: abejas adultas de interior (jóvenes); PEC: abejas adultas 
pecoreadoras (mayores); AA: abejas adultas totales (INT + PEC). 
 
 
Para tomar las muestras de los estadios inmaduros, los cuadros de cría congelados se 
atemperaron lo suficiente como para poder cortarlos cuidadosamente y extraer individualmente a las 
larvas y pupas de sus celdas evitando su completa descongelación. Las muestras de cría se seleccionaron 
aleatoriamente en el área de puesta de la reina (elipse de cría), tratando de incluir la mayor parte de las 
etapas de desarrollo presentes en los cuadros de cría (Figura 5.2). Cada muestra fue extraída 
asépticamente de la celda, una por una, con la ayuda de un par de palillos de madera y pinzas estériles 
para abrir el opérculo completamente y romper la pared de las celdas. 
 
Figura 5.2. Área de puesta de la abeja reina. Izquierda: la reina tiende a colocar la puesta de huevos 
siguiendo un patrón circular-ovalado, o lo que es lo mismo, siguiendo un patrón en elipse; comenzando 
desde el centro del cuadro de cría hacia fuera. Derecha: cuando las crías maduras emergen dejando las 
celdas vacías, la reina tiende a volver a utilizarlos, de modo que se pueden encontrar diferentes etapas de 
desarrollo a lo largo de la elipse en un mismo cuadro de cría. Los cuadros de cría se sitúan en el centro de 
la colmena, esta predilecta posición proporciona una temperatura constante más alta (±34ºC) y protección 
para el correcto desarrollo de las abejas. Fuente: original. 
 
A continuación, se extrajeron las muestras evitando cualquier contaminación externa con 
esporas de Nosema spp. fuera de la celda de maduración. Las muestras se descartaron cuando las larvas 
Año Colmenas Temporada BB  Celdas  INT PEC AA 
2015-2016 H1-H5 Pre-invernada 447   -  350 300 650 
   Post-invernada 179   -  225 175 400 
2016-2017 H6-H10 Pre-invernada 360  77  1.125 500 1.625 
    Post-invernada 447  87  1.625 1.400 3.025 




o pupas entraron en contacto con la superficie externa del cuadro o de celdas y crías adyacentes. Para 
eliminar cualquier espora de la superficie de las muestras recién extraídas, cada cría se lavó 
adecuadamente con H2O milliQ® a presión utilizando una pipeta Pasteur estéril. 
Las muestras de cría fueron clasificadas visualmente en 7 grupos de acuerdo a su etapa de 
desarrollo o tiempo post-operculación (tpo) y atendiendo principalmente al color del abdomen y de la 
unión de los apéndices, y al color de los ojos y su intensidad (Human et al., 2013). Los 7 grupos 
resultantes se muestran en la Tabla 5.3 y un ejemplo visual de cada caracterización se muestra en la 
Figura 5.3. 
 
Figura 5.3. Clasificación de las muestras de cría según su etapa de desarrollo por reconocimiento 
visual. L: larvas post-operculación; P1-P6: pupas en diferentes etapas de desarrollo o tiempo post-






 Características  Edad (tpo) 
L 
Larva operculada completamente blanca, 
estirada y estriada 
2-3 días tpo 
P1 Pupa con cuerpo y ojos completamente blancos 4 días tpo 
P2 Pupa con cuerpo blanco y ojos rosados 5-6 días tpo 
P3 
Pupa con unión de apéndices y alas de color 
amarillo-marrón y ojos rosado-púrpura oscuro 
7-8 días tpo 
P4 
Pupa con tórax amarillo y ojos morado muy 
oscuro 
9 días tpo 
P5 
Pupa con almohadillas de alas grises y ojos 
negros 
10-11 días tpo 
P6 
Abeja adulta pre-emergente completamente 
formada 
12 días tpo 
 
Tabla 5.3. Clasificación de las muestras de cría según su etapa de desarrollo mediante 
reconocimiento visual y siguiendo las indicaciones de la guía COLOSS de Human et al. (2013). 
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5.4.3. Muestreo del contenido de las celdas de cría 
Las celdas de los cuadros de cría se examinaron durante el segundo ensayo con el fin de evaluar la 
presencia de esporas de Nosema spp. (Tabla 5.1), lo que indicaría una posible contaminación en el 
espacio donde se desarrolla la cría. Después de haber extraído cuidadosamente los ejemplares de cría, 
se tomaron muestras de alrededor de 20 celdas por cuadro de cría analizado. Para ello, se dejó resbalar 
lentamente 100 μl de agua de destilación doble (ddH2O; calidad de PCR) por las paredes de la celda 
hexagonal, que posteriormente se recuperó del fondo con la misma pipeta Pasteur estéril (una por cada 
muestra de celda). Se analizaron un total de 164 celdas: 77 celdas de 4 colmenas antes de la invernada 
y 87 celdas de las 5 colmenas después de la invernada (Tabla 5.2). Como ya se ha mencionado, de la 
colmena H7 antes de la invernada (noviembre de 2016), no se disponía de muestras por encontrarse muy 
debilitada. 
 
5.4.4. Muestreo de abejas adultas 
En la Tabla 5.1 se detallan los momentos de muestreo de las abejas adultas de interior (INT) y 
pecoreadoras (PEC) a lo largo de los 2 años de duración del estudio. En el Ensayo 1, se tomaron 25 INT 
y 25 PEC por colmena en siete puntos temporales entre septiembre de 2015 y abril de 2016. Durante el 
Ensayo 2, con el fin de aumentar el límite de detección de Nosema spp. el tamaño de la muestra se 
incrementó, por lo que se recogieron 100 INT y 100 PEC por colmena en seis puntos temporales entre 
septiembre de 2016 y julio de 2017, excepto en noviembre de 2016, momento en el que solo se 
recogieron 25 INT. El número total de abejas obreras muestreadas se detalla en la Tabla 5.2. En el 
apartado 4.4.1 se indica el procedimiento para el muestreo de abejas adultas (INT y PEC). Durante la 
formación de la piña invernal, en los meses más fríos de otoño e invierno, no se muestrearon abejas 
pecoreadoras dado que en el momento del muestreo no había actividad de pecoreo (H1: Nov. 2015 y 
Ene. 2016; H4: Nov. 2015; H6-H10: Nov. y Dic. 2016). 
 
5.4.5. Procesamiento de muestras y extracción de ácidos nucleicos 
a) Muestras de cría 
Tras ser identificadas, cada muestra de cría se maceró adaptando un protocolo similar anteriormente 
descrito (Cepero et al., 2014). Cada una se introdujo individualmente en un pocillo de una placa de 96 
pocillos (Deepwell-96 plate, Deltalab, No. 409004) que contenía 180 μl de una solución tampón de AL® 
(Qiagen, No. 1014600) al 60%, 1 μg/ml de RNA Carrier® (Qiagen, No. 148037710) y cuatro bolas de 




(añadiendo H2O milliQ® y 60% AL®, sin ejemplar de cría). Las placas se agitaron a 30 Hz durante 6 
minutos (TyssueLyser II, Qiagen®).  
Del macerado de cría resultante, 180 μl se transfirieron individualmente a una nueva placa 
multipocillo (Eppendorf®, No. 0030128.575) que contenía 200 μl de tampón AL® al 60% y 20 μl de 
proteasa (suministrada con el kit comercial BioSprint® 96 DNA Blood, Qiagen®) y se incubaron durante 
10 minutos a 70°C y 300 revoluciones por minuto (rpm). La extracción de ácidos nucleicos totales (AN) 
se realizó utilizando el kit comercial BioSprint® 96 DNA Blood (Qiagen®, No. 940057) y siguiendo el 
protocolo BS96 DNATissue® (Qiagen®) en una estación de trabajo Biosprint® 96 (Martín-Hernández et 
al., 2012). El volumen de elución final fue de 100 µl de extracto de AN.  
Inmediatamente después de la extracción, se tomó una alícuota de 25 µl de la muestra y el resto 
(75 µl) se congeló hasta su uso. La alícuota de 25 µl se transfirió a una nueva placa multipocillo y se 
trató con Free-RNasa DNasa I (Qiagen®, Nº 79254). Siguiendo las instrucciones de uso; se incubó 15 
minutos a temperatura ambiente y, para desactivar la enzima, se incubó a 70°C durante 20 minutos en 
agitación a 300 rpm, con el fin de eliminar completamente el ADN genómico de la muestra, quedando 
exclusivamente el ARN. Este se utilizó para generar el ADN complementario de primera cadena 
(ADNc) con el kit comercial iScriptTM cDNA Synthesis Kit (Bio-Rad, No. 1708891), de acuerdo con las 
instrucciones del fabricante (reacción a 25°C durante 5 minutos, 46°C durante 20 minutos y 95° C 
durante 1 minuto) en un termociclador Mastercycler® ep gradiente S (Eppendorf). El ADNc sintetizado 
se almacenó a -20°C hasta su análisis. En todos los pasos se incluyeron controles negativos de extracción 
y síntesis de ADNc (NTC: no template control, sin muestra), y controles de la reacción de retro-
transcripción (RTC: con muestra y reactivos, pero sin enzima retro-transcriptasa).  
 
b) Muestras de las celdas ocupadas por muestras de cría 
El ddH2O (100 μl) recuperado del fondo de las celdas (sección 5.4.3) se introdujo individualmente en 
un pocillo de una placa Deepwell-96 que contenía 100 μl de tampón AL® al 50% y 1 μg/ml de RNA 
Carrier® (Cepero et al., 2014). A continuación, las placas se procesaron de la misma manera que las de 
las muestras de cría (sección 5.3.5.a) y, de nuevo, se incluyó en la placa un pocillo sin muestra (NTC) 
cada 20 muestras de celdas como control negativo. 
 
c) Muestras de abejas adultas 
El abdomen de cada abeja adulta (INT y PEC) se maceró individualmente en un pocillo de una placa 
Deepwell-96 que contenía 180 μl de tampón AL® al 50%, 1 μg/ml de RNA Carrier®  y 4 bolas de vidrio, 
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trabajando siempre sobre hielo. Las muestras del Ensayo 1 se procesaron hasta la extracción de AN 
como se describe en el apartado 5.3.5.a (incluyendo un control NTC cada 20 muestras). 
Sin embargo, el ADN de las muestras de abejas adultas recogidas en el Ensayo 2 se extrajo 
utilizando un método diferente: 50 μl del macerado se transfirió a una nueva placa multipocillo con 50 
μl de una solución de Tris-HCl (10 mM Tris-HCl [pH 8.0], 1 mM EDTA) y 15 μl de Proteinasa K 
(Qiagen®, No. 1019499) y se incubó durante 20 minutos a 95 °C. Este método tiene un límite de 
detección para Nosema spp. similar al utilizado para las muestras de abejas adultas del Ensayo 1 y de 
cría (Ensayos 1 y 2), siendo más rápido y barato (Rodríguez-García et al., 2014). Se incluyeron NTCs 
como en los casos anteriores. 
 
5.4.6. Detección por PCR de Nosema spp. en las muestras de cría de abeja, abejas adultas y 
muestras de celda de la cría 
La presencia de las especies de N. apis y N. ceranae se evaluó en todas las muestras mediante una PCR 
convencional triplex, incluyendo la detección de ADN de A. mellifera como control interno (IPC) para 
las reacciones de PCR, tal y como ha sido descrito anteriormente (Martín-Hernández et al., 2012). 
En este caso, se utilizaron placas gelificadas comerciales (Biotools®) de 96 pocillos, conteniendo 
la enzima HotSplit DNA polimerasa (1 U/µl: Biotools®, cod. 10.531-10.533), 0,4 µM de cada cebador 
(primer), 0,2 mg/ml de albúmina de suero bovino (más conocida por sus siglas en inglés, BSA) y 0,1% 
TritónTM X-100. Todas las reacciones de PCR se realizaron en un volumen final de 25 µl, añadiendo en 
cada pocillo 22,5 μl de H2O de PCR y 2,5 µl de ADN por muestra (muestra de extracto total de AN). 
Los cebadores utilizados en la PCR convencional se muestran en la Tabla 5.4. 
 
Organismo  Cebador Secuencia (5’ - 3’) Referencia Amplicón 
N. ceranae 218MITOC F: cggCGACGATGTGATATGAAAATATTAA 
R: cccggTCATTCTCAAACAAAAAACCG 
[2007] 218–219 bp 
N. apis 321APIS F: ggggGCATGTCTTTGACGTACTATGTA 
R: gggggGCGTTTAAAATGTGAAACAACTATG 
[2007] 321 bp 
A. mellifera COI F: gggTCCAAGACCAGGAACTGGAT 
R: gcgCGGAAATTCCTGATATATGAAGAGAAAA 
[2012] 119 bp 
 
Tabla 5.4. Cebadores de la triplex-PCR en placas gelificadas Biotools®. Cebadores: 218MITOC 
(locus del gen 16S rRNA de N. ceranae); 321APIS (locus del gen 16S rRNA de N. apis) y COI 
(gen de la subunidad I de la Citocromo Oxidasa de A. mellifera) utilizado como control interno de 
la PCR (IPC). En cada par de cebadores: F –forward- y R –reverse-. [2007]: Martín-Hernández et 
al., 2007. [2012]: Martín-Hernández et al., 2012. Amplicón: tamaño del fragmento amplificado 




El límite de detección de este método es 2,5 esporas de N. ceranae y/o 25 esporas de N. apis en 
150 μl de macerado de abeja, similar a la descrita anteriormente (Martín-Hernández et al., 2012). Todas 
las reacciones se llevaron a cabo en un termociclador Mastercycler® ep gradient S (Eppendorf). Los 
fragmentos amplificados obtenidos de la PCR se revelaron utilizando un aparato de electroforesis capilar 
(QIAxcel Advanced System®, Qiagen) utilizando el paquete comercial de cribado de ADN QIAxcel 
DNA Screening Resolution® (Qiagen, No. 929004). Se aplicó el método AM420 (toma de muestra 10 
segundos a 5 KV, separación 420 segundos a 5 KV), con marcadores de alineamiento QX 15 bp/1kb 
(Qiagen®, No. 929521) y marcadores de peso molecular QX 50-800pb a una concentración de 20 ng/µl 
(Qiagen®, No. 929556). Los electroferogramas resultantes se analizaron con el sistema BioCalculator 
3.0 (Qiagen®) y todas las muestras que generaron un fragmento de la longitud esperada y produjeron 
≥0.1 unidades fluorescentes relativas (RFU) fueron consideradas positivas. Se analizaron paralelamente 
controles positivos de N. apis y N. ceranae, y controles negativos (procedentes de la extracción de ADN 
-NTC- y sin muestra en la PCR) incluyéndolos en cada placa de reacción para detectar posibles 
contaminaciones o fallos de amplificación y/o lectura de las placas. 
 
5.4.7. Multiplicación de Nosema spp. en las muestras de cría (rt-PCR) 
Las muestras de cría que resultaron positivas a Nosema spp. por tripex-PCR (sección 5.3.6) se analizaron 
de nuevo por PCR en tiempo real (rt-PCR, real-time-PCR), para determinar si la detección se 
correspondía a una infección activa que indicase la multiplicación de Nosema spp., o si se debía 
únicamente a la presencia de esporas inactivas.  
Para ello se seleccionaron genes de copia única. En el caso de N. ceranae se seleccionó el gen 
que codifica la proteína del túbulo polar 3 (PTP3) y para N. apis el gen que codifica la subunidad mayor 
de la proteína ARN polimerasa II (RPB1). Ambos genes fueron seleccionados por estar relacionados 
con fases esporogoniales (Brosson et al., 2006) o de transcripción (Katinka et al., 2001) y con procesos 
de maduración de proteínas (Belkorchia et al., 2017) y, por lo tanto, por estar relacionados con la 
multiplicación activa de los microsporidios. La detección del ARNm de estos genes mediante rt-PCR, 
significa que los microsporidios se están multiplicando y por consiguiente que la infección es productiva 
en las muestras de cría positivas.  
Para el diseño de los cebadores se buscaron zonas conservadas sobre las secuencias disponibles 
en la base de datos GenBank (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/). Se alinearon utilizando el 
programa bioinformático (software) de libre acceso BioEdit® Sequence Alignment Editor (Hall, 1999). 
Los cebadores y las sondas (UPL, Roche) para N. ceranae-PTP3 y N. apis-RPB1 se diseñaron 
utilizando el software de libre acceso Universal ProbeLibrary Assay Design Center 
(https://lifescience.roche.com/en_es/brys/universal-probe-library.html#assay-design-center). La 
especificidad teórica de cada par de cebadores y sonda se verificó in silico con el programa BLAST 
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(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). Además, la especificidad de los cebadores de nuevo diseño se 
probó in vitro mediante análisis cruzados de muestras de ADN de N. apis amplificadas con los cebadores 
de NC-PTP3 y con muestras de ADN de N. ceranae amplificadas con los cebadores de NA-RPB1. Para 
el diseño de las reacciones de rt-PCR se siguieron las directrices de la guía de buenas prácticas MIQE 
(Minimum Information for Publication of Quantitative Real-Time PCR Experiments, Bustin et al., 
2009). 
Además, todas las muestras analizadas por rt-PCR se analizaron también para determinar la 
expresión del gen β-actina de A. mellifera para comprobar la integridad del ARNm y la correcta síntesis 
de ADNc (a modo de IPC).  
Se utilizaron los cebadores y sondas descritos anteriormente por Martín-Hernández et al., 
(2017). Nuevamente, los controles sin muestra (NTC) y sin transcripción inversa (RTC) se analizaron 
en paralelo, dentro de todas las placas y en cada reacción. Las secuencias de los cebadores y las sondas 
utilizados en las reacciones de rt-PCR se muestran en la Tabla 5.5. 
 
Organismo  Cebador ID Secuencia (5’ - 3’) Referencia Amplicón Referencia del GenBank 
N. ceranae NC-PTP3 
F:TGCTGATGTTATGGCTACAGAAG 
R:TACAGATTGCGCTGCTTTAA 
P: GCCAGGAA (UPL #72) 
Este  






N. apis NA-RPB1 
F:CCCGAATGGTTAATTTTGACTG 
R:TCCCTCCATAACAATAGAAGGTCT  
P: CTCCTCCT (UPL #73) 
Este  
estudio 71 bp 
DQ996230.1. Nosema apis 
RNA polymerase II largest 
subunit (RPB1) gene, 
partial cds 





[1] 159 bp 
AB023025.1. Apis 
mellifera mRNA for actin 
 
Tabla 5.5. Cebadores y sondas de la rt-PCR utilizada. NC-PTP3: gen de la proteína del túbulo 
polar 3 de N. ceranae; NA-RPB1: gen de la subunidad mayor de la proteína ARN polimerasa II 
de N. apis. β-actina: [1] Martín-Hernández et al., 2017. Cebadores: F –forward- y R –reverse-; 





Todas las reacciones de rt-PCR se realizaron en un termociclador LightCycler 480 (Roche) 
utilizando LightCycler 480 Probes Master Mix (Roche) en un volumen final de 20 μl, con los cebadores 
a 500 nM y sondas a 10 nM. El programa de rt-PCR consistió en un paso inicial de 10 minutos a 95°C, 
seguido de 45 ciclos de 95°C durante 10 segundos, 6°C durante 30 segundos y 72°C durante 1 segundo 
cada uno, y un paso final de enfriamiento a 40°C durante 30 segundos. Cada ciclo de amplificación se 
analizó con el software LightCycler® 480 v1.5.1 (Roche Diagnostics) determinando el punto de corte 




(Second derivative Maximum) en todas las muestras. Cualquier valor de Cp por encima del nivel umbral 
se interpretó como multiplicación activa de N. ceranae y/o N. apis, mientras que la no amplificación 
(ningún valor de Cp) se consideró como la ausencia de replicación de los microsporidios. 
 
5.4.8. Validación de la multiplicación de Nosema spp. 
Para comprobar que efectivamente la detección por rt-PCR de la expresión de PTP3 y RPB1 se 
correspondía con la multiplicación de los microsporidios, se llevó a cabo una prueba de validación en 
la que se analizó la expresión de los mismos genes en muestras de esporas ambientales de N. ceranae 
(n=6) y N. apis (n=5).  
Las esporas de N. ceranae se obtuvieron a partir del macerado de abejas de colmenas infectadas 
naturalmente, mientras que las esporas de N. apis analizadas se tomaron de muestras antiguas 
almacenadas (stocks) y mantenidos a 4°C en el CIAPA. Todas las muestras de esporas se purificaron 
aplicando la metodología descrita en detalle en la sección 6.4.2 (Capítulo II), con un gradiente de 
Percoll® isotónico al 95%. Las especies de Nosema de cada muestra se confirmaron por triplex-PCR, 
utilizando las placas gelificadas descritas en la sección 5.4.6. Del mismo modo, la homogenización de 
las esporas previa a la extracción del AN totales (ADN y ARN), así como el tratamiento de 25 μl del 
producto de extracción con DNasa y la generación de ADNc se llevó a cabo tal y como se describe en 
la sección 5.4.5.a. Nuevamente se incluyeron los controles de extracción (sin esporas, NTC).  
En este caso, una alícuota de todas las muestras se procesaron sin la enzima de retro-
transcripción inversa, con el fin de verificar que el tratamiento con DNasa funcionó eficientemente, 
eliminando completamente el ADN genómico en las muestras. 
Todas las muestras se analizaron por duplicado y las reacciones de rt-PCR se desarrollaron tal 
como se describe en la sección 5.4.7.  
 
5.4.9. Niveles de parasitación y análisis estadístico 
Las prevalencias de muestras de cría y de abejas adultas de interior y pecoreadoras infectadas 
naturalmente por Nosema spp. fueron analizadas para cada ensayo (Ensayo 1 y Ensayo 2) y punto de 
muestreo (pre- y post-invernada) y para el estudio de dos años de duración. La prevalencia de infección 
media en las abejas adultas (AA) se calculó determinando la media de la prevalencia en INT + PEC en 
cada colmena.  
Además, se comparó la distribución de la prevalencia total de los microsporidios en BB (n=54) 
en cada punto analizado (cuatro niveles: año y estación) empleando pruebas no paramétricas (prueba de 
Kruskal-Wallis), al no cumplirse los supuestos básicos de las pruebas paramétricas (normalidad). 
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Considerando solo la infección por N. ceranae (n=19), las colmenas se dividieron en dos grupos; un 
primer grupo de colmenas en las que se detectó cría infectada y un segundo grupo de colmenas negativas 
a la infección por N. ceranae en la cría. La prevalencia de infección en AA fue comparado entre ambos 
grupos utilizando el estadístico de la prueba de Mann-Whitney.  
Un valor P < 0,05 se consideró significativo. Todos los análisis estadísticos se llevaron a cabo 




Los resultados de todos los controles negativos analizados en este estudio (NTC de extracción, RTC de 
retro-transcripción y controles negativos de PCR y rt-PCR) no produjeron amplificación, indicando la 
ausencia de contaminación en cada paso del proceso. Los controles positivos de N. apis y N. ceranae 
mostraron el tamaño de amplicón esperado. 
 
5.5.1. Prevalencia de Nosema spp. en la cría 
Nosema ceranae se detectó con mayor frecuencia que N. apis en la cría de A. m. iberiensis bajo 
condiciones naturales de campo. Todas las colmenas de estudio fueron positivas a N. ceranae a lo largo 
del estudio y solo 4 colmenas antes de la invernada y 3 colmenas después de la invernada fueron 
positivas a N. apis. 
 
5.5.2. Detección por PCR convencional 
En este estudio de dos años de duración, se analizaron un total de 1.433 muestras de cría, cubriendo 
todas las etapas del desarrollo de las abejas (N=1.433, Tabla 5.6), desde larvas recientemente 
operculadas (L; 2-3 días tpo) hasta abejas adultas pre-emergentes (P6; 12 días tpo). La amplificación 
del IPC indicó una correcta extracción y buena conservación de ADN en 1.418 de las 1.433 muestras de 
cría analizadas y, por lo tanto, solo estas muestras fueron consideradas para posteriores análisis. De las 
1.418 muestras Nosema spp. se detectó por triplex-PCR en 66 muestras (Tablas 5.6 y 5.7), con una 
frecuencia predominante de N. ceranae. El ADN de esta especie se detectó en todas las etapas de 
desarrollo de la cría (n=50; 3,53%. Tabla 5.6) y en ambas temporadas apícolas, pre-invernada y post-
invernada, con la prevalencia más alta en la etapa larval, L (6.41%). Nosema apis se detectó solo en los 




muestras de los estadios L, P1 y P6 (n=10; 0,71%), con la prevalencia más alta en pupas pre-emergentes, 




MUESTRAS DE CRÍA DE ABEJA 
 
 
L P1 P2 P3 P4 P5 P6 Total 
 
N 562 179 233 210 117 59 58 1.418 
Detección 
(PCR+) 



































































































Tabla 5.6. Número de muestras positivas y porcentaje (entre paréntesis) de detección de Nosema 
spp. por PCR convencional y por PCR en tiempo real, según la fase de desarrollo de la cría de 
abeja. Co-detección y co-infección indican la detección simultánea de ADN o ADNc de N. ceranae 







La prevalencia se evaluó antes y después de la invernada (Tabla 5.7). La detección relativa de 
N. ceranae pre-invernada fue muy baja en ambos ensayos. Después de la invernada en el Ensayo 1 no 
se detectaron estadios inmaduros positivos para Nosema spp. y solo dos colmenas sobrevivieron al 
invierno ese año. Sin embargo, la prevalencia más alta de N. ceranae se detectó después de la invernada 
en el Ensayo 2, con un resultado positivo en el 10,45% de la cría analizada. En este punto de muestreo 
también fue el único en el que se detectó N. apis, ya sea solo (1,36%) o junto con N. ceranae (1,82%) 
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   MUESTRAS DE CRÍA DE ABEJA 
    Detección (% PCR+)  Multiplicación (% rt-PCR+) 




Pre-invernada 447 0,45 0,00 0,00 2 
 
0,45 0,00 0,00 2 
Post-invernada 172 0,00 0,00 0,00 0  - - - 0 
2016-2017 H6-H10 
Pre-invernada 359 0,56 0,00 0,56 4 
 
0,84 0,00 0,28 4 
Post-invernada 440 10,45 1,36 1,82 60 
 
2,27 0,00 0,00 10 
2015-2017 H1-H10 Estudio 1.418 3,53 0,42 0,71 66  1,06 0,00 0,07 16 
 
Tabla 5.7. Porcentaje de muestras de cría positivas a Nosema spp. detectadas por PCR 
convencional y por rt-PCR en cada temporada (pre-invernada y post-invernada) y año. NC: 
Nosema ceranae; NA: Nosema apis; NC&NA: co-detección simultánea de ADN o ADNc de N. 





5.5.3. Multiplicación de Nosema spp. en muestras de cría de abeja (rt-PCR) 
El número de muestras de cría positivas y la prevalencia de la infección por Nosema spp. según la edad 
de los estadios inmaduros se muestra en la Tabla 5.6. Todas las muestras de cría analizadas por rt-PCR 
mostraron una correcta amplificación del gen β-actina de A. mellifera, lo que se corresponde a una 
correcta extracción de AN y a una buena integridad del ARNm y posterior transcripción eficiente a 
ADNc. La expresión de los genes N. ceranae-PTP3 y N. apis-RPB1 se analizó en las 66 muestras de 
cría en las que previamente se había detectado Nosema spp. mediante PCR convencional. La 
multiplicación de los microsporidios se confirmó solo en 16 de estas muestras (24%), de las cuales 15 
fueron positivas a la infección por N. ceranae (estadios L, P1, P3, P4, P5 y P6; rango de prevalencia 
0.48%-1,72%; Tabla 5.6), con una prevalencia en cada estadio inmaduro siempre inferior al 2%. Por el 
contrario, la multiplicación activa de N. apis se detectó solo en una larva co-infectada por N. ceranae 
(estadio L, prevalencia 0,18%, Tabla 5.6). De hecho, éste fue el único caso confirmado de 
multiplicación de N. apis en estadios inmaduros durante los dos años de estudio (2015-2017) y solo en 
co-infección con N. ceranae. Todas las muestras mostraron altos valores de Cp (>34 ciclos; Tabla 5.8) 
aunque los controles de extracción RTC y NTC fueron negativos, lo que indica la ausencia de 









Pre-invernada Post- invernada 








N. ceranae - - ☥ N. apis - - 
H2 
N. ceranae - - - - 
N. apis - - - - 
H3 
N. ceranae P3 40,00 ☥ 
N. apis - - 
H4 
N. ceranae P3 37,73 ☥ 
N. apis - - 
H5 
N. ceranae - - - - 
N. apis - - - - 
H6 







N. apis - - - - 
H7 
N. ceranae - - - - 
N. apis - - - - 
H8 




N. apis L5* 37,47 - - 
H9 











N. apis - - - - 
H10 





N. apis - - - - 
 
*  Muestras positivas a N. ceranae and N. apis en análisis previos de PCR convencional ☥  Colmena muerta 
 
Tabla 5.8. Valores de Cp obtenidos del análisis de los genes N. ceranae-PTP3 y N. apis-RPB1 en 










La prevalencia de Nosema spp. en cría de abeja (Tabla 5.7) también se calculó de acuerdo con el 
número total de muestras de cría analizadas en cada temporada (antes y después de la invernada) y 
ensayo (Ensayo 1: 2015-2016 y Ensayo 2: 2016-2017). La tasa de multiplicación más alta (2,27%) se 
observó para N. ceranae tras la invernada del Ensayo 2 (2016-2017), coincidiendo con el nivel más alto 
de detección por PCR convencional (10,45%). La única larva positiva para N. apis en co-infección con 
N. ceranae (Tabla 5.7) fue detectada en el Ensayo 2 y durante la temporada pre-invernada.  
Seis de las diez colmenas resultaron positivas para Nosema spp. en cría de abeja (BB) en algún 
momento del estudio: 4 de las 9 colmenas fueron detectadas infectadas durante la pre-invernada y 3 de 
las 6 colmenas fueron positivas en los muestreos post-invernada (Tabla 5.9). La infección solo fue 
persistente (detectada pre- y post-invernada) en la cría de una sola colmena (H8) en el Ensayo 2. 
El análisis de la prevalencia en BB antes y después de la invernada adoptó una distribución no 
normal. La frecuencia de las muestras que mostraron multiplicación activa de N. apis fue muy baja (1 
única muestra), por lo que no se pudieron realizar análisis estadísticos relativos a este microsporidio. El 
análisis estadístico con la prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis probó diferencias no significativas 
(P = 0,394) en la prevalencia de infección natural de la cría por N. ceranae en los dos ensayos y 































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































5.5.4. Detección de ADN de Nosema spp. en las celdas ocupadas por la cría  
Se estudiaron un total de 164 celdas, lo que se corresponde al 20,32% del total de las muestras de cría 
analizadas en el Ensayo 2. Como también se disponía de los resultados de infección de las crías alojadas 
en dichas celdas, ambos conjuntos de datos se representan juntos en la Figura 5.4. De las 164 muestras 
de celdas analizadas, Nosema spp. solo se detectó en 26 de ellas (15,9%), de las cuales: N. ceranae se 
encontró en 17 celdas (10,4%), N. apis en 4 celdas (2,4%) y ambas especies se detectaron 
simultáneamente en 5 celdas (3,1%). 
Además, de las 12 celdas (7,3%) que resultaron negativas para el ADN de Nosema spp.; 8 celdas 
habían alojado a 8 larvas/pupas en las que N. ceranae fue detectada solo por PCR convencional (4,9%) 
y las otras 4 celdas habían alojado muestras de cría que resultaron positivas tras la rt-PCR (2,4%), lo 
que indica que la multiplicación de estos microsporidios ocurre en la cría a pesar de que las abejas 




Figura 5.4. Porcentaje de celdas de cría positivas para Nosema spp. en relación a la detección de 
Nosema spp. en la cría de abejas. (+) indica un resultado positivo. (-) indica resultado negativo. 
Cría positiva: porcentaje de celdas negativas (Cel-) que estaban ocupadas con cría positiva (BB+) 
detectada por PCR o por rt-PCR. Celda positiva: porcentaje de celdas de cría positivas (Cel+) que 






5.5.5. Prevalencia de Nosema spp. en abejas adultas  
Un total de 5.700 abejas obreras se analizaron individualmente para determinar el número de abejas 
adultas infectadas en cada colmena y en cada punto de muestreo (Tablas 5.9), de las cuales solo 5.650 
muestras (3.348 INT y 2.302 PEC) resultaron positivas para el IPC en los análisis por PCR convencional, 
por lo que únicamente se consideraron estas muestras en análisis posteriores.  
Se comprobó que la distribución de la prevalencia de los microsporidios en las abejas adultas 
era similar en los 4 momentos (año y temporada; test de Kruskal-Wallis one way ANOVA: antes, 
durante y después del muestreo de la cría, P = 0,74, P = 0,53 y P = 0,67, respectivamente), por lo que se 
pueden considerar conjuntamente. La prevalencia media en la infección por N. ceranae en AA del grupo 
de colmenas con cría infectada fue mayor que en el grupo de colmenas con cría no infectado y estos 
resultados se observaron siempre independientemente de la temporada de estudio (pre- o post-
invernada) y del momento de muestreo de las abejas adultas: antes, durante o después del mes en el que 
se tomaron los cuadros de cría (Figura 5.5). Si bien, estas diferencias no fueron estadísticamente 
significativas (test de Mann-Whitney, P = 0,26; durante P = 0,055 y después P = 0,056). 
 
Figura 5.5. Prevalencia de la infección por N. ceranae en abejas adultas comparando colmenas 
agrupadas en las que la cría de abejas fue positiva (BB+ en negro) o negativa (BB- en gris), por 
temporada apícola y antes, durante y después del muestreo de la cría de abeja. Arriba: pre-
invernada. Abajo: post-invernada. Las diferencias no resultaron estadísticamente significativas 
(Mann-Whitney, P > 0,05). #: colmenas BB+ con cría infectada no disponibles. 




5.5.6. Validación de la técnica para detectar la multiplicación activa de Nosema spp. 
La Tabla 5.10 muestra los resultados de los valores de Cp de las muestras de ADN y ADNc obtenidas 
a partir de esporas ambientales de N. apis y N. ceranae y analizadas por rt-PCR. Todas las muestras de 
ADNc fueron negativas, lo que pone de manifiesto que las esporas ambientales de N. apis o N. ceranae 
no tuvieron actividad de los genes RPB1 o PTP3, respectivamente. Además, las mismas muestras que 
habían sido procesadas sin enzima de transcripción inversa (RTC) no mostraron ninguna amplificación, 
demostrando que el tratamiento con DNasa fue eficiente y no quedaron residuos de ADN genómico. Por 
el contrario, el ADN obtenido de las mismas muestras reveló amplificación en ciclos bajos (valores de 
Cp), evidenciando la buena preservación de las esporas (recién purificadas de N. ceranae y stocks del 
CIAPA de N. apis) utilizadas para este ensayo de validación.  
Por otro lado, no se observó ninguna reacción cruzada; los cebadores de NC-PTP3 detectaron 
específicamente muestras de N. ceranae, mientras que los cebadores de NA-RPB1 solo detectaron 













C+  C-  Eficiencia 
PTP3 
NC 1.1  27,24 ±0,01  0  0  36,50 0 99.8% 
NC 1.2  27,11 ±0,09  0  0   0 
NC 1.3  32,02 ±0,40  0  0   0 
NC 1.4  32,18 ±0,03  0  0    0 
NC 3.1  24,89 ±0,11  0  0  24,48 0 
NC 3.3  29,81 ±0,01  0  0    0 
RPB1 
NA 1.2  21,09 ±0,19  0  0  26,68 0 102% 
NA 1.3  22,65 ±0,13  0  0   0 
NA 1.4  21,51 ±0,07  0  0    0 
NA 3.2  27,60 ±0,04  0  0  36,02 0 
NA 3.3  35,19 ±1,43  0  0    0 
 
 
Tabla 5.10. Validación del ensayo de multiplicación de N. ceranae y N. apis por rt-PCR. El ADN 
y el ARN se extrajeron de esporas ambientales de N. ceranae y N. apis. Valores de Cp obtenidos 
para las muestras de ADN, ADNc y para los controles de retro-transcripción (RTC; ARNm sin 
enzima retro-transcriptasa). El valor de 0 indica la no detección de amplificación. Eficiencia del 









Este trabajo confirma que la infección por Nosema spp. ocurre naturalmente en estadios inmaduros de 
abejas melíferas, como se propuso previamente en estudios de laboratorio (Eiri et al., 2015; Benvau y 
Nieh, 2017). Aunque las nosemosis han sido tradicionalmente consideradas enfermedades de abejas 
adultas desde que fueron descritas por primera vez en abejas de la miel  (Zander 1909; Bailey 1955; 
Fries, 1993; Higes et al., 2006; Huang et al., 2007), existían algunas publicaciones que describían la 
infección en estadios inmaduros de abejas. La primera notificación de la infección por microsporidios 
en cría informó de la detección de esporas de N. apis en la hemolinfa de larvas de abeja (Gilliam y 
Shimanuki, 1967). Algunos años más tarde, se describió la infección por “brood nosema” (nosema de 
cría) en estados larvarios tardíos o pupales de un colmenar sudafricano (Buys, 1972, 1977; citado en 
Clark 1979), describiéndose como una especie distinta de N. apis, sin haberse confirmado 
molecularmente. Más de 30 años después, el ADN de N. ceranae fue detectado por PCR en zánganos, 
reinas y obreras inmaduras (Traver y Fell, 2011a; Traver y Fell, 2012; Rodríguez et al., 2014) y el ADN 
de N. apis se detectó así mismo en pupas de abejas obreras (Rodríguez et al., 2014), aunque no se 
proporcionaron datos sobre su prevalencia y no se confirmó su multiplicación. Por lo tanto, hasta donde 
sabemos, éste es el primer estudio que determina la prevalencia de la infección por N. ceranae y N. apis 
en estadios inmaduros de abejas obreras bajo condiciones naturales de campo. 
Como era de esperar, N. ceranae (3,53%) se encontró con mayor frecuencia que N. apis en la 
cría, siendo este último más frecuente en co-infección junto con N. ceranae (0,71%) que en infecciones 
simples (0,42%). Puesto que el análisis de las esporas ambientales no produjo ninguna amplificación, 
esto confirmó su multiplicación en la cría de abejas. La detección del ARNm de los genes N. ceranae-
PTP3 y N. apis-RPB1 es una herramienta útil para confirmar la multiplicación de estos microsporidios 
que infectan a las abejas melíferas. De hecho, la multiplicación de N. ceranae se observó en el 1,06% 
de los estadios inmaduros examinados, mientras que N. apis solo se confirmó en co-infección (0,07%). 
En trabajos anteriores se ha demostrado que el gen PTP3, al igual que otras proteínas específicas de las 
esporas, se sintetiza durante la segunda mitad de la esporogonía durante la infección por 
Encephalitozoon cuniculi (Brosson et al., 2006; Grisdale et al., 2013; Taupin et al., 2006b). Por otro 
lado, el RPB1 está directamente relacionado con la transcripción de genes que codifican proteínas 
(Chymkowitch y Enserink, 2013; Katinka et al., 2001) durante la fase S del ciclo celular y con la 
producción de ARN no codificante (Belkorchia et al., 2017) involucrado en varios procesos celulares 
cruciales del género Microsporidia. Las esporas ambientales son consideradas como estadios latentes 
con muy baja actividad celular, o incluso nula (revisado en Williams et al., 2014), por lo que la detección 
de la expresión de esos genes confirma la multiplicación activa de los microsporidios estudiados. La 
amplificación se observó en ciclos altos de amplificación, indicando un bajo nivel de expresión de los 
mismos o una baja carga parasitaria. 
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Estudios anteriores demostraron que las esporas de N. ceranae pueden desarrollarse 
intracelularmente en las células del intestino medio de abejas en etapa pre-pupal infectadas 
experimentalmente durante su estadio larval (Eiri et al., 2015). Por el contrario, un trabajo similar 
realizado con esporas de N. apis concluyó que este microsporidio solo se desarrolló con éxito en abejas 
adultas (van der Eijnde y Vette, 1993). Sin embargo, nuestros datos confirman que ambos 
microsporidios pueden desarrollar una infección activa en la cría de abeja bajo condiciones naturales de 
campo, aunque con baja prevalencia en el caso de N. ceranae y a niveles extremadamente bajos para N. 
apis. De hecho, la multiplicación de ambos microsporidios fue evidente desde las etapas más jóvenes 
(L), hasta los estadios maduros de cría (P6) estudiados, y no se encontró ninguna relación entre la 
detección o transcripción de los genes de N. ceranae y/o N. apis y la etapa de desarrollo de la abeja 
inmadura. Nosema ceranae completó su ciclo biológico dentro de las células del intestino medio de 
larvas de la misma edad a las ensayadas en el presente trabajo (L: Eiri et al., 2015); el tejido que se 
convertirá en el ventrículo de abejas adultas (Carreck et al., 2013). Este hecho se confirmó para N. apis 
mediante la expresión del gen RPB1, así como para el gen N. ceranae-PTP3. Sin embargo, la 
multiplicación solo se confirmó en el 24% de las muestras en las que se identificaron esporas de Nosema 
spp. mediante PCR convencional, lo que indica que la infección en muchos casos no fue exitosa. Esto 
podría deberse a que la germinación de las esporas ingeridas por la cría no se produjo (Bailey, 1955), o 
a que el ciclo biológico de las especies de Nosema spp. se interrumpiera en algún punto, lo que podría 
dar lugar a una latencia de la infección o a una inactividad de las esporas (Benvau y Nieh, 2017).  
En cuanto a las consecuencias de la infección en estadios inmaduros, dos investigaciones 
recientes (Eiri et al., 2015; Benvau y Nieh, 2017) demostraron que las infecciones durante los estadios 
larval y pupal son perjudiciales para la viabilidad de la colmena. Entre las consecuencias observadas se 
encuentran una menor longevidad de las abejas adultas (Eiri et al., 2015), una alteración en la morfología 
del aguijón y un aumento de los títulos de vitelogenina que podrían afectar al polietismo normal y 
perturbar el equilibrio de la colmena (Goblirsch et al., 2013; Lecocq et al., 2016; Benvau y Nieh, 2017).  
La infección de los estadios de cría de insectos por microsporidios no es rara, ya que se ha 
confirmado para otras especies. La infección de larvas de Bombus terrestris por Nosema bombi se ha 
observado repetidamente  (van de Eijnde y Vette, 1993; Schmid-Hempel y Loosli, 1998) mientras que 
la infección de las larvas de Loxostege sticticalis (Lepidoptera: Crambidae) por Nosema furnacalis y 
Nosema granulosis ha sido descrita recientemente por primera vez (Malysh et al., 2018). De hecho, los 
estadios inmaduros pueden ser los únicos estadios susceptibles a la infección en algunas especies de 
insectos, como B. terrestris y L. sticticalis (van de Eijnde y Vette, 1993; Malysh et al., 2018), aunque 
una vez adquiridos, la infección por N. bombi (van de Eijnde y Vette, 1993) y N. ceranae (Malysh et 
al., 2018) también se pudo desarrollar durante los estadios adultos. Aunque no se ha confirmado su 
multiplicación activa, el ADN de N. apis y N. ceranae también se aisló recientemente de las larvas de 




recogidas en colmenares de Turquía (Ozgor et al., 2017); de confirmarse su multiplicación estas especies 
podrían jugar un papel importante como reservorios y vectores de las enfermedades de la nosemosis. 
Una vez que se estableció la frecuencia de infección de la cría, se estudiaron las celdas de cera 
ocupadas por algunas de las crías analizadas para evaluar su papel como un posible medio de 
transmisión. La presencia de ADN de Nosema spp. se detectó a niveles bajos (15,9%), confirmando que 
las celdas estaban contaminadas, principalmente por N. ceranae. Sin embargo, ninguna de las celdas 
contaminadas había sido ocupada por una cría infectada, mientras que algunas celdas (7,3%) en las que 
no se detectó el ADN de Nosema spp. habían hospedado crías infectadas solo por N. ceranae y solo en 
unas de esas pocas crías (2,7%) se confirmó la infección activa. Así, es de suponer que la contaminación 
del ambiente más próximo donde se desarrolla la cría no fue la vía principal de transmisión, incluso 
cuando la prevalencia de abejas adultas infectadas fue bastante alta, lo que refleja una contaminación 
más intensa de la colmena. Las esporas de N. ceranae pueden seguir siendo viables en las celdas de cera 
(MacInnis, 2017) y también han sido detectadas por PCR en la jalea real (Cox-Foster et al. 2007; Traver 
y Fell, 2012); la cera podría ser el principal medio de transmisión de esporas a los estadios inmaduros 
después de su trasmisión a través del alimento (Traver y Fell, 2012; Goblirsch, 2017), ya que parece 
más razonable la exposición de las esporas a través de la jalea real (alimento de las larvas durante los 3 
primeros días y a su vez componente del pan de abeja, que es el alimento principal de larvas y pupas), 
que la liberación de esporas desde la cera sólida, tal y como lo sugieren los resultados representados en 
la Figura 5.4. 
La transmisión horizontal de microsporidios es posible que se esté produciendo a través de 
diferentes vías que incluyen la transmisión fecal-oral y oral-oral y la ingestión de alimento y agua 
contaminados (Diddier et al., 2004b). La ingestión de esporas a través del alimentos ya ha sido 
confirmada en las abejas melíferas, a través de la ingestión de polen y/o del agua contaminados (Fries, 
1993; Higes et al., 2008b), del intercambio de alimento entre las abejas (trofalaxia) o cuando realizan 
tareas de limpieza (Bailey 1955; Fries, 1993; Higes et al., 2009b; Smith 2012;). De hecho, el intercambio 
de alimento por parte de las abejas nodrizas fue, probablemente, la principal vía de infección en este 
estudio, ya que estas jóvenes abejas adultas desempeñan un papel crucial en la alimentación de las larvas 
y pupas (Crailsheim, 1990). Se han sugerido otras rutas, como la transmisión vertical de esporas desde 
la reina infectada a sus huevos (Traver y Fell, 2011a) y no se puede descartar esta posibilidad ya que no 
se recogieron datos sobre la infección de la reina, pero en este caso serían esperables mayores 
prevalencias de infección en la cría.  
Finalmente, la prevalencia de la infección por Nosema spp. en abejas adultas fue evaluada para 
determinar si su mayor frecuencia se correspondía con una mayor probabilidad de infección de la cría y 
viceversa. Este efecto podría haberse esperado, ya que las abejas inmaduras infectadas pueden sobrevivir 
hasta la edad adulta, su infección persiste después de la metamorfosis y cuando se convierten en 
Infección natural de Nosema spp. en cría de abeja 
81 
 
individuos adultos (Eiri et al., 2015; Benvau y Nieh, 2017), por lo que una mayor prevalencia de cría 
infectada también podría aumentar la frecuencia de la infección de abejas adultas un mes más tarde, tras 
su maduración. Sin embargo, aunque los resultados representados en la Figura 5.5 muestran el mayor 
nivel de infección de abejas adultas en el grupo de colmenas en las que la cría fue también positiva a la 
infección, esta relación no pudo establecerse estadísticamente. En consecuencia, se deben desarrollar 
más estudios que incluyan un mayor número de colmenas para demostrar este patrón aparente. Además, 
cabe destacar que la propagación del patógeno desde las abejas infectadas recién nacidas a sus 
compañeras de colmena sanas puede ser muy variable, dependiendo de si se involucran en interacciones 
intensas o si quedan socialmente aisladas, que a su vez depende del nivel y frecuencia de infección de 
todos los miembros de la colmena y por tanto del estado de salud de la misma (Biganski et al., 2017), 
que atendiendo a la epidemiología de las nosemosis varía en las diferentes épocas del año (Higes et al., 
2010b). 
Según los resultados presentados en este capítulo, N. ceranae y N. apis no son solo 
entomoparásitos de individuos adultos de abejas melíferas, sino que pueden multiplicarse activamente 
en los estadios inmaduros de la cría de abeja; desde larvas recién operculadas hasta pupas maduras pre-
emergentes, bajo condiciones naturales. Sin embargo, en condiciones de campo existe poco riesgo de 
infección de la cría de abejas obreras, incluso cuando el nivel de infección en las abejas adultas sea 
relativamente alto, lo que sugiere algún tipo de estrategia para la prevención de su infección y de la 
multiplicación de las esporas en el corazón de la colmena, tal y como se ha sugerido para la prevención 
de la infección natural de la abeja reina (Chaimanee et al., 2014). Las consecuencias de la infección 
natural de la cría son de interés veterinario y será necesario determinar la evolución temporal de dicha 
infección, así como el efecto que pueda tener en la epidemiología de la enfermedad y en la evolución de 
las colmenas. Asimismo, los resultados presentados son de interés para el desarrollo de medidas de 
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La mayoría de los estudios de patogenicidad de N. ceranae se realizan en laboratorio con abejas de edad 
controlada, generalmente de 0 a 7 días después de la emergencia (p.e.). Sin embargo, se disponen de 
datos escasos acerca del efecto de la edad de la abeja sobre el desarrollo de la infección. Igualmente, el 
método de inoculación de esporas varía en los diferentes trabajos y no hay ensayos que evalúen la 
influencia del método en la infección. 
Para aclarar estos aspectos, se inocularon grupos de abejas a las edades de 0 a 15 días p.e. de 
forma individual (Grupo A) y de forma colectiva (Grupo B), con esporas purificadas frescas de N. 
ceranae con el fin de evaluar el efecto de la edad de las abejas y el método de administración de las 
esporas (inoculación) en el curso y desarrollo de la enfermedad a los 7 días después de la inoculación.  
El nivel de infección de las abejas de diferentes edades se analizó individualmente por qPCR 
usando una concentración conocida estándar (gBlock®) del gen N. ceranae-PTP3 para su cuantificación. 
Los resultados mostraron que la edad de las abejas y el método de administración de las esporas 
influyeron significativamente en los niveles de infección y por tanto en el desarrollo temprano de la 
parasitación.  
Las abejas más jóvenes (abejas recién nacidas y abejas de 1 día p.e.) mostraron el mayor nivel 
medio de carga parasitaria, que disminuyó drásticamente en abejas infectadas a la edad de 2 días p.e. 
Los niveles más bajos se detectaron en abejas infectadas a edades más avanzadas, de 10 a 16 días p.e., 
con una tendencia indirecta al aumentar la edad de las abejas. Las infección en las abejas del Grupo A 
fue más prevalente y los niveles de infección fueron mayores que en las abejas del Grupo B.  
Se discuten factores dependientes del hospedador y del parásito como posibles determinantes 







Most pathogenicity studies of N. ceranae are conducted in laboratory with age-controlled bees, usually 
0-7 days post-emergence (p.e.). However, little data are available about the effect of the bee's age on the 
development of the infection. Similarly, the method of spore inoculation varies across different works 
and there are no assays evaluating the influence of the method on infection. 
To clarify these aspects, groups of bees aged 0 to 15 days p.e. were inoculated individually 
(Group A) and collectively (Group B) with fresh purified spores of N. ceranae to evaluate the effect of 
the bee’s age and the method of spores administration (inoculation) on the course and development of 
the disease, at 7 days post-inoculation.  
The level of infection in bees of different ages was analyzed individually by qPCR using a 
known standard concentration (gBlock®) of the N. ceranae-PTP3 gene for quantification. The results 
showed that the age of the bees and the method of spore’s administration significantly influence the 
levels of infection and therefore the early development of the parasitization.  
The youngest bees (new-born bees and 1 day p.e.) showed the highest mean level of parasitic 
load, which decreased radically in infected bees at the age of 2 days p.e. The lowest levels were detected 
in infected bees at older ages, from 10 to 16 days p.e., with a downward trend with increasing age. The 
infection in the Group A was more prevalent and the infection levels were higher than in the Group B. 
Host and parasite-dependent factors are discussed as possible determinants of the different 
susceptibility of bees to infection. 
 
  




Muchos factores influyen en el curso y desarrollo de la infección por N. ceranae en las abejas melíferas; 
las diferencias genéticas entre las subespecies de abeja (Bourgeois et al., 2012; Fontbonne et al., 2013; 
Huang et al., 2015), las prácticas apícolas (Malone y Gatehouse, 1998; Giersch et al., 2009; van der Zee 
et al., 2012) y algunos factores climatológicos y medioambientales (Martín-Hernández et al., 2007, 
2009; Fenoy et al., 2009; Tapaszti et al., 2009) explican una relación hospedador-patógeno 
aparentemente desigual en diferentes partes del mundo (Klee et al., 2007; Fries, 2010).  
Sin embargo, el uso de metodologías de investigación muy diversas son fuente de resultados 
controvertidos (Forsgren y Fries, 2010; Porrini et al., 2011; Higes et al., 2013; Milbrath et al., 2013; 
Jack et al., 2016a). En este sentido, tanto la edad de las abejas en el momento de la infección, como el 
método experimental de infección de las abejas varían considerablemente de unos trabajos a otros y 
pueden dar lugar a infecciones desiguales (Lecqoc et al., 2016; Biganski et al., 2017; Brodschneider et 
al. 2017), que resulten en conclusiones aparentemente contradictorias. 
El objetivo de este trabajo fue evaluar, en condiciones experimentales, el efecto de estos dos 




La edad a la que las abejas adultas se exponen a la infección por N. ceranae influye en el desarrollo 
posterior de la parasitación. El método de infección colectiva a través del alimento administrado ad 
libitum favorece infecciones desiguales entre abejas enjauladas juntas. 
 
 
6.4. MATERIAL Y MÉTODOS 
6.4.1. Origen de las abejas y condiciones de cría 
Se obtuvieron cuadros de cría operculada de 5 colmenas sanas de A. mellifera iberiensis libres de 
Nosema spp emplazadas en el colmenar experimental situado en la localidad de Valdeavero (véase 
apartado 4.3). La ausencia de infección de todas las colmenas por especies de Nosema se analizó en 
treinta abejas adultas recién nacidas de las mismas colmenas, que se maceraron en grupo (Cepero et al., 





En el laboratorio, los cuadros de cría se mantuvieron durante 15 días consecutivos en una 
incubadora a 34°C (±1°C) para proporcionar un suministro diario de abejas obreras. Todas las abejas 
recién emergidas fueron retiradas de los cuadros de cría diariamente e introducidas cuidadosamente en 
jaulas de malla de acero (Martín Hernández et al., 2011), en grupos de 20 abejas por jaula, que se 
mantuvieron en otra incubadora (33ºC ± 1ºC) hasta el día de la infección experimental. La edad de las 
abejas (días post-emergencia: p.e.) se registró diariamente de tal forma que todas las abejas de una 
misma jaula tuvieran la misma edad (cohorte de edad). De esta manera, para este ensayo se dispuso de 
jaulas de cohortes de abejas de 0 a 15 días p.e.  
Durante el tiempo que estuvieron en el laboratorio, las abejas se alimentaron ad libitum con una 
solución fresca de sacarosa (50% p/v en agua destilada; dH2O) combinada con 2% Promotor L® (Calier 
Lab.), preparado diariamente. La miel y el polen no se utilizaron para alimentar a las abejas con el fin 
de evitar una posible contaminación (Higes et al., 2008c) con esporas infecciosas de Nosema spp. 
(Martín-Hernández et al., 2011) y debido a la difícil homogenización del alimento cuando se utilizan 
estos sustratos. Las abejas muertas se retiraron de todas las jaulas diariamente. 
 
6.4.2. Esporas de N. ceranae 
Las esporas de N. ceranae se aislaron de alrededor de 200 abejas (A. m. iberiensis) altamente parasitadas. 
Estas abejas se recolectaron dos días antes de su uso, de 3 colmenas infectadas de forma natural y 
ubicadas en un apiario experimental del CIAPA, siguiendo los procedimientos detallados por Higes et 
al. (2008b). Brevemente, las abejas se maceraron en grupo (30-40 abejas) en el interior de una bolsa con 
filtro (Seward, BA6040) en dH2O (calidad de PCR) durante 120 segundos a baja velocidad (Stomacher 
80-Microbiomaster®) y, posteriormente, se centrifugaron durante 6 minutos a 800 g. El sedimento se 
purificó siguiendo un procedimiento de separación por gradiente (Taupin et al., 2006a) con Percoll® 
isotónico al 95% (en dH2O) en una proporción de 1:9 (esporas:percoll) mediante su centrifugación a 
11.000 g durante 40 minutos. Posteriormente, este se lavó tres veces por centrifugación a 800 g durante 
6 minutos, el sobrenadante se decantó entre lavados y el sedimento se resuspendió en 1ml ddH2O estéril 
(Higes et al., 2008b). Las especies de las esporas purificadas de Nosema se confirmaron por PCR 
(Martín-Hernández; et al., 2012) utilizando las placas de Biotools® descritas en el Capítulo I (Urbieta-
Magro et al., 2019). Todas las esporas obtenidas se unificaron en un único vial y la concentración de la 
solución final se calculó por conteo según el método de Cantwell (1970) en un hemocitómetro 
Neubauer®, con un microscopio óptico en contraste de fase (x40 y Ph2). La concentración final de 
esporas se estableció en 57.000 esporas µl-1. 
Para disponer de una mayor homogeneidad de la solución de esporas administrada (inóculo de 
esporas) que se utilizaría dos días después, la solución se dividió inmediatamente en alícuotas en varios 
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microtubos de 50 µl por jaula y los viales se almacenaron a temperatura ambiente y en oscuridad hasta 
su uso. 
 
6.4.3. Experimentos de infección: Grupo A y Grupo B 
Se realizaron dos ensayos en paralelo. En el primer ensayo las abejas se infectaron individualmente 
(Grupo A) y en el segundo las abejas se infectaron de forma colectiva (Grupo B). 
Se dispuso de 4 jaulas por cohorte de edad (n=80, 20 abejas por jaula), desde los días 0-15 post-
emergencia. De cada grupo de edad 3 jaulas se destinaron para el ensayo de infección individual (Grupo 
A) y la cuarta jaula se utilizó para el ensayo de infección colectiva (Grupo B). Adicionalmente se dispuso 
de jaulas de diferentes edades de abejas (n=300 abejas) que se utilizaron como grupo testigo (T) a lo 
largo del estudio. 
Ambos ensayos se diseñaron de tal modo que las infecciones (administración de esporas o 
inoculación) se realizaron tan solo en dos días diferentes y permitiendo que los grupos de abejas de 
diferentes edades y grupos de infección se inocularan el mismo día, de forma que se eliminaron sesgos 
por alícuotas o tiempo de conservación de las esporas. Las abejas del grupo testigo fueron las ultimas 
en manipularse tras la inoculación de los grupos de estudio en ambos momentos de infección.  
 
a) Grupo A: infección individual de abejas 
Antes de la inoculación, se retiró el alimentador de las jaulas durante 2 horas y, posteriormente, las 
abejas se anestesiaron con CO2 durante 90 segundos, con el fin de facilitar su manipulación durante las 
infecciones experimentales, como ya se ha explicado en el apartado 4.4 (Figura 4.2.E). 
Cada abeja del Grupo A (3 jaulas de 20 abejas por cada cohorte de edad) se sujetó 
individualmente por las alas (Figura 6.1) y cuando comenzó a despertarse de la anestesia se le 
administraron 2 µl de la solución de esporas (114.000 esporas por abeja) usando una punta de pipeta de 
10 µl (Malone et al., 1995). La solución de esporas se agitó cada tres abejas para asegurar una suspensión 





Figura 6.1. Inoculación individual de abejas del Grupo A. Las abejas en ayunas (2h) y anestesiadas 
(CO2) se sujetaron delicadamente por las alas y al despertar, una gota de agua (2 µl) conteniendo 
114.000 esporas de N. ceranae se aproximó a la boca de los insectos con una punta de micropipeta. 
Las abejas reaccionaron rápidamente al estímulo ingiriendo el inóculo de esporas y en su defecto 
fueron descartadas. Las abejas testigo se alimentaron individualmente con 2 µl de agua sin esporas. 
Fuente: original. 
 
En este ensayo se inocularon abejas de edades de 0 a 15 días post-emergencia (excepto del día 
3 por falta de disponibilidad -nacimiento de abejas suficientes-). Se incluyó un grupo testigo de las 
abejas de 0, 1, 4, 5, 8, 11, 13 y 14 días p.e. (1 jaula de 20 abejas por edad), que se alimentaron con 2 µl 
del agua sin esporas. Este grupo de abejas testigo solo se utilizó para asegurar la falta de infección de 
origen y cruzada.  
Las abejas que no ingirieron toda la gota fueron descartadas. Se utilizó una barrera de cartón 
para separar físicamente a las jaulas de las diferentes cohortes evitando el contacto entre las abejas de 
diferente edad en una misma incubadora (Memmert® Mod. IPP500, ±0,1°C). Los grupos de abejas 
infectadas y no infectadas se mantuvieron en estufas separadas bajo las mismas condiciones (oscuridad, 
33 ± 1ºC y 80% de H.R.). Los grupos de edad y el número de abejas utilizadas en el estudio se indican 
en la Tabla 6.1.  
 
 DISEÑO EXPERIMENTAL 
Cohorte T 0 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 
Grupo A 160 90 60 60 - 60 60 60 60 60 60 60 60 60 60 60 60 - 
Grupo B 120 - 20 20 20 - - 20 20 20 20 20 20 - 20 20 20 20 
Tabla 6.1. Número de abejas totales en cada cohorte y grupo de infección. Grupo A: abejas 
infectadas individualmente (n= 20 abejas x 3 jaulas). Grupo B: abejas infectadas colectivamente 
(n= 20 abejas x 1 jaula). T: testigo. -: grupo de abejas no disponible. Las abejas que murieron se 
sacaron del estudio. 
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b) Grupo B: infección colectiva de grupos de abejas 
De forma paralela a la prueba anterior, una jaula de cada grupo de edad, de 0 a 15 días p.e., se utilizó 
para inocular a las abejas empleando el método colectivo (Grupo B). Para ello, se preparó una solución 
de jarabe que contenía esporas purificadas (del mismo inóculo purificado que en el ensayo anterior) para 
alcanzar una dosis equivalente de 114.000 esporas/abeja, en un volumen total de 400 µl de jarabe fresco 
por cada jaula de 20 abejas, asumiendo que cada abeja consume 20 µl de alimento por día y que todas 
consumen lo mismo, lo que equivale a una concentración de 5.700 esporas µl-1. El día de la inoculación 
(administración de esporas), los alimentadores de todas las jaulas del Grupo B se sustituyeron por 
alimentadores conteniendo la solución de sacarosa con esporas que se mantuvo durante 24 horas.  
Tras 24h, se verificó que todo el alimento administrado había sido completamente consumido, 
de manera que la edad mínima de las abejas en el momento de infección fue considerada como 1 día 
p.e., por lo tanto no se dispuso de una cohorte de 0 días en el Grupo B (Tabla 6.1). El alimento se renovó 
diariamente con jarabe sin esporas (solución de sacarosa) preparado en el momento y se administró ad 
libitum. Además se incluyeron abejas control de la ausencia de infección de 1, 7, 8, 10, 11 y 14 días p.e. 
(1 jaula de 20 abejas por edad), que recibieron 400 µl de solución fresca de jarabe sin esporas. En este 
ensayo no se dispuso de abejas de las edades 4, 5 y 12 días p.e.  
Las jaulas de abejas infectadas se mantuvieron en una incubadora diferente a las del Grupo A y 
de nuevo fueron separadas físicamente para evitar infecciones cruzadas entre cohortes diferentes. Las 
jaulas de abejas no infectadas se mantuvieron en una incubadora diferente, junto a las jaulas de abejas 
no infectadas del Grupo A. 
 
6.4.4. Detección molecular de la infección por N. ceranae (extracción de ADN y análisis qPCR) 
El día 7 después de la inoculación, las abejas vivas restantes fueron registradas y congeladas a -20ºC. 
Siempre que estaban disponibles, se tomaron 10 abejas de cada jaula del Grupo A (30 abejas por cohorte) 
y del Grupo B (10 abejas por cohorte). Los abdómenes se separaron cuidadosamente y se introdujeron 
individualmente en un pocillo de una placa de 96 pocillos conteniendo cuatro bolas de vidrio de 2 mm 
(Sigma) y 180 µl de H2OmiliQ estéril para su homogeneización por agitación a 30 Hz durante 6 
minutos (TyssueLyser II, Qiagen). El ADN se extrajo del macerado resultante empleando la 
metodología anteriormente descrita en el apartado 5.4.5.c (Tris-HCl + Proteinasa K). 
Como control negativo de extracción se utilizó un pocillo sin muestra (NTC) entre los 
abdómenes de las abejas de diferentes edades. Nosema ceranae se determinó mediante PCR cuantitativa 
en tiempo real (qPCR por sus siglas en inglés, quantitative-PCR) para detectar el ADN del gen que 
codifica para la proteína 3 del túbulo polar (PTP3; Urbieta-Magro et al., 2019). Todas las reacciones 




metodología  descrita en el apartado 5.4.7 (Tabla 5.5). Todos los análisis se hicieron por duplicado 
incluyendo dos réplicas analíticas de cada muestra en la misma serie cinética de qPCR (variación intra-
ensayo). En cada muestra de qPCR el valor de Cp se calculó a partir de la curva estándar utilizando 
Máximo de la 2ª derivada.  
La carga parasitaria se cuantificó en todas las muestras respecto a un oligonucleótido sintético 
específico (gBlocks, IDT DNA Technologies) del fragmento del gen de N. ceranae-PTP3, que se 
diseñó utilizando la herramienta bioinformática de ordenamiento de Fragmentos Genéticos gBlock 
(gBlock Gene Fragment ordering tool). Se seleccionaron zonas no variables del gen en base a los datos 
de secuencias disponibles en Genbank y la base de datos del propio equipo de investigación (Gómez-
Moracho, 2015). La curva estándar para la cuantificación se preparó siguiendo el protocolo del 
fabricante a una concentración inicial de 10 ng/μl (en TE), seguido de diluciones decimales seriadas 
hasta 1 x10-14 ng/µl. La secuencia del Fragmento Genético PTP3 gBlock se muestra en la Tabla 6.2.  
 
Método Organismo PTP3 gBlock® Gene Fragment Referencia 










Tabla 6.2. PTP3 Block® Gene Fragment. Fragmento del genoma de N. ceranae de 281 nucleótidos 
incluyendo las secuencias de las región de los cebadores NC-PTP3 subrayadas en rojo y la 
secuencia de la sonda UPL#72 en azul. Posición del fragmento en 500-780 nt del gen 
gi|557790804|gb|KC520145.1| Nosema ceranae isolate 526 clone 11 polar tube protein 3 (PTP3) 
gene, partial cds sequence, del GenBank. Una única secuencia de hasta 276 coincidentes y 
disponibles en el GenBank tiene un solo desajuste (missmatch) en la posición prima reverse (0,3% 
no coincidente). 
 
Para detectar posibles contaminaciones en cada reacción de qPCR se analizaron en paralelo, 
dentro de la misma placa de reacción, los controles de extracción (NTC) y un control negativo. Además, 
en cada reacción se incluyó un control positivo con DNA de N. ceranae extraído de una muestra 
ambiental, con el fin de detectar posibles fallos de amplificación. 
 
6.4.5. Análisis estadístico: nivel de infección de N. ceranae en relación con la edad de la abeja y el 
método de infección 
El nivel medio de infección de N. ceranae se calculó en todas las cohortes de abejas disponibles y para 
cada grupo de ensayo (Tabla 6.1), a partir del valor medio de la concentración del gen N. ceranae-PTP3 
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a los 7 días después de la inoculación (d.p.i.). Cada cohorte de edad ensayada incluyó 30 abdómenes de 
abejas analizados individualmente y 10 abdómenes de abejas analizados de la misma manera, para los 
grupos: Grupo A y Grupo B, respectivamente. 
Para evaluar el posible efecto de la edad y del método de infección, en el nivel de infección de 
cada cohorte de abejas ensayado, se utilizaron modelos lineales generalizados (GLMz de acuerdo con 
sus siglas en inglés). Los GLMz permiten modelizar variables que no cumplen los requisitos para el uso 
de modelos lineales estándar (i.e. normalidad y homocedasticidad), permitiendo la modelización de 
variables que siguen distribuciones diferentes a la Normal (Binomial, Poisson, Gamma, etc). Estos 
modelos también permiten combinar de forma flexible variables de distinta naturaleza (discretas, 
continuas). En este estudio, se consideró que la distribución que mejor se ajustaba a la variable respuesta 
- concentraciones medias de ADN de N. ceranae - fue la distribución Gamma.  
A continuación, se compararon los niveles de infección de dos formas utilizando la prueba de 
Mann-Whitney (no paramétrica): a) entre las diferentes cohortes de edad dentro del mismo ensayo 
(Grupo A o Grupo B); y b) entre ambos ensayos comparando los datos agrupados de todas las cohortes 
según el método de infección (n=423 y n=108 para el Grupo A y B, respectivamente).  
Finalmente, en el Grupo A (3 jaulas por cohorte de edad) también se evaluó el posible efecto 
del factor “jaula” en las relaciones estudiadas. Para ello se utilizó un caso particular de GLM (Modelos 
Lineales Generalizados Mixtos o GLMMs por sus siglas en inglés), que permiten la inclusión de factores 
aleatorios (jaula, en este caso) en el modelo. 
Los valores de P < 0,05 se consideraron significativos. Todos los análisis estadísticos se llevaron 
a cabo utilizando el programa IBM SPSS Statistics V24 en la unidad de estadística del Área de Cálculo 




Todas las abejas utilizadas en el estudio fueron negativas a la infección por Nosema spp. al nacer, al 
igual que todos los controles negativos (NTCs y de PCR), indicando que no hubo contaminación cruzada 
durante las reacciones de qPCR. Asimismo, todas las abejas testigo sin infectar fueron negativas, por lo 
que no hubo contaminación entre las jaulas.  
El número de abejas analizadas de forma individual por cada grupo de infección (Grupo A y 
Grupo B) y por cada grupo de edad de las abejas (cohorte), así como el porcentaje de abejas infectadas 





  Porcentaje de abejas infectadas (7 d.p.i.) 
Cohorte  T 0 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 
                   
 
Grupo A n 46 30 29 24 - 30 30 30 30 21 30 30 30 30 30 30 19* - 
 % 0 100 97 100 - 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 - 
 
                   
Grupo B n 17 - 10 9 10 - - 10 10 9 10 9 8 - 5 8 10 10 
 % 0 - 100 90 100 - - 100 100 90 100 90 80 - 50 80 10 100 
Tabla 6.3. Número de abejas y porcentaje de abejas infectadas por N. ceranae a los 7 días post-
inoculación (d.p.i.). Grupo A: abejas infectadas individualmente con esporas de N. ceranae (n≈ 30 
abejas/ cohorte de edad); (*): n< 30 abejas debido a una alta mortalidad acumulada de las abejas a 
los 7 d.p.i. Grupo B: abejas infectadas colectivamente con la misma fuente de esporas (n≈ 10 
abejas/ cohorte de edad). T: testigo. 
 
La inoculación tuvo mayor éxito en el grupo infectado individualmente (n=424; 99,76%) que 
en el grupo infectado de manera colectiva (n=130; 90%). De hecho, tan solo en una abeja del Grupo A 
no se detectó la infección (día 1 p.e.). En el Grupo B la infección fue muy variable, con los menores 
niveles detectados en abejas infectadas a los 13 días p.e. y sobre todo a los 15 días p.e., cuando tras 7 
días de la inoculación solo una abeja estaba infectada. Si bien, todas las abejas inoculadas a la edad de 
16 días post-emergencia se infectaron. 
La sensibilidad de la qPCR fue de 1 x10-11 ng/µl de ADN de N. ceranae-PTP3. No se incluyeron 
en el análisis estadístico posterior los grupos control (T), las abejas que murieron, las muestras de abejas 
infectadas que no presentaron valores de Cp, ni la jaula del Grupo B que contenía abejas de 15 días p.e. 
que no habían consumido la totalidad de la solución azucarada con esporas en las 24 horas establecidas 
para la infección colectiva. 
 
6.5.1. Nivel de infección en abejas de edades diferentes (Grupo A) 
La Figura 6.2 muestra los niveles medios de infección de las abejas del Grupo A. Como se puede ver 
en ella, la edad de las abejas en el momento de la infección influyó significativamente en el nivel de 
infección desarrollado a los 7 d.p.i. (test GLM, estadístico Wald Chi-Square, variable fija: método, co-
variable: edad; P < 0,001). 




Figura 6.2. Concentración media de ADN del gen N. ceranae-PTP3 (µg/µl) a los 7 días tras la 
inoculación individual de las abejas del Grupo A. Las letras indican significancia estadística 
(prueba de Mann-Whitney de una cola, P< 0,05); sd: sin datos; *: casos extremos; º: casos muy 
poco probables. 
 
Las abejas infectadas a edades de 0 a 24 horas p.e. registraron la mayor cantidad ADN del gen 
N. ceranae-PTP3. Las abejas infectadas a las 48 horas p.e. mostraron una disminución estadísticamente 
significativa (test de Mann-Whitney, P ≤ 0.05) en los niveles de infección detectados, llevando a una 
reducción de la carga parasitaria ≈20 veces menor respecto a las más jóvenes. Los niveles en las abejas 
infectadas a los 4 días p.e. registraron un nuevo aumento, aunque no fue estadísticamente significativo 
con respecto a la carga parasitaria de las abejas de 2 días p.e. y los niveles se mantuvieron por debajo 
en el resto de edades. La carga parasitaria se mantuvo en las cohortes de entre 4 y 9 días p.e. y los niveles 
más bajos se detectaron en abejas infectadas a edades más avanzadas, de 10 a 15 días p.e., con una 
tendencia indirecta al aumentar la edad de las abejas, llegando hasta un orden de magnitud inferior a las 
abejas inmediatamente más jóvenes. La distribución de la concentración media µg/µl del patógeno fue 
estadísticamente diferente entre las abejas de 0 y 1 día p.e., respecto al resto de cohortes estudiadas.  
La desviación estándar media observada en las cohortes estudiadas fue relativamente alta, 
debido a la gran variación entre los niveles de parasitación de cada abeja individual dentro de una misma 
cohorte. El efecto del replicado (jaula) no se demostró significativo en la respuesta, por lo que la media 
de la concentración del ADN-N. ceranae no se modificó cuando se agruparon los 30 valores registrados 




6.5.2. Nivel de infección en relación con la edad y el método de infección (Grupo A vs Grupos B) 
La Figura 6.3 muestra la concentración media de ADN del gen N. ceranae-PTP3 registrada en todas 
las cohortes inoculadas de forma colectiva y confirma la tendencia observada en el grupo anterior 
(Figura 6.2). 
En este caso, en términos descriptivos puede decirse que la evolución de la infección fue muy 
similar al caso anterior; las abejas más jóvenes (1 día p.e.) tenían una mayor cantidad de ADN de N. 
ceranae que fue muy inferior en las abejas un día más de edad y a partir de entonces. Las abejas 
infectadas a las 2 día p.e. mostraron de media un desarrollo de la infección por el microsporidio ≈8 veces 
menor que las abejas de 1 día p.e. La parasitación media detectada en las abejas infectadas a los 3 días 
p.e. describió un nuevo aumento, quedando por debajo de la registrada en las abejas de 1 día p.e. y este 
nivel se mantuvo en las cohortes infectadas hasta los 10 días p.e. Los niveles medios más bajos fueron 
detectados en las abejas infectadas más maduras, de 11 a 16 días p.e., que nuevamente presentaron 
valores de un orden de magnitud inferior con respecto a las inmediatamente más jóvenes, confirmando 
la tendencia de infección al mostrar una cantidad de ADN de N. ceranae menor según se infectaban con 
más edad. En este grupo, la distribución de la concentración media no fue estadísticamente diferente 
entre las abejas inoculadas a distintas edades debido a la gran variabilidad entre las muestras analizadas. 
 
Figura 6.3. Concentración media de ADN del gen N. ceranae-PTP3 (µg/µl) a los 7 días tras la 
infección colectiva de las abejas del Grupo B. sd: sin datos; *: casos extremos; º: casos muy poco 
probables. 
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Los niveles de infección en el Grupo A (Figura 6.2) fueron en general superiores a los del 
Grupo B (Figura 6.3) en todas las abejas de la misma edad estudiadas. Cuando se compararon los 
valores agrupados por método de infección (Grupo A vs Grupo B), se observó una concentración media 
del microsporidio significativamente mayor (test GLM, estadístico Wald Chi-Square, variable fija: 
método, co-variable: edad; P = 0,004) en las abejas infectadas individualmente que en las infectadas 
colectivamente. A los 7 d.p.i., la mayor cantidad de ADN de N. ceranae de todo el estudio se observó 




El objetivo de este estudio fue evaluar el desarrollo de la infección a través de la cuantificación de la 
carga de N. ceranae, en función de la edad de las abejas en el momento de la inoculación de esporas y 
del método empleado para la misma, sin analizar el efecto de la infección sobre la viabilidad de las 
abejas. Ambos factores: la edad de la abeja y el método de inoculación mostraron una influencia 
significativa en el curso y desarrollo de la infección por N. ceranae a los 7 d.p.i. 
En este estudio, se administró una dosis de esporas que esperablemente garantizara la infección 
del 100% de las abejas (Forsgren y Fries, 2010; Suwannapong et al., 2011; Fries et al., 2013; Eiri et al., 
2015; Huang et al., 2015; McGowan et al., 2016). Se usaron esporas procedentes de diferentes colmenas 
infectadas de forma natural para favorecer la heterogeneidad natural de la población regional de N. 
ceranae (Natsopoulou et al., 2014; Doublet et al., 2015a; Sagastume et al., 2016). El diseño del trabajo 
incluía valorar los niveles de infección a los 7 d.p.i. para evitar una alta proliferación de esporas que 
pudiera igualarse entre todos los grupos en un experimento más largo (Fries, 1988) y para valorar la 
infección en un momento concreto, antes de que un gran número de abejas se mueran por la infección 
(Higes et al., 2007; Pettis et al., 2012), evitando el confinamiento prolongado que aumenta los niveles 
de Nosema spp. (OIE, 2018) y la mortalidad de las abejas (Maistrello et al., 2008; Dickel et al., 2018).  
Los resultados de este estudio demuestran que el éxito de la infección y/o la capacidad de N. 
ceranae para multiplicarse dependen significativamente de la edad de las abejas en el momento de la 
infección y del método de administración de las esporas, en las condiciones controladas de laboratorio. 
Las abejas adultas jóvenes de 0-1 día p.e. fueron especialmente susceptibles al desarrollo de la infección 
y la carga parasitaria a los 7 d.p.i. fue significativamente más altas en dichas edades.  
Es de destacar la baja carga parasitaria por N. ceranae detectada en abejas infectadas a los 2 días 
post-emergencia. Además, esta tendencia se observó en ambos grupos de estudio (abejas infectadas 
individual y colectivamente). Las diferencias en el nivel de infección de los grupos de abejas de edades 




misma mezcla de esporas de N. ceranae y todas procedieron de los mismos cuadros de cría mantenidos 
en el laboratorio durante 15 días. 
De forma muy similar a los resultados observados en el presente trabajo, las reinas infectadas 
colectivamente a la edad de 1 día p.e. fueron más susceptibles a la infección por N. ceranae y presentaron 
niveles de infección significativamente más altos que las reinas infectadas a edades mayores, de 6 y 12 
días p.e. (Chaimanee et al., 2014). Por el contrario, en otro estudio las abejas obreras infectadas a los 5 
días p.e. fueron las más susceptibles a los microsporidios y desarrollaron mayores niveles de infección 
que las abejas recién nacidas y las de 14 días p.e. (Huang et al., 2015). No obstante, en este último 
trabajo debido a una mortalidad inusualmente alta de las abejas infectadas de 0-24 horas p.e., un gran 
número de jaulas de esta cohorte fueron excluidas del análisis de susceptibilidad (Huang et al., 2015).  
Los niveles de infección podrían estar relacionados con el establecimiento de la microbiota en 
el intestino de las abejas y con su competencia con el parásito por los recursos del hospedador, así como 
por los eventos fisiológicos inherentes al desarrollo de la abeja y por otros mediados por la acción 
patógena del propio microsporidio y la respuesta inmune del hospedador que varía con la edad. 
De hecho es conocido que la microbiota de las abejas sufre modificaciones naturales 
particularmente importantes en la composición y sucesión de las comunidades intestinales durante los 
primeros 6 días de desarrollo adulto de las abejas (Powell et al., 2014; Engel et al., 2015; Anderson et 
al., 2016). Estas modificaciones podrían perturbar o promover el ciclo biológico de los microsporidios 
(Maes et al., 2016) e incluso la intensidad de la infección (Rubanov et al., 2019). De hecho, la promoción 
de enfermedades en abejas melíferas, y por tanto la salud de la colonia, se ha propuesto que está asociada 
a cambios en la composición y abundancia de la microbiota intestinal de las abejas individuales (Maes 
et al., 2016; Ptaszyńska et al., 2016; Anderson y Ricigliano, 2017; Li et al., 2017ª; Regan et al., 2018). 
Nuestros resultados mostraron las mayores diferencias en los niveles de infección entre las 
cohortes más jóvenes de 0 y 1 días después de la emergencia. Recientemente, se ha descubierto que las 
abejas recién nacidas comienzan la adquisición de su microbiota intestinal en cuestión de horas, 
quedando completamente colonizado al sexto día p.e. (Powell et al., 2014; Engel et al., 2015). El proceso 
de sucesión de la colonización bacteriana de los 3 a los 8 días post-emergencia sugiere resiliencia a 
cambios ambientales y nutricionales (Anderson et al., 2016), aunque la abundancia relativa de algunos 
miembros de dicha comunidad microbiana está asociada al ambiente en el que se desarrollan (Jones et 
al., 2018a) y la sucesión de las comunidades está fuertemente asociada a la casta y edad de las abejas 
(Anderson et al., 2018).  
Por otra parte, atendiendo a la estricta dependencia de la energía del hospedador para el 
desarrollo de los microsporidios (Burri et al., 2006; Cornman et al., 2009), la mayor disponibilidad de 
aminoácidos esenciales en abejas jóvenes (Crailsheim y Leonhard, 1997), podría favorecer la 
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multiplicación del parásito en las abejas más jóvenes (Weidner et al., 1999; Burri et al., 2006; Cornman 
et al., 2009).  
La inmunosenescencia en insectos más maduros (Hillyer, 2016) puede resultar en un aumento 
de la intensidad de la infección por N. ceranae en abejas melíferas más viejas (Roberts y Hughes, 2014). 
Es comúnmente aceptado que las abejas pecoreadoras (más mayores) son las que presentan la mayor 
frecuencia e intensidad de la infección en la colmena (Higes et al., 2008a; Meana et al., 2010; Smart y 
Sheppard, 2012; Li et al., 2017b). Este hecho se explica al acelerarse al comportamiento de la pecorea 
en abejas infectadas por N. ceranae (Higes et al., 2008b; Goblirsch et al., 2013; Holt et al., 2013; Lecocq 
et al., 2016; Fleites-Ayil et al., 2018). Además, dada la alta susceptibilidad de las abejas obreras más 
jóvenes en este estudio, es posible que exista algún tipo de estrategia en el súper-organismo para reducir 
la contaminación por Nosema spp. en el núcleo de la colmena donde se desarrollan las mismas, tal y 
como ha sido propuesto anteriormente para prevenir la infección de reinas jóvenes (Chaimanee et al., 
2014), abejas obreras jóvenes (Woyciechowski y Moroń, 2009) y de los estadios inmaduros, capaces de 
desarrollar una infección (Eiri et al., 2015; BenVau et al., 2017) que, sin embargo, tiene un bajo riesgo 
de ocurrir incluso cuando la prevalencia de la infección en las abejas adultas es relativamente alta (ver 
capítulo anterior).  
Además de los factores biológicos asociados a las diferentes etapas de vida de las abejas, la 
propia infección por N. ceranae también puede afectar a varios aspectos de la fisiología (metabolismo 
y respuesta inmunitaria), la morfología y el comportamiento de las abejas melíferas (Aliferis et al., 2012; 
Dussaubat et al., 2012; Goblirsch et al., 2013; Holt et al., 2013; Benvau and Nieh, 2017; Martín-
Hernández et al., 2017) y, de alguna manera, influir en la viabilidad e intensidad de la infección. Algunas 
evidencias sugieren que la manipulación parasitaria de la homeostasis intestinal y la inhibición de la 
renovación del epitelio intestinal (Martín-Hernández et al., 2017; Panek et al., 2018) se correlacionan 
con un aumento en la susceptibilidad de las abejas a N. ceranae debido a una disminución de la 
capacidad para reparar el daño intestinal (Panek et al., 2018). Las células epiteliales del ventrículo en 
abejas jóvenes a la edad de 1 a 2 días post-emergencia todavía experimentan un desarrollo 
morfogenético (Pipan y Rakovec, 1980), que se ha relacionado con la capacidad para acumular células 
apoptóticas infectadas en el intestino medio y el recto en las abejas más jóvenes infectadas 
experimentalmente (Kurze et al., 2015). 
Por otra parte, tanto la prevalencia de la infección como los niveles medios de infección fueron 
significativamente mayores en las abejas infectadas individualmente (Grupo A) que las infectadas 
colectivamente (Grupo B), lo que puede explicar resultados contradictorios en la bibliografía. En este 
sentido, se han descrito diferencias importantes en la ingesta de alimento entre abejas enjauladas juntas 
dentro de las primeras 48 horas, de manera que una abeja pudo ingerir hasta 8,8 veces más que la abeja 




conducir a una exposición diferencial de las abejas a las esporas de N. ceranae durante las infecciones 
colectivas. De hecho, varios trabajos han descrito que, a los 12-15 días tras la administración colectiva 
de esporas a través del alimento, solo se infectan intensamente entre un 23,3% (Pettis et al. 2013) y un 
78% (Lecocq et al. 2016) de las abejas enjauladas.  
La trofalaxia favorece la trasmisión de esporas de unas abejas a otras. Un estudio mostró que 
solo se encontraron tres abejas infectadas de cinco muestras analizadas en las jaulas de inoculación a los 
5 d.p.i., mientras que todas las abejas muestreadas a los 10 y 15 d.p.i. fueron positivas a la infección 
(Badaoui et al., 2017). No obstante, las abejas infectadas pueden estar menos dispuestas a compartir 
alimento con sus compañeras de jaula (Naug y Gibbs, 2009) o, por el contrario, mostrar un 
comportamiento significativamente mayor de trofalaxia (Lecocq et al., 2016). A su vez, el número de 
abejas infectadas en una jaula y la carga parasitaria de las mismas son factores que influyen el 
intercambio de alimento entre abejas infectadas y no infectadas (Biganski et al., 2017). El uso de 10 
abejas melíferas recién nacidas y estrechamente emparentadas parece dar lugar a una distribución más 
uniforme del alimento en experimentos de laboratorio (Brodschneider et al., 2017); sin embargo, esta 
alimentación preferencial no se observó si el grupo estaba formado por obreras de más de tres 
subfamilias (Moritz y Heisler, 1992), por lo que no parece influir en el comportamiento de la trofalaxia 
durante la alimentación colectiva de nuestro estudio.  
Los niveles de infección de N. ceranae en ambos grupos de infección (Grupo A y Grupo B) 
mostraron una tendencia muy similar, con valores significativamente altos en abejas de 0-48 horas post-
emergencia y menores al aumentar la edad de las abejas. Por lo tanto, considerando todas las variables 
anteriormente descritas que podrían modular la frecuencia e intensidad de la infección y el intercambio 
de alimento contaminado entre las abejas enjauladas, consideramos que la edad de una abeja en el 
momento de infección influye en el nivel de infección y en el desarrollo de la nosemosis, tal y como ha 
sido sugerido en infecciones por N. apis (Rueppell et al., 2007; Woyciechowski y Moroń, 2009). 
Además, los fallos de las infecciones colectivas (abejas no infectadas) fueron más elevados que los 
individuales, especialmente en las abejas jóvenes y podrían llevar a interpretaciones inadecuadas de los 
resultados, por lo que ambas variables deben ser consideradas en los estudios de laboratorio y 
especialmente cuando se comparan los resultados.  
De manera similar, además de los experimentos en jaulas, se deben desarrollar más pruebas de 
campo con colmenas, ya que se han encontrado diferencias en la morfología, fisiología, comportamiento 
y expresión génica de las abejas melíferas (obreras y reinas) criadas in vitro en comparación con las 
naturalmente infectadas por microsporidios (Blacquière et al., 2012; Ptaszyńska et al., 2016; De Smet 
et al., 2017; Jones et al., 2018a; De Souza et al., 2018). 
Los resultados aquí presentados demuestran que la edad de las abejas y el método de infección 
son factores determinantes en el desarrollo de la nosemosis, por lo que es importante tenerlos en cuenta 
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para el diseño experimental de estudios de infecciones en laboratorio. Futuras líneas de investigación 
podrán ir encaminadas al estudio de las diferencias fisiológicas de las abejas de edades diferentes que 
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Las abejas melíferas están en constante exposición a una amplia variedad de factores estresantes, como 
son parásitos y plaguicidas. Aunque nuestra comprensión del papel de los patógenos en la pérdida de 
colmenas de abejas melíferas ha mejorado, todavía no se conoce con exactitud cómo dichos agentes 
nosógenos afectan al sistema inmunológico de la abeja. Dada su alta prevalencia en nuestro país, en este 
trabajo se ha evaluado la respuesta inmune de abejas expuestas a N. ceranae a través del estudio de la 
expresión de algunos genes del ciclo celular y la apoptosis en tejidos infectados de las abejas. 
Abejas adultas de 5 días de edad se inocularon individualmente con 40.000 esporas frescas del 
microporidio y se incluyó un Grupo Testigo sin infectar. Se tomaron 5 abejas por grupo a los 5, 9 y 15 
días después de la inoculación para analizar el nivel de expresión de genes relacionados con las 
interacciones parásito-huésped que están destinadas a asegurar la supervivencia del parásito dentro de 
la célula, en detrimento de la homeostasis celular de A. mellifera. El consumo de alimento y la 
mortalidad de las abejas se registraron diariamente por abeja y grupo ensayado. 
La mortalidad fue mayor en el grupo infectado con el microsporidio y el consumo de alimento 
fue similar en el Grupo N. ceranae y Testigo. Se observó una modulación en la expresión de genes que 
participan en el ciclo celular y la apoptosis de los tejidos infectados, que mostraron un patrón variable a 
lo largo del tiempo transcurrido desde la infección. 
Nuestros resultados confirman que N. ceranae disminuye la longevidad de las abejas infectadas 
aunque sin favorecer una mayor ingesta de alimento. Los mecanismos de modulación de la homeostasis 







Honey bees are constantly exposed to a wide variety of stressors, such as parasites and pesticides. 
Although our understanding of the role of pathogens in the losses of honeybee hives has improved, it is 
not yet known exactly how they affect the bee's immune system. In this work, the immune response of 
bees exposed to N. ceranae and the expression of bee cell cycle genes in infected tissues have been 
evaluated, given the high prevalence of this pathogen in our country. 
Adult 5-days-old bees were individually infected with 40,000 fresh spores of the 
microsporidium and an uninfected control group was included. Five bees per group were taken at 5, 9 
and 15 days after inoculation, to analyze the level of gene expression related to parasite-host interactions 
that are intended to ensure the parasite's survival within the cell against the cell ‘cycle and the 
homeostasis of A. mellifera. Feed consumption and bee mortality were recorded daily per bee and 
assayed group. 
Mortality was higher in the microsporidium-infected group and feed consumption was similar 
in the infected and control group. Modulation was observed in the expression of genes involved in the 
cell cycle and apoptosis of the infected tissues, which showed a variable pattern throughout the time 
since infection. 
Our results confirm that N. ceranae decreases the longevity of infected bees without favoring 








Diferentes trabajos demuestran que la infección experimental con esporas de N. ceranae acorta la vida 
de las abejas nodrizas enjauladas (p.ej.: Williams et al., 2008b; Mayack y Naug, 2009; Martín-
Hernández et al., 2011; Goblirsch et al., 2013; Roberts y Hughes, 2015; Basualdo et al., 2014; Huang 
et al., 2015), sin embargo es un efecto que no siempre se ha observado (Milbrath et al., 2013; Retschnig 
et al., 2014; Garrido et al., 2016). 
Igualmente se ha observado un estrés energético en abejas infectadas, valorado como el mayor 
consumo de alimento en ensayos de laboratorio y relacionado directamente con la dependencia del 
microsporidio por la energía del hospedador (Mayack y Naug, 2009; Alaux et al., 2010; Martín-
Hernández et al., 2011; Vidau et al., 2011). Este efecto de N. ceranae sobre el metabolismo de abejas 
infectadas se ha confirmado a nivel genético (Szumowski y Troemel, 2015), si bien, algunos trabajos 
han obtenido resultados contradictorios con este hecho (Aufauvre et al., 2012, 2014). 
Recientemente, se ha demostrado que N. ceranae puede secretar enzimas (hexoquinasas) que 
tienen la capacidad de fosforilar la glucosa de las células infectadas (Dolgikh et al., 2019). Este hecho 
apoya otros anteriores en los que se sugiere que la infección por N. ceranae actúa directamente sobre el 
metabolismo celular del hospedador (Martín-Hernández et al., 2017; Panek et al., 2018), lo que puede 
disminuir la capacidad para reparar el daño epitelial del ventrículo. 
El objetivo de este trabajo fue evaluar la mortalidad de abejas infectadas con dosis moderadas 
de N. ceranae, establecer si existe estrés energético a estos niveles de infección y estudiar la modulación 




La infección con dosis bajas de N. ceranae causa en las abejas efectos similares a los observados con 
dosis elevadas, produciendo en ellas un estrés energético, modulando la respuesta tisular durante la 
infección y afectando a su supervivencia. 
 
 
7.4. MATERIAL Y MÉTODOS 
7.4.1. Infección por N. ceranae 
Se obtuvieron un total de 6 cuadros de cría operculada de 3 colmenas de A. m. iberiensis libres de 




incubadora de cría a 34°C (±1°C). La ausencia de infección se confirmó en cada colmena empleando 
≈30 abejas pecoreadoras (ver apartado 6.4.1) mediante triplex-PCR (apartados 5.4.5a y 5.4.6). 
Las abejas obreras de 0-24 horas de edad se introdujeron en jaulas de malla de acero (20 abejas 
por jaula), que se pasaron a una incubadora diferente (oscuridad, 33 ± 1ºC y 80% de H.R.) y se 
alimentaron diariamente ad libitum con un jarabe de sacarosa + 2% de Promotor L, tal y como se detalla 
en el apartado 4.4.2. Para este estudio se emplearon un total de 240 abejas distribuidas en 12 jaulas.  
A los 5 días post-emergencia, las abejas de 6 jaulas (n=120 abejas adultas) fueron infectadas 
individualmente mediante la administraron de un inóculo de infección con 40.000 esporas frescas de N. 
ceranae, previamente purificadas como se detalla en el apartado 6.4.2. Las abejas del Grupo Testigo (6 
jaulas con 20 abejas cada una, n=120) fueron alimentadas individualmente con 2 µl de agua esterilizada 
sin esporas de N. ceranae, siguiendo el mismo procedimiento previamente detallado (apartado 6.4.3.a). 
En cada grupo, 3 jaulas se emplearon para evaluar la mortalidad y el consumo de alimento de las abejas 
y las 3 restantes se utilizaron para el estudio de la expresión de genes del metabolismo celular y la 
apoptosis de A. mellifera.  
Las jaulas con abejas a las que se les administró N. ceranae (Grupo N. ceranae) se mantuvieron 
en una incubadora  diferente a la utilizada para mantener las del Grupo Testigo (Memmert® Mod. IPP500 
en ambos casos), con el fin de evitar la contaminación cruzada. Todas se mantuvieron bajo las mismas 
condiciones experimentales (oscuridad, 33ºC  ± 1ºC y 80% de H.R.).  
 
7.4.2. Mortalidad y estrés energético a lo largo del estudio 
Diariamente se anotaron el número de abejas muertas y se retiraron de las jaulas. La demanda nutricional 
(estrés energético) de las abejas infectadas y no infectadas se determinó calculando la cantidad de 
alimento consumido diariamente, tal y como ha sido descrito anteriormente (Mayack y Naug, 2009; 
Martín-Hernández et al., 2011). El consumo de alimento diario por jaula se cuantificó por diferencia de 
pesada en una balanza de precisión (Sartorius CP225D; sensibilidad: 0,01 mg) y el consumo diario por 
abeja se calculó asumiendo un consumo homogéneo por todas las abejas de una misma jaula en 24 horas.  
 
7.4.3. Modulación de la expresión génica durante la infección temprana 
El nivel de expresión de algunos genes relacionados con inmunidad y homeóstasis a lo largo del tiempo, 
se determinó en 5 abejas por grupo de infección a los 5, 9 y 15 después de la inoculación (d.p.i.). Para 
ello, las abejas se anestesiaron con CO2 y se introdujeron individualmente en un tubo (1,5 ml) 
conteniendo un volumen suficiente de RNA later® (Sigma-Aldrich, No. R0901) que las cubriese 
completamente. Para facilitar la penetración del RNA later® en los tejidos internos de las abejas, se 
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realizaron ligeros cortes en el abdomen de las mismas antes de ser introducidas en los tubos. Las abejas 
se congelaron inmediatamente (-80ºC) hasta la posterior extracción de ARN. 
 
7.4.4. Extracción de ARN y síntesis de ADNc 
Las abejas muestreadas los días 5, 9 y 15 d.p.i. se atemperaron sin permitir la completa descongelación 
y se trasladaron a un nuevo tubo en hielo, que contenía 1 ml de reactivo de lisis QIAzol (Qiagen®; No. 
79306) con 5 bolas de vidrio de 2 mm (Sigma®). Cada abeja completa se maceró individualmente en 
una estación de agitación MagNA Lyser (Roche®) a 25 Hz durante 5 minutos y se centrifugó 1 minuto a 
6.000 g. Los macerados de las 5 abejas por grupo y punto de muestreo se juntaron en un tubo FalconTM 
de 15 ml y se procesaron de forma conjunta desde este paso en adelante (i.e. una muestra por punto de 
muestreo y grupo). Cada tubo se incubó durante 5 minutos a temperatura ambiente (15-25ºC) y, 
posteriormente, se agregó 1 ml de cloroformo (Sigma-Aldrich, No. 67663), se agitaron vigorosamente 
a mano durante 15 segundos y se incubaron a temperatura ambiente durante otros 5 minutos. Las 
muestras se centrifugaron a 6.000g durante 15 minutos a 4°C.  
Se recogieron 3 ml de la fase acuosa que se transfirieron a un nuevo tubo (15 ml), al que se 
añadió un volumen de etanol al 70% en una proporción 1:1. La solución se mezcló cuidadosamente y se 
transfirió a una columna de extracción de RNeasy Midi Kit, Qiagen®. El ARN total de las muestras se 
aisló de acuerdo a las instrucciones del fabricante, incluyendo una fase de digestión de ADN con DNasa 
I free-RNase (Qiagen®, No. 79254) con el fin de eliminar los residuos de ADN genómico. La elución 
del producto final de extracción se realizó en RNase-Free H2O, en un volumen final de 150 µl. 
Inmediatamente después, 5 µl del ARN eluído se utilizaron para generar el ADN 
complementario de primera cadena (ADNc) con el paquete comercial iScriptTM cDNA Synthesis Kit 
(Bio-Rad, No. 1708891), tal y como se detalla en el apartado 5.4.5.a. El ADNc sintetizado se diluyó 1:3 
en RNase-Free H2O y se almacenó a -20°C hasta su análisis. Tanto la pureza como la cantidad del ARN 
y de ADNc de cada muestra se evaluaron utilizando un espectrofotómetro NanoDrop 2000 (Thermo 
Fisher Scientific, Inc.).  
 
7.4.5. Multiplicación de Nosema spp. 
Todas las muestras se analizaron para detectar la presencia/ausencia de N. ceranae y comprobar la 
multiplicación activa del microsporidio. Para ello se seleccionó un gen de copia única (Gómez-Moracho 
et al., 2013) que codifica para la subunidad mayor de la proteína ARN polimerasa II (RPB1). Este gen 
se seleccionó por estar relacionado con la multiplicación activa de los microsporidios (Katinka et al., 




Los cebadores se diseñaron con Primer Blast (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/tools/primer-
blast/index.cgi?LINK_LOC=BlastHome) usando como referencia la secuencias Nosema ceranae 
BRL01 hypothetical protein (XP_002995402). Los pares de cebadores NC-RPB1-F (5′- 
CATAAAAATGCACGTTCAGTGG -3′) y NC- RPB1-R (5′- CATGGAGAATGGGTTCCCTA -3′) se 
seleccionaron para la amplificación específica de N. ceranae-RPB1. El diseño de la sonda (UPL 131; 
Roche), así como la verificación de la especificidad in silico e in vitro del par de cebadores y la sonda 
se comprobaron siguiendo la misma metodología descrita en el apartado 5.4.7, y tal y como se indica en 
la guía de buenas prácticas MIQE (Bustin et al., 2009).  
Todas las reacciones de qPCR se realizaron en placas de 384 pocillos en un sistema de PCR en 
tiempo real LightCycler 480 (Roche) supervisado por la versión del software LightCycler® 480 v1.5.1 
(Roche Diagnostics). Todas las muestras de ADNc se analizaron por duplicado. También se incluyeron 
controles negativos de extracción de ARN y síntesis de ADNc (NTC), de la transcripción inversa (RTC) 
y de qPCR, como se ha explicado en el apartado 5.4.7. 
 
7.4.6. Expresión de genes de A. mellifera (qPCR) 
Se analizó la expresión de los 6 genes que se muestran en la Tabla 7.1. Las reacciones de qPCR, se 
realizaron utilizando LightCycler 480 Probes Master Mix (Roche) en un volumen final de 10 μl, de 
acuerdo con las instrucciones del fabricante: cebadores a 500 nM, sondas a 10 nM (Roche) y 3,75 μl de 
la muestra (diluida 1:3). El programa consistió en un paso inicial de 10 minutos a 95°C, seguido de 45 
ciclos de: 95°C durante 10 segundos, 60°C durante 30 segundos y 72°C durante 1 segundo cada uno, y 
un paso final de enfriamiento a 40°C durante 30 segundos. La fluorescencia se midió en cada ciclo tras 
el paso de elongamiento. En cada ciclo de amplificación se determinó el valor del ciclo máximo de cada 
curva (Cp), a través del algoritmo estadístico de Máximo de la 2ª derivada. Los valores de Cp se 
normalizaron restando el valor de Cp del gen de referencia de cada muestra de ADNc correspondiente.  
En cada reacción se incluyó una curva estándar para cada par de cebadores analizados, incluido 





































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































7.4.7. Análisis estadístico 
Todos los análisis estadísticos se realizaron utilizando el software IBM SPSS Statistics V24 (servicio 
prestado por la unidad de estadística del Área de Cálculo Científico SGAI-CSIC, Madrid). En todos los 
casos, P< 0,05 se consideró significativo. 
 
a) Mortalidad de las abejas  
La muerte acumulada de las abejas en el Grupo N. ceranae y Testigo se estandarizó en ambos casos a 
50 abejas iniciales. El efecto de la infección por N. ceranae en la tasa de supervivencia de las abejas 
melíferas (1- tasa de mortalidad) se analizó utilizando el método de Kaplan-Meier como estimador no 
paramétrico de la función de supervivencia. Se realizó una prueba Log-Rank (Mantel-Cox) para evaluar 
la homogeneidad entre los grupos infectado y testigo y la pendiente de la función de supervivencia. 
Finalmente, se comparó la proporción de mortalidad a tiempo final entre los dos grupos mediante un 
Test de proporciones de 2 muestras. 
 
b) Estrés energético del hospedador 
En cada grupo, infectado y testigo, se calculó la media de consumo de alimento (mg) por abeja y día. 
Para determinar las diferencias estadísticas en el consumo de alimento (estrés energético) entre ambos 
grupos. Se consideró el consumo acumulado por abeja a lo largo del tiempo y se determinó a tiempo 
final con un intervalo de confianza del 95%. 
 
c) Expresión de genes del ciclo celular y la apoptosis de A. mellifera 
La cuantificación de la expresión de todos los genes en los 3 puntos del estudio (5, 9 y 15 días después 
de la inoculación) se normalizó respecto a la expresión de un gen de referencia (HK, por sus siglas en 
inglés HouseKeeping) en todas las muestras estudiadas. Este se incluyó en cada placa de reacción. 
La expresión relativa de cada gen de A. mellifera (Tabla 7.1) se calculó utilizando el programa 
de Expresión Relativa: REST 2009 - versión 2.0.13 (http://www.gene-quantification.de/download.html, 
Qiagen), que utiliza la prueba de aleatorización de reasignación fija por pares (Pfaffl, 2001 y Pfaffl et al 
2002). 
Cada grupo de abejas infectadas por N. ceranae se comparó con el correspondiente Grupo Testigo 
en cada punto de muestreo (5, 9 y 15 días post-infección). Se tuvo en cuenta la eficacia de cada reacción 
de qPCR que se calculó a partir de la curva estándar, tal y como ha sido descrito anteriormente (Pfaffl, 
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2001). El nivel de importancia para determinar de la regulación ascendente (activación o sobre-
expresión) o descendente (supresión o sub-expresión) de cada gen también se determinó utilizando el 




Todas las abejas del Grupo Testigo fueron negativas a la infección por N. ceranae a lo largo del estudio, 
demostrando que no hubo contaminación cruzada entre las distintas jaulas. Todas las muestras del 
conjunto de 5 abejas inoculadas individualmente con 40.000 esporas de N. ceranae fueron positivas a 
la infección en todos los puntos del muestreo.  
 
7.5.1. Mortalidad de las abejas y estrés energético 
La tasa de mortalidad de las abejas de los 2 grupos de estudio según el modelo de Kaplan Meier y la 
ponderación a 50 abejas/grupo se muestra en la Figura 7.1. El experimento se dio por finalizado el día 
18 después de la inoculación de esporas, momento en el que todas las abejas del Grupo N. ceranae 
murieron (día 24 después de la emergencia). 
La evolución de la tasa de mortalidad (porcentaje de mortalidad acumulada) del grupo de abejas 
sin infectar, Grupo Testigo, no alcanzó la mediana teórica del ensayo. Por el contrario, el grupo de abejas 
infectadas por N. ceranae alcanzó dicha mediana en torno al día 12 post-infección, momento en el que 
el 50% de las abejas infectadas había muerto. Por ello, la evolución en el modelo de supervivencia fue 
estadísticamente significativo (test de Log Rank - Mantel-Cox-, Chi-cuadrado, P < 0.001), lo que indica 
que la infección por el microsporidio aumentó significativamente la mortalidad de las abejas obreras 
enjauladas. La diferencia en la proporción final de muerte de las abejas en el Grupo Testigo fue del 28% 













Figura 7.1. Efecto de la alimentación con esporas de N. ceranae en la tasa de mortalidad (% de 




7.5.2. Estrés energético 
La media del consumo de alimento ingerido diariamente por las abejas del Grupo Testigo (22,66 mg ± 
8,43 mg) y del Grupo N. ceranae (21.19 mg ± 7.6 mg) no mostró diferencias significativas (Figura 7.2). 
El mayor consumo medio (mg alimento/abeja) se observó en las abejas del Grupo N. ceranae durante 
las primeras 24 horas después de la inoculación con esporas del microsporidio (DO).  
En la Figura 7.3 se representan los valores medios del consumo de alimento acumulado por 
abeja en los grupos infectado y testigo a lo largo del estudio. El consumo medio acumulado de las abejas 
testigo fue mayor que el de las infectadas por N. ceranae pero las diferencias diarias no fueron 
estadísticamente significativas (T-test, P = 0,569). 
 




Figura 7.2. Consumo medio diario por abeja. Cantidad de alimento consumido (mg) por abeja y 
día a lo largo del estudio. Se asume que la ingesta de alimento es homogénea entre todas las abejas 




Figura 7.3. Demanda nutricional de las abejas. Cantidad media de alimento consumido (mg) por 
abeja, desde el momento de la inoculación hasta el final del estudio. Se asume que la ingesta de 
alimento es homogénea entre todas las abejas enjauladas juntas. Cada punto corresponde a los 




































7.5.3. Evaluación expresión de genes del ciclo celular y la apoptosis 
Para determinar la presencia/ausencia de infección de las abejas por N. ceranae y/o N. apis se consideró 
como valor positivo cualquier valor de Cp por encima del nivel umbral (Cp ≤ 40), mientras que la no 
amplificación (ningún valor de Cp) se valoró como la ausencia de infección.  
Respecto al gen de referencia, un número considerable de muestras no mostraron amplificación 
del gen Actin (gen de A. mellifera) en el conjunto de datos, por lo que este fue descartado para análisis 
posteriores. Por ello, para evaluar la expresión de los genes de estudio los valores de Cp de las muestras 
estudiadas se normalizaron restando el valor de Cp del gen de referencia que codifica para el factor de 
elongamiento 1 (EF1; Martín-Hernández et al., 2017), de cada muestra de ADNc correspondiente.  
Los niveles de variación en la modulación de los genes del ciclo celular (RING y E-cyclin) y la 
apoptosis (Buffy y BIRC5), en las abejas infectadas por N. ceranae respecto a las no infectadas, y en 
cada punto de muestreo (5, 9 y 15 d.p.i.), se muestran en la Figura 7.4. 
La modulación de todos los genes de A. mellifera estudiados varió a lo largo del tiempo. Los 
mayores niveles de expresión diferencial (Figura 7.4) en los grupos infectados por N. ceranae respecto 
a los testigos se observaron a los 5 d.p.i. En este momento el gen RING y E-cyclin se expresaron >2 
veces significativamente por encima en el Grupo N. ceranae. A los 9 y 15 d.p.i la expresión de estos 
genes fue prácticamente igual en el Grupo N. ceranae y no infectado, si bien esta leve diferencia fue 
significativa a los 9 d.p.i. 
Respecto a Buffy, se observó a los 5 y 15 d.p.i. el mismo nivel de sobre-expresión que fue 
estadísticamente significativa (>1,5 veces). Esta tendencia no se pudo observar a los 9 d.p.i. dada la 
ausencia de datos en el Grupo N. ceranae, que no mostró ningún valor de amplificación (Cp) en dicho 
momento. 
Por último, la expresión de BIRC a los 5 y 9 d.p.i. fue similar y solo ligeramente superior en el 
Grupo N. ceranae (de forma significativa a los 5 d.p.i. y no significativa a los 9 d.p.i.) y sin ninguna 














Figura 7.4. Modulación de genes en abejas infectadas por N. ceranae a lo largo del tiempo. Nivel 
de sobre-expresión (>1) o sub-expresión (<1) de los genes RING, E-cyclin; BIRC5 y Buffy 
corregidos con la eficiencia de cada reacción y normalizados con la expresión del gen EF1 en cada 
punto del muestreo (n= 5 abejas analizadas conjuntamente por grupo y punto de muestreo). *: 








Los resultados de este estudio demuestran que la infección por N. ceranae disminuye significativamente 
el tiempo de supervivencia de las abejas infectadas a partir del día 12 después de la infección. La mayor 
parte de los trabajos experimentales desarrollados con abejas adultas son consistentes con este resultado 
(Williams et al., 2008b; Mayack y Naug, 2009; Alaux et al., 2010; Martín-Hernández et al., 2011; 
Dussaubat et al., 2012; Schwarz y Evans, 2013; Goblirsch et al., 2013; Roberts y Hughes, 2015; 
Basualdo et al., 2014; Roberts y Hughes, 2014; Aufauvre et al., 2014; Doublet et al., 2015b; Huang et 
al., 2015) y sólo en unos pocos ensayos de laboratorio la mortalidad de las abejas infectadas por el 
microsporidio no fue significativamente mayor a la de las abejas de la misma edad sin infectar (Milbrath 
et al., 2013; Retschnig et al., 2014; Garrido et al., 2016; Badaoui et al., 2017). 
En nuestro estudio el 100% de las abejas infectadas individualmente con 40.000 esporas de N. 
ceranae murieron a los 18 días después de la infección. La supervivencia de las abejas en este estudio 
fue superior a la publicada anteriormente para A. m. iberiensis (Martín-Hernández et al., 2011). En dicho 
trabajo las abejas infectadas con dosis de 50.000 esporas alcanzaron el 67% de mortalidad a los 7 días 
después de la inoculación. Asimismo, nuestros resultados fueron ligeramente superiores a los obtenidos 
por Lecqoc et al. (2016) e inferiores a los observados por Panek et al. (2018) y analizados en otras 
subespecies de A. mellifera. Las diferencias en la dosis de esporas administrada a las abejas, en la 
duración de los experimentos (tiempo post-inoculación al que se analiza), en la edad de las abejas y el 
método de infección (ver capítulo anterior), e incluso en la diversidad de los alimentos (Porrini et al., 
2011a; Di Pasquale et al., 2013) y en el número de abejas por jaula (Brodschneider et al. 2017), podrían 
explicar las diferencias observadas en la tasa de mortalidad de las abejas infectadas en una variedad de 
experimentos (ver Tabla 2.2, página 25).  
Bajo nuestras condiciones, no se observaron diferencias significativas en el consumo medio 
diario de alimento ingerido por las abejas infectadas y no infectadas. Tampoco se observaron diferencias 
en el consumo medio acumulado al final del ensayo, desde el momento de la infección. No obstante, el 
mayor consumo se registró en las abejas infectadas durante las 24 horas siguientes a la inoculación. Si 
bien, este resultado no es atribuible a la infección del epitelio ventricular, dado que no se produce hasta 
las 36-72 horas después de la administración de esporas de Nosema spp. (Fries et al., 1988; Rodríguez-
García, 2017). Previamente se ha señalado que la infección por N. ceranae aumenta las necesidades 
energéticas de las abejas, lo que puede contribuir a su menor supervivencia (Mayack y Naug 2009). La 
demanda de energía del parásito aumenta el requerimiento de energía para la abeja, lo que se ve reflejado 
en el aumento del estrés nutricional y energético en el hospedador que conduce a una ingestión de 
alimentos ricos en glucosa (Mayack y Naug, 2010; Martín-Hernández et al., 2011; Aliferis et al., 2012; 
Vidau et al., 2014). Asimismo, el efecto de la infección sobre el metabolismo de las abejas puede verse 
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reflejado en la pérdida acelerada de lípidos (Aliferis et al., 2012), carbohidratos y proteínas (Mayack y 
Naug, 2010; Aufauvre et al., 2014; Vidau et al., 2014; Li et al., 2019) y en el aceleramiento del 
comportamiento de la pecorea en respuesta al estrés energético (Li et al., 2018, 2019) o en el aumento 
de la respuesta del reflejo de extensión de la probóscide ante el estímulo con jarabe azucarado en ensayos 
con abejas enjauladas (Badaoui et al., 2017). Sin embargo, no existen datos acerca de la demanda de 
alimento valorada como el consumo acumulado del jarabe administrado por abeja y a lo largo del 
tiempo, dado que todos los trabajos anteriores evalúan el estrés energético, por este u otros métodos, 
pero solo en momentos concretos, ya sea en abejas adultas jóvenes experimentalmente infectadas con 
dosis de esporas de N. ceranae mucho mayores (Martín-Hernández et al., 2011; Vidau et al., 2014; 
Badaoui et al., 2017) o en abejas pecoreadoras recogidas de colmenas naturalmente infectadas (Mayack 
y Naug, 2009; Mayack y Naug, 2010; Aliferis et al., 2012).  
En el estudio de Martín-Hernández et al. (2011) se describieron diferencias significativas en el 
consumo de alimento a los 1, 2 y 6 días después de la inoculación. Por otra parte, Vidau et al. (2014) 
observaron que, a los 10 días después de la infección, N. ceranae causó una ''modificación metabólica 
del hábitat'' en el intestino medio de la abeja, favoreciendo su desarrollo al aumentar la disponibilidad 
de nutrientes y reducir la defensa de la abeja melífera. Recientemente, Li et al. (2019) observaron una 
sobre-expresión de genes de las glándulas hipofaríngeas, inducida por la infección por N. ceranae a los 
10 días después de la infección, que sugiere un desequilibrio de nutrientes y energía en las abejas. En 
esta misma línea, las secreciones de enzimas hexoquinasas de N. ceranae promueven la generación de 
glucosa-6-fosfato, la cual debería aumentar la síntesis de ATP en el hospedador, otros nucleótidos, 
aminoácidos y lípidos necesarios para el crecimiento del parásito, así como el transporte de nuevas 
moléculas de glucosa a las células infectadas (Dolgikh et al., 2019). Por lo tanto, aunque las abejas 
infectadas por N. ceranae presentan diferentes signos de estrés energético inducido por la parasitación, 
el mecanismo que emplean las abejas para su compensación a través de una mayor ingesta de alimento 
no ha sido demostrado en este estudio. No obstante, la pérdida de apetito (anorexia) es un 
comportamiento común que exhiben los animales enfermos cuando se enfrentan a un desafío 
inmunológico, esta respuesta puede ser una estrategia adaptativa conservada para aumentar la 
probabilidad de sobrevivir a una infección (Kyriazakis et al., 1998; Ayres y Schneider, 2009; Kaminski 
et al., 2018). 
Por otra parte, las células epiteliales del intestino de los insectos forman parte de la primera línea 
de defensa ante la infección por patógenos internos y en el caso de los microsporidios de las abejas son 
las células diana de la infección parasitaria (Higes et al., 2007 y capítulo siguiente). Uno de los 
mecanismos de defensa frente a la infección es generalmente la muerte celular programada que, sin 
embargo, puede estar inhibida en las abejas infectadas por N. ceranae (Dussaubat et al., 2012; Holt et 
al., 2013; Higes et al., 2013; Aufauvre et al., 2014; Kurze et al., 2015; Huang et al, 2016; Martín-




intestinal de las abejas (Martín-Hernández et al., 2017; Panek et al., 2018) y produce una disminución 
de la renovación celular, que está relacionada con la reducción de su longevidad (Panek et al., 2018), 
pero se desconocen con exactitud las diferentes vías por las que se inhibe la apoptosis (Martín-
Hernández et al., 2017), que pueden cambiar con la edad de las abejas y con el momento de infección o 
la intensidad y duración de los agentes estresantes (Schwarz y Evans, 2013; Li et al., 2017b; Li et al., 
2018).  
Los resultados obtenidos en este estudio muestran que a los 5 después de la infección hay una 
sobre-expresión de genes relacionados con vías de inhibición de la apoptosis (BIRC5 y Buffy) y del gen 
E-ciclin, que favorece la transición de la fase del ciclo celular G1 a la fase S en el hospedador. El 
aumento de la expresión de estos tres genes se asocia con una reducción del número de células que 
finalmente entran en apoptosis en los tejidos infectados (Martín-Hernández et al., 2017). Sin embargo, 
la activación de la expresión del gen RING (RING-finger protein 19 o Dorfin), relacionado con la 
degradación de toxinas y proteínas patógenas intracelulares, a los 5 d.p.i. junto con la supresión del gen 
del ciclo celular E-ciclin a los 9 d.p.i. (si bien fue muy bajo), sugieren una modulación a la inversa que 
podría favorecer la apoptosis de las células del hospedador (Martín-Hernández et al., 2017). No obstante, 
nuestros resultados muestran que la inhibición de la apoptosis por estas vías de expresión génica puede 
inducirse en abejas infectadas por N. ceranae, incluso cuando no se ha inducido previamente la apoptosis 
con cicloheximida. El mecanismo de regulación de los genes estudiados muestra un patrón complejo y 
dinámico a lo largo del tiempo, que sugiere que las abejas utilizan una variedad de tácticas para hacer 
frente al estrés de la infección por N. ceranae, tal y como a sido sugerido anteriormente (Kurze et al., 
2015; Martín-Hernández et al., 2017). 
De forma similar, un estudio anterior muestra que las modificaciones en las vías de la apoptosis 
varían con el tiempo transcurrido tras la infección (Kurze et al., 2015). En este estudio se comparó el 
nivel de apoptosis entre abejas procedentes de líneas resistentes y susceptibles a N. ceranae, la tasa de 
apoptosis disminuyó al aumentar el tiempo tras la infección a pesar de que los niveles de expresión 
génica de algunos factores pro-apoptóticos importantes aumentaron al aumentar el tiempo de infección. 
Lo que propone que, en las abejas melíferas sensibles a la infección por N. ceranae; la activación de 
otros mecanismos como las vías de supervivencia celular podría estar modulando la tasa de regeneración 
celular (Kurze et al., 2015). Otros estudios también han informado que N. ceranae causa 
inmunosupresión diferencial a lo largo del tiempo (Antunez et al., 2009; Huang et al., 2016; Li et al., 
2017b) y en función de la carga parasitaria de las abejas (Chaimanee et al., 2012; Li et al., 2017b). La 
carga de esporas aumenta al aumentar el tiempo de infección y en las abejas infectadas naturalmente los 
niveles de esporas de Nosema spp. se han correlacionado positivamente con la respuesta inmune de las 
abejas (Li et al., 2017b).  
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El resultado final para una célula infectada es la muerte, pero comprender los mecanismos que 
la producen es importante para determinar el grado en el que la abeja puede limitar la propagación de la 
infección y cómo el patógeno ejerce algún control sobre los procesos metabólicos de su hospedador 
(Goblirsch, 2018; Dolgikh et al., 2019). Es claramente difícil identificar qué vía es responsable de la 
renovación de las células infectadas sobre la base de la expresión génica (Dussaubat et al., 2012; Huang 
et al, 2016; Panek et al., 2018), ya que la regulación de varias proteínas implicadas en estas vías se 
produce tanto a través de la fosforilación como de la reubicación de proteínas (Panek et al., 2018). Por 
otra parte, se ha sugerido que la variación en la expresión de genes de N. ceranae, que aumenta al 
aumentar el tiempo transcurrido tras la infección (Huang et al., 2016; Huang y Evans, 2016), asimismo 
podrían dirigirse a los genes del hospedador y regular la expresión de las abejas (Huang et al., 2016).  
Los resultados de este trabajo muestran que la infección por N. ceranae aumenta 
significativamente la mortalidad de las abejas sin favorecer un aumento en el consumo de alimento a lo 
largo del tiempo bajo condiciones experimentales. Asimismo, las vías de señalización estudiadas se 
alteran en abejas infectadas por N. ceranae con un patrón complejo durante el transcurso de la infección. 
Sin embargo, aún se desconocen los mecanismos subyacentes por los que se modifica la homeóstasis 
intestinal en las abejas infectadas y no parece que haya un mecanismo único por el que sucede, y si haya 
más de uno, y sea dinámico en el tiempo. Se necesitan más estudios para comprender mejor la manera 
en la que la infección por N. ceranae altera gravemente la fisiología de las abejas y para conocer los 
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Los microsporidios N. apis y N. ceranae son patógenos de las abejas melíferas, pero poseen diferentes 
características en cuanto a la sintomatología, pronóstico y prevalencia de la enfermedad que causan en 
las abejas. Aunque el epitelio ventricular se considera el tejido diana de ambas especies en las abejas, 
observaciones indirectas como la detección molecular del ADN de N. ceranae en tejidos diferentes 
llevaron a especular que esta especie también puede afectar a otros órganos y tejidos, lo que podría 
explicar algunas de las diferencias entre estas dos especies.  
Para investigar el tropismo de Nosema spp. por los tejidos de las abejas melíferas, se llevaron a 
cabo infecciones de laboratorio controladas mediante la administración oral de esporas frescas de ambas 
especies en dosis de 50.000 o 100.000 esporas por abeja. Varios órganos del aparato digestivo (esófago, 
ventrículo, íleon y recto), excretor (túbulos de Malpighi), circulatorio (aorta y corazón), respiratorio 
(tráquea torácica), exocrino (glándulas hipofaríngeas, mandibulares y salivales, labiales, cefálicas y 
torácicas) y de los sistemas sensorial y nervioso (cerebro, ojos y estructuras nerviosas asociadas y 
ganglios del nervio torácico), así como el cuerpo graso de las abejas infectadas, fueron examinados 
mediante microscopía de óptica y electrónica de trasmisión a los 7, 10 y 15 días después de la infección. 
Ambas especies de Nosema infectaron las células del tejido epitelial del ventrículo de las abejas, 
así como los grupos de células regenerativas del mismo tejido, mientras que la luz del íleon y el recto 
contenían esporas de los microsporidios sin mostrar signos manifiestos de infección o daño tisular. De 
manera similar, en los otros órganos examinados, no se detectaron lesiones celulares ni parásitos en 
ninguna de las etapas de su ciclo biológico. Estos resultados confirman el alto tropismo de ambas 
especies para el epitelio ventricular en abejas obreras adultas. Por tanto, estas observaciones 
histopatológicas directas no apoyan la hipótesis de que las especies de Nosema tienen tropismo para 









The microsporidia Nosema apis and Nosema ceranae are major honey bee pathogens that possess 
different characteristics in terms of symptoms, evolution and transmission. Although the ventricular 
epithelium is generally considered the target tissue of both species, indirect observations led to 
speculation that N. ceranae may also target other structures, which might explain at least some of the 
differences between these two species.  
To investigate the tropism of Nosema spp. for honey bee tissues, we performed controlled 
laboratory infections by orally administering fresh spores of either species at doses of 50,000 or 100,000 
fresh mature spores. Organs from the digestive (oesophagus, ventriculus, ileum, rectum), excretory 
(Malpighian tubules), circulatory (aorta, heart), respiratory (thoracic tracheas), exocrine 
(hypopharyngeal, mandibular and labial, cephalic, thoracic salivary glands) and sensory/nervous (brain, 
eyes and associated nerve structures, thoracic nerve ganglia) systems, as well as the fat body, from the 
infected bees were examined by light and electron microscopy 7, 10 and 15 days post-infection.  
Both Nosema species were found to infect epithelial tissue and clusters of regenerative cells in 
the ventriculus, whereas the ileum and rectum contained spores of the microsporidia but they failed to 
show overt signs of infection. No stages of the parasites or cellular lesions were detected in the other 
organs tested, confirming the high tropism of both species for the ventricular epithelium. These direct 
histopathological observations fail to support the hypothesis that these two Nosema species exhibit 
tropism for honey bee organs other than the ventriculus. 
  
  




Las características típicas de la infección por N. apis incluyen diarrea y mortalidad observable de abejas 
alrededor de la colmena con una clara estacionalidad, mientras que la infección por N. ceranae hace que 
la colonia disminuya y colapse en todas las estaciones (COLOSS, 2009).  
Todos los individuos adultos de una colonia, independientemente de su casta y sexo, son 
susceptibles a la infección por Nosema spp. Existen pruebas de que N. ceranae también puede infectar 
a los estadios inmaduros (Traver y Fell et al., 2011; Rodríguez et al., 2014; Eiri et al., 2015) y órganos 
diferentes al ventrículo en abejas adultas infectadas Chen et al., 2009; Gisder et al., 2010; Copley y 
Jabaji et al., 2012). 
Si las pruebas sugirieran que N. ceranae no es un tejido específico, se requeriría una revisión de 
nuestra comprensión de su ciclo de vida, allanando el camino para nuevas hipótesis sobre la patogénesis 
diferencial y la epidemiología de las dos especies de Nosema.  
En consecuencia, el objetivo de este estudio fue evaluar las lesiones histológicas y las etapas del 





Los microsporidios N. apis y N. ceranae infectan principalmente las células epiteliales del ventrículo de 
las abejas adultas pero además pueden infectar otros órganos o células. Ambos microsporidios pueden 
presentar tropismo tisular diferencial. 
 
 
8.4. MATERIAL Y MÉTODOS 
8.4.1. Abejas obreras 
El material biológico fue recogido de colonias de A. m. iberiensis criadas en el centro de investigación 
CIAPA-IRIAF (Marchamalo, España). Se extrajo un cuadro de cría de abejas obreras con estadios 
inmaduros de abeja operculada de una colonia libre de Nosema spp. (Colmenar de Valdeavero) y se 
mantuvo en una incubadora (Memmert, UNB400) a 34ºC (±1ºC) en el laboratorio hasta que emergieron 




Las abejas recién nacidas se transfirieron a jaulas en grupos de 25 abejas, que se mantuvieron 
en una incubadora a 33ºC. Las abejas enjauladas fueron diariamente alimentadas ad libitum con una 
solución fresca de sacarosa (50% p/v en dH2O) combinada con 2% Promotor L® (Calier Lab.). La 
ausencia de infección de la colmena por Nosema spp. se analizó empleando 30 abejas pecoreadoras 
(apartado 6.4.1) mediante triplex-PCR como se ha descrito anteriormente (apartados 5.4.5a y 5.4.6).  
 
8.4.2. Obtención de esporas purificadas 
Las esporas viables e infectantes de N. apis y N. ceranae se obtuvieron de colonias de A. m. iberiensis 
infectadas de forma natural, tal y como se ha descrito anteriormente (apartado 6.4.2). Brevemente, abejas 
pecoreadoras naturalmente infectadas fueron recogidas de la piquera de la colmena, previamente 
bloqueada, y se maceraron en grupo en dH2O. Posteriormente, se centrifugaron y el sedimento de 
esporas maduras se purificó por gradiente de Percoll® isotónico al 95%. Estos primeros lotes de esporas 
purificadas fueron confirmados como compuestos de una sola especie de Nosema por triplex-PCR 
(apartados 5.4.5a y 5.4.6) y se conservaron un mes a -20ºC. 
Para homogeneizar y revitalizar las esporas, abejas de 5 días de edad nacidas en el laboratorio 
se alimentaron con el mismo jarabe que se indicó anteriormente que contenía 1 millón de esporas 
(recuentos según Cantwell, 1970) de los primeros lotes diferenciados por especie de Nosema: 100 abejas 
recibieron esporas de N. ceranae y 100 abejas recibieron esporas de N. apis. Estas abejas fueron 
mantenidas en el laboratorio durante dos semanas (apartado 4.4.2). Posteriormente, se anestesiaron con 
CO2 y se procesaron como se describe en el apartado 6.4.2 para obtener un segundo lote de esporas 
purificadas por Percoll® de ambas especies de Nosema. Estos segundos lotes de infección fueron 
almacenados a temperatura ambiente durante menos de 24 horas hasta su uso. 
 
8.4.3. Infección de abejas con esporas de Nosema spp. 
La infección experimental de las abejas enjauladas se realizó individualmente por vía oral cuando las 
abejas del estudio tenían 5 días de edad (5 días post-emergencia). Se ofreció a cada abeja agua (2 μl) 
con una micropipeta (apartado 6.4.3.a) que contenía 50.000 o 100.000 esporas frescas de los lotes de 
esporas revitalizadas de N. ceranae o N. apis (Higes et al., 2007; Martín-Hernández et al., 2011, 2017). 
Las abejas que no ingirieron la dosis completa fueron descartadas. Otras abejas del mismo origen 
recibieron 2 μl de agua destilada sin esporas y sirvieron como testigos no infectados. La dosis 
administrada fue intencionadamente alta en comparación con la dosis mínima infectante anteriormente 
descrita para otras subespecies de A. mellifera (ID100 = 1 x 104), especificada para ambas especies de 
Nosema (Forsgren y Fries, 2010). Esta alta dosis de esporas administrada pretendía promover una rápida 
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aparición de la infección y así favorecer una propagación más amplia a los tejidos, para poder ser 
detectada, en su caso, en aquellos tejidos para los cuales los patógenos mostraran un tropismo menor. 
 
8.4.4. Grupos estudiados: dosis de Nosema spp. y microscopía de MO y MET 
De acuerdo a la dosis de esporas administrada y a la especie infecciosa se establecieron un total de cinco 
grupos experimentales, cada uno compuesto por tres jaulas (réplicas) que contenían 25 abejas cada una. 
Los grupos se catalogaron de la siguiente manera: A5, A10, C5, C10 y T0 (Tabla 8.1), donde la letra 
indica la especie de Nosema (A= N. apis; C= N. ceranae; T= testigo no infectado) y el número 
corresponde al coeficiente de la concentración de esporas (5= 5 x 104, 10= 10 x 104 y 0= 0). Los grupos 
con letras (especies) diferentes se mantuvieron en incubadoras separadas a 33ºC para evitar infecciones 
cruzadas. Se les suministró agua azucarada al 50% con 2% de Promotor L® ad libitum como alimento 
durante todo el estudio.  
En la Tabla 8.1 se muestran las condiciones del ensayo y las muestras de abejas empleadas en 
el estudio. A los 7 y 10 días después de la inoculación de esporas (d.p.i.), cuando se esperaba un aumento 
notable de la infección ventricular en las condiciones de cría empleadas (Martín-Hernández et al., 2009), 
se tomaron 8 abejas al azar de cada jaula; cuatro de estas abejas fueron utilizadas para estudios 
histológicos por microscopía óptica (MO) y las otras cuatro fueron preparadas para el análisis por 
microscopía electrónica de transmisión (MET). A los 15 d.p.i., debido a la mortalidad registrada en este 
punto del experimento, de los grupos A5, C5 y T0 solo se pudieron tomar 4 abejas (dos se utilizaron 
para estudios de MO y las otras dos para estudios de MET) y no hubo abejas disponibles de los grupos 
A10 y C10.  
 
Tabla 8.1. Condiciones del ensayo y diseño del muestreo. Grupos de abejas de 5 días infectadas 
experimentalmente de manera individual por N. apis o N. ceranae con 5 o 10 x 104 esporas 
purificadas (cuatro niveles: especie y dosis): A5, A10, C5, C10. Testigo no infectado: T0. Muestreo 
de abejas a los 7, 10 y 15 días post-infección (d.p.i). Análisis histopatológico de tejidos de las abejas 
infectadas por microscopía (MO) y microscopía electrónica de transmisión (MET). 
       
  MUESTREO DE ABEJAS (jaulas x abejas) 
 
CONDICIONES DEL ENSAYO  MO  MET 
Grupo Nosema ssp.  Dosis 
esporas  
Jaula=replicado 
( jaulas x abejas)  7 d.p.i 10 d.p.i 15 d.p.i  7 d.p.i 10 d.p.i 15 d.p.i 
A5 N. apis  50.000  3 x 25  3 x 4 3 x 4 3 x 2  3 x 4 3 x 4 3 x 2 
A10 N. apis  100.000  3 x 25  3 x 4 3 x 4 -  3 x 4 3 x 4 - 
C5 N. ceranae  50.000  3 x 25  3 x 4 3 x 4 3 x 2  3 x 4 3 x 4 3 x 2 
C10 N. ceranae  100.000  3 x 25  3 x 4 3 x 4 -  3 x 4 3 x 4 - 




Se diseccionó separadamente el canal alimentario; para ello con unas pinzas se sujetó el último 
segmento abdominal desde la parte posterior de cada abeja (previamente anestesiada con CO2) y 
ejerciendo una ligera tracción se extrajo íntegro el tracto digestivo abdominal: la ampolla rectal, el íleon, 
el ventrículo con los túbulos de Malpighi unidos, el proventrículo y el intestino anterior (nectario). Estos 




Figura 8.1. Anatomía y disección de A. mellifera. A: Diagrama que ilustra la posición del cerebro 
y el cordón nervioso a lo largo de la cabeza, tórax y abdomen (verde); sistema circulatorio de la 
hemolinfa, corazón y la aorta (rojo); sistema digestivo (azul); cuerpo graso del abdomen (marrón) y 
túbulos de Malpighi (morado). Tre: trehalosa; Glu: glucosa. B: Disección de las muestras de abeja 
en cuatro secciones: tracto digestivo abdominal, cabeza, tórax y abdomen vaciado. C: Detalle de la 
posición del cerebro y los nervios principales de la cabeza, vista anterior. D: Cabeza, tórax y 
abdomen con detalle de las glándulas de la cabeza, de los músculos de vuelo del tórax, de los órganos 
subyacentes y del tracto digestivo (estómago anterior, proventrículo, ventrículo con los tubos de 
Malpighi unidos, íleon y recto). E: Detalle de la posición de los nervios principales de la cabeza: 
vista dorsal con las glándulas removidas; tráquea torácica removida para exponer el sistema 
nervioso, el aparato urinario y el piso del abdomen. Fuente: original modificado de Carreck et al., 
2013 (originales de C, D y E) y Even et al., 2012 (A modificado y detalle de B). 




A continuación, cada muestra de abeja fue dividida en tres secciones: cabeza, tórax y el resto 
del abdomen vaciado para la posterior visualización microscópica de los siguientes tejidos y órganos: el 
cerebro, los ojos y las estructuras nerviosas asociadas; las glándulas hipofaríngeas, mandibulares y 
salivales (labial, cefálica y torácica); el esófago; los ganglios del nervio torácico; la tráquea torácica; la 
aorta y el corazón y el cuerpo graso. La Figura 8.1 muestra la posición de estos tejidos y órganos según 
la guía COLOSS sobre métodos estándar para la anatomía y disección de Apis mellifera (Carreck et al., 
2013). 
Las tres secciones (cabeza, tórax y abdomen vaciado) y el tracto digestivo abdominal obtenidos 
fueron preparados para la visualización de los tejidos por MO y MET como se describió anteriormente 
(Higes et al., 2008a; García-Palencia et al., 2010). Brevemente, para MO los órganos se fijaron en 
formol tamponado al 10% durante 24h, se incluyeron en parafina y se tiñeron secciones de 4 µm con 
hematoxilina-eosina (HE). Para MET, los tejidos se prefijaron en una solución de glutaraldehído al 2% 
y paraformaldehído al 2,5%, se lavaron tres veces en PBS y se realizó un post-fijado en tetróxido de 
osmio al 1%, seguido de un deshidratado en una serie ascendente de acetona y las secciones completas 
se incluyeron en resina Epon-Araldite®. Los cortes semifinos (0.5 μm con micrótomo) se tiñeron con 
azul de metileno al 1% en una solución de borato de sodio al 4% y se estudiaron primero bajo un 
fotomicroscopio (Olympus® Vanox AHB53) con el propósito de preseleccionar áreas de tejido 
representativas. Posteriormente, el bloque Epon® fue cortado (con micrótomo) para obtener secciones 
ultrafinas de 60 nm. Las rejillas con las secciones tisulares ultrafinas fueron contrastadas con acetato de 
uranilo al 2% en agua e incubadas con una solución de citrato de plomo-Reynold durante 10 minutos. 
Finalmente, estas secciones se observaron y fotografiaron en un microscopio electrónico JEOL JEM 




La ausencia infección por las especies de Nosema se confirmó en la colmena utilizada como fuente de 
abejas libres de infección: la muestra de abejas pecoreadoras analizada y los controles de extracción 
(NTC) fueron negativos a Nosema spp. y el IPC produjo un amplicón del tamaño esperado (Martín-







8.5.1. Hallazgos clínicos 
Durante los primeros 10 días del experimento no se observaron síntomas clínicos relevantes en las abejas 
infectadas (como diarrea, inflamación del abdomen, etc.), ni hubo mortalidad de las abejas enjauladas 
en este tiempo. Sin embargo, a los 15 d.p.i. las abejas infectadas con cualquiera de ambos microsporidios 
en las dosis más altas de esporas mostraron cierta mortalidad y, efectivamente, ninguna abeja del grupo 
C10 sobrevivió hasta ese momento y solo 2 del grupo A10 sobrevivieron, por lo que no se tomaron 
muestras de esos grupos en el día 15 d.p.i.  
 
8.5.2. Histología 
Los resultados histológicos fueron similares en los diferentes grupos e independientemente de la especie 
de microsporidio empleada para la infección. Como tal, no se detectaron lesiones intracelulares o 
diferentes etapas en el ciclo biológico de N. apis o N. ceranae en ningún órgano o tejido cefálico o 
torácico de las abejas adultas infectadas. Además, no se observaron lesiones ni formas parasitarias en 
los diferentes órganos de la cavidad abdominal diferentes del ventrículo y sólo se encontraron esporas 
maduras en el lumen del íleon y de la ampolla rectal, aunque no se detectaron signos manifiestos de 
infección de las células ni lesiones celulares en estas localizaciones (Figuras 8.2-8.3).  
Tan solo en las células del ventrículo de las abejas infectadas se detectaron alteraciones tisulares 
específicas y diferentes etapas del ciclo biológico de ambas especies de Nosema, pero no en las abejas 
del grupo testigo (T0), verificándose en estas la ausencia de infección. Algunas de las lesiones 
observadas en las abejas infectadas por N. ceranae se correspondieron a las descritas anteriormente 
(Higes et al., 2007) y fueron similares para ambas especies de Nosema, cuyas diferentes etapas del ciclo 
intracelular se distribuyeron ampliamente a lo largo del tejido epitelial del ventrículo. 
En las abejas de los grupos C5 y C10, la mayoría de las células epiteliales del ventrículo estaban 
muy parasitadas y presentaban un citoplasma muy dilatado, con un núcleo intensamente teñido y 
desplazado apicalmente. Fue común observar los restos de células epiteliales globulares segregados y 
llenos de esporas maduras, así como esporas libres en el lumen ventricular donde, además, las 
membranas peritróficas a menudo aparecían rotas y fragmentadas (Figura 8.4). Por el contrario, la 
musculatura circular y longitudinal del intestino medio se observó siempre libre de formas parasitarias 












Figuras 8.2 y 8.3. Abejas obreras (A. m. iberiensis) infectadas con diferentes dosis de N. apis y N. 
ceranae. Tinción: Hematoxilina-eosina (HE). Hematoxilina: catiónica o básica, tiñe estructuras 
ácidas (basófilas) en tonos azul y púrpura (p. ej. núcleos celulares); Eosina: aniónica o ácida, tiñe 
componentes básicos (acidófilos) en diferentes tonos rosados (p. ej. citoplasma celular). 
Figura 8.2. Abeja infectada con 50.000 esporas de N. ceranae a los 15 d.p.i. Sección transversal a 
través del íleon rodeado de varios túbulos de Malpighi (Mt). Detalle de las células epiteliales 
eosinofílicas no infectadas (flecha) del íleon y de un gran número de esporas maduras en el lumen 
(asterisco). Una fina capa de células musculares esqueléticas (smc) es visible en la periferia. 
Aumento: 10x. 
Figura 8.3. Abeja infectada con 100.000 esporas de N. apis a los 10 d.p.i. Sección longitudinal del 
recto con algunos restos fecales que contienen numerosas esporas de N. apis (asterisco) rodeadas de 














Figura 8.4. Ventrículo de una abeja infectada con 50.000 esporas de N. ceranae a los 15 d.p.i. 
Células epiteliales intensamente infectadas con N. ceranae. En esta imagen son visibles algunas 
membranas peritróficas (asterisco) en el lumen del intestino, así como los grupos de células 
regenerativas limitados dentro de los nichos de los pliegues epiteliales. Gotas citoplasmáticas llenas 
de esporas sobresalen en el lumen (flecha negra), con algunas células epiteliales mostrando una 
moderada vacuolización (flecha gris) y otras células presentan un núcleo apical desplazado (punta 
de flecha). En la periferia es visible una fina capa de miocitos, así como algunas tráqueas (t) y túbulos 
de Malpighi (Mt). Tinción: HE. Aumento: 20x. 
Figura 8.5. Abeja infectada con 100.000 esporas de N. ceranae a los 10 d.p.i. Tejido del ventrículo 
muy infectado. Esporas maduras basófilas en la región apical de las células epiteliales (flecha). 
Estructuras parasitadas más grandes, heterogéneas y teñidas en el fondo de los pliegues y de las 
células basales regenerativas, lo que sugiere diferentes etapas del ciclo biológico del microsporidio 
(punta de flecha). Tinción: Azul de metileno (de tipo básico no diferencial, aumento de contraste). 
Aumento: 20x. 
Figura 8.6. Abeja infectada con 100.000 esporas de N. ceranae a los 10 d.p.i. Región pilórica y de 
la apertura de los túbulos de Malpighi en el íleon donde las células epiteliales (flecha) y el lumen 
(asterisco) del ventrículo contienen esporas de N. ceranae. Las células epiteliales no infectadas 
pueden verse tanto en el íleon (I) como en los túbulos de Malpighi (Mt). Tinción: HE. Aumento: 
20x. 
Figura 8.7. Ventrículo de una abeja infectada con 50.000 esporas de N. apis a los 10 d.p.i. Células 
epiteliales intensamente infectadas con diferentes estadios intracelulares del parásito y restos de 
membranas peritróficas (flecha) en el lumen. Tinción: HE. Aumento: 10x. 
Figura 8.8. Intestino de una abeja infectada con 100.000 esporas de N. apis a los 7 d.p.i. Numerosas 
células epiteliales y algunos grupos de células regenerativas (flechas) están infectadas con diferentes 
etapas de N. apis. Esporas maduras basofílicas en la región apical de las células epiteliales y 
estructuras parasitarias heterogéneas (inmaduras o vegetativas) teñidas  en el fondo de los pliegues 
y en las células regenerativas. Tinción: Azul de metileno. Aumento: 20x. 
Figura 8.9. Abeja infectada con 100.000 esporas de N. apis a los 10 d.p.i. Detalle de la apertura de 
los túbulos de Malpighi (Mt) en el íleon. Las esporas de N. apis pueden verse solo en las células 
epiteliales (flecha) del ventrículo, mientras que las células epiteliales no infectadas son evidentes 
tanto en el íleon (I) como en los túbulos de Malpighi (Mt). Tinción: HE. Aumento: 20x. 
 








Figuras 8.4 a 8.9. Imágenes del ventrículo infectado (intestino medio) de abejas obreras adultas (A. 










Figuras 8.10 a 8.15. Imágenes de hematoxilina-eosina (HE) de diferentes órganos y tejidos sanos, 
no infectados, en abejas obreras infectadas experimentalmente con esporas frescas y maduras de N. 
apis. 
Figura 8.10. Sección longitudinal del cerebro (punta de flecha) y sacos traqueales (flecha) de la 
cabeza. Aumento: 10x. 
Figura 8.11. Varios conductos glandulares (asteriscos), glándulas salivales (punta de flecha) y 
células musculares esqueléticas (flecha). Aumento: 20x. 
Figura 8.12. Glándulas salivales (asterisco) y células musculares esqueléticas (flecha) del tórax. 
Aumento: 10x. 
Figura 8.13. Ganglio torácico del sistema nervioso (asterisco). Se muestran las células musculares 
esqueléticas y glándulas salivales (punta de flecha) y los sacos traqueales (flecha) del tórax. 
Aumento: 10x. 
Figura 8.14. Tergitas con apodema (asterisco) y membrana intersegmental. Se muestran las células 
del cuerpo adiposo abdominal (células pericárdicas, flecha) entre el tegumento, así como las células 
musculares esqueléticas (punta de flecha) y los sacos traqueales. Aumento: 10x. 
Figura 8.15. Íleon con muchas esporas maduras de N. apis en el lumen (asterisco). En la periferia 
son visibles una fina capa de células musculares esqueléticas (flecha) y algunos túbulos de Malpighi 
(MT). Detalle de una célula epitelial no infectada del íleon (punta de flecha). Aumento: 10x. 
 
Figuras 8.16 a 8.20. Imágenes de hematoxilina-eosina (HE) de diferentes órganos y tejidos sanos 
no infectados en abejas obreras infectadas experimentalmente con esporas frescas y maduras de N. 
ceranae. 
Figura 8.16. Sección horizontal de la cabeza muestra las glándulas hipofaríngeas y salivales (puntas 
de flecha) y una sección del ojo compuesto (asterisco) y del cerebro (flecha). Aumento: 20x. 
Figura 8.17. Sección longitudinal del cerebro (flecha), la glándula hipofaríngea (punta de flecha) y 
las células musculares esqueléticas (asterisco). Aumento: 10x. 
Figura 8.18. Glándula hipofaríngea (asterisco) y sacos traqueales (punta de flecha) de la cabeza. 
Aumento: 20x. 
Figura 8.19. Glándulas salivales (asterisco), células musculares esqueléticas (flecha) y sacos 
traqueales (punta de flecha) del tórax. Aumento: 20x. 
Figura 8.20. Células adiposas abdominales (asterisco) y traqueolas delgadas (flecha). Aumento: 
20x. 
Figura 8.21. El recto recubierto por un epitelio delgado está vacío y retraído. Tinción: HE. Aumento: 
10x. 
 








Figuras 8.10 a 8.21. Tejidos extraventriculares de abejas obreras adultas (A. m. iberiensis) 
infectadas experimentalmente con diferentes dosis de esporas maduras frescas de N. apis (10-15) y 







En las abejas infectadas por N. ceranae hubo un predominio de esporas maduras (basofílicas) 
en las células epiteliales de la porción apical de los pliegues del ventrículo. Por el contrario, las células 
de la parte inferior de los pliegues del ventrículo, incluso las de los grupos de células regenerativas, 
contenían menos estadios basófilos pero más grandes, lo que indica que contenían formas parasitarias 
en estadios vegetativos (Figura 8.5). Se observó un menor número de células epiteliales ventriculares 
parasitadas en las regiones de inserción de los túbulos de Malpighi y en ningún caso se observaron 
formaciones parasitarias en las células epiteliales de los túbulos (Figura 8.6).  
Se observaron resultados histológicos similares en las abejas infectadas por N. apis (Figuras 
8.7-8.9): sólo las células epiteliales del ventrículo se vieron infectadas en cualquiera de las abejas. La 
comparación de las abejas infectadas no proporcionó ninguna evidencia de tropismo de Nosema para las 
estructuras antes mencionadas, independientemente de la especie o de la dosis de esporas administrada 
(Figuras 8.10-8.21). No pudieron detectarse lesiones tisulares o formas parasitarias de N. apis en los 
órganos cefálico o torácico de las abejas melíferas infectadas (grupos A5, A10), en el cuerpo graso o el 
corazón (Figuras 8.10-8.15). Se obtuvieron resultados similares en el examen histopatológico de abejas 
infectadas por N. ceranae (grupos C5, C10), en las que no se observaron signos de infección en órganos 
extraventriculares (Figuras 8.16-8.21). 
Como era de esperar, a los 7 d.p.i. la afección en el epitelio fue claramente mayor en las abejas 
que recibieron una dosis mayor de esporas (A10 y C10). Además, en el punto de muestreo posterior (10 
d.p.i.) las células ventriculares mostraron una amplia afección, con rotura y fragmentación de las 
membranas peritróficas (Figuras 8.5-8.9), independientemente de la especie de Nosema y de la dosis 
de esporas administrada. 
Generalmente se acepta que la infección por N. apis se origina en regiones distales del epitelio 
ventricular (Fries, 1988). Sin embargo, en este estudio encontramos que las regiones proximales son las 
primeras en infectarse, ya que la infección de esta región del ventrículo fue evidente a los 7 d.p.i. (A5 y 
A10). Sin embargo, la infección distal temprana se observó en las abejas de los grupos C5 y C10, como 
se indicó anteriormente (Higes et al., 2007). 
 
8.5.3. Microscopía electrónica de transmisión 
Nuevamente, los hallazgos ultraestructurales en las células epiteliales ventriculares fueron similares, 
independientemente del microsporidio utilizado para la infección experimental. En las células epiteliales 
del ventrículo parasitadas en las abejas de los grupos A5, A10, C5 y C10, e incluso de los grupos de 
células regenerativas de las mismas abejas, el examen ultraestructural permitió identificar estructuras 
parasitarias correspondientes a diferentes etapas del ciclo biológico de N. apis o N. ceranae, tales como 
merontes, esporas primarias, esporas maduras y esporas vacías (Figura 8.22). No se observaron 
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diferencias histopatológicas entre la infección por N. apis y N. ceranae. Todas las etapas del ciclo 
biológico de N. apis y N. ceranae mostraron núcleos diplocarióticos y un número variable de 
mitocondrias de la célula hospedadora a su alrededor (Figura 8.23). Tanto las células epiteliales del 
ventrículo como los grupos de células regenerativas infectadas tenían vacuolas citoplasmáticas 
electrolúcidas, lisosomas y un retículo endoplásmico rugoso (RER) fragmentado y desorganizado 





Figuras 8.22 a 8.24. Imágenes de microscopía electrónica de transmisión (MET) de los grupos de 
células regenerativas infectadas con esporas y formas vegetativas de las especies del género Nosema. 
Figura 8.22. Abeja infectada con 100.000 esporas de N. apis a los 7 d.p.i. Imagen que muestra un 
grupo de células de los núcleos de regeneración junto a los pliegues basales parasitadas con 
diferentes estadios del ciclo biológico del microsporidio: merontes (M), esporonte (SP), 
esporoblasto (SB), esporas maduras (MS) y esporas vacías (ES). Aumento: 8.000x. 
Figura 8.23. Abeja infectada con 100.000 esporas de N. ceranae a los 7 d.p.i. Detalle de una célula 
hospedadora que tiene un meronte con un núcleo diplocariótico (flecha), rodeada por el retículo 
endoplásmico rugoso y numerosas mitocondrias de la célula de la abeja (punta de flecha). Aumento: 
30.000x. 
Figura 8.24. Abeja infectada con 50.000 esporas de N. ceranae a los 7 d.p.i. Detalle de una célula 
hospedadora con dos merontes (M), algunos esporontes (SP) y un esporoblasto (SB), rodeados por 
un retículo endoplasmático rugoso discontinuo y desorganizado (RER: flechas) y con algunos 









Este trabajo representa el primer estudio histopatológico basado en imágenes de microscopía óptica y 
microscopía electrónica de trasmisión de diferentes órganos y tejidos, intentando dilucidar el tropismo 
de Nosema spp. para localizaciones extraventriculares en abejas melíferas. En general se acepta que el 
ventrículo representa el órgano diana específico de N. apis (Fries, 1988), aunque algunos trabajos 
sugieren la presencia de esporas de esta especie en las glándulas de abejas adultas y en la hemolinfa de 
cría de abeja (Steche, 1960; Sokolov y Grobov, 1963). 
En un experimento reciente con abejas obreras híbridas canadienses (A. mellifera) naturalmente 
infectadas por N. apis y N. ceranae, ambos microsporidios fueron detectados por rt-qPCR en el tracto 
intestinal, el saco del veneno y en varias estructuras glandulares exocrinas de las abejas adultas, solos o 
en combinación (Copley y Jabaji, 2012), pero no se realizaron estudios histológicos de estos órganos. 
En otro trabajo, la capacidad de N. ceranae para infectar órganos fuera del sistema digestivo fue 
estudiada en abejas melíferas europeas naturalmente infectadas y criadas en Maryland, EE.UU. (Chen 
et al., 2009b). La proliferación de N. ceranae fue evidente en las células epiteliales del ventrículo pero, 
a pesar de la detección por PCR, este microsporidio no pudo ser observado directamente en otras partes 
del tracto digestivo (canal alimentario), túbulos de Malpighi, glándulas hipofaríngeas y salivales o en el 
cuerpo graso de las abejas infectadas. En dicho estudio, sólo se muestran imágenes de MET de los 
ventrículos parasitados, similares a las mostradas anteriormente por Higes et al. (2007), pero no se 
muestran imágenes de los grupos de células regenerativas parasitadas, como han sido puestos de 
manifiesto en el presente estudio (Figuras 8.22-8.24).  
Por otra parte, las vías esenciales para controlar la renovación del epitelio ventricular se han 
visto perturbadas por la infección por N. ceranae (Copley y Jabaji, 2012; Martín-Hernández et al., 2017; 
Panek et al 2018) y el hecho de que los grupos de células regenerativas no estuvieran parasitados (Panek 
et al 2018) sugiere un efecto indirecto de la parasitación a nivel de estos grupos y sobre la re-
epitelización. Por lo tanto, este nuevo hallazgo (células regenerativas parasitadas; Figura 8.22) 
representa un avance importante en nuestra comprensión de los mecanismos patógenos utilizados por 
Nosema spp. y, de hecho, las lesiones a este nivel tienen un impacto importante en la capacidad de 
regeneración del epitelio intestinal y en su funcionalidad, lo que refleja algunos efectos directos del 
parásito, mientras que también es probable que la infección de estos centros regenerativos influya 
indirectamente a nivel transcripcional (Martín-Hernández et al., 2017; Panek et al 2018). 
El tropismo tisular de N. ceranae también fue investigado en abejas melíferas muestreadas como 
parte de un gran estudio de campo en Alemania (Gisder et al., 2010), donde se detectaron esporas en 
frotis de ventrículos que fueron teñidos y observados por MO. En esas abejas, también se detectó N. 
ceranae por PCR-RFLP en glándulas hipofaríngeas, cerebro, túbulos de Malpighi y cuerpo graso, pero 
nuevamente no realizó un análisis histológico de los órganos estudiados. De hecho, las infecciones 
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extraventriculares fueron deducidas por la detección de ADN de N. ceranae, pero nunca se observaron 
etapas específicas del ciclo biológico del patógeno directamente en los especímenes examinados, por lo 
que la detección molecular puede deberse a contaminaciones durante la disección de las abejas. 
Los resultados presentados en este trabajo son consistentes con los obtenidos previamente en 
abejas melíferas infectadas artificialmente con N. apis o N. ceranae, criadas bajo condiciones de 
laboratorio controladas (Huang y Solter, 2013). En este caso se tomaron medidas específicas para 
prevenir la contaminación las muestras de tejido durante la disección, antes de ser teñidas y colocadas 
en portaobjetos para su examen por MO. De esta manera solo se encontraron esporas de los 
microsporidios en el canal alimentario y no en el cerebro, las glándulas hipofaríngeas o salivales, la 
bolsa del veneno, el cuerpo graso, los túbulos de Malpighi y la hemolinfa, recolectados de la cabeza y 
del abdomen. Sin embargo, el trabajo no incluía imágenes histológicas, ya que la metodología utilizada 
para la observación de los tejidos no lo permitió. Significativamente, el ADN de Nosema spp. pudo ser 
detectado en varios casos por PCR. Asimismo, en dicho trabajo se informó de la contaminación 
superficial de los órganos diseccionados: las medidas más estrictas para prevenir la contaminación de 
las abejas infectadas por N. ceranae dieron lugar a una señal de PCR por debajo del nivel de detección 
fiable.  
Como ya se ha señalado (Copley y Jabaji, 2012), una técnica de disección cuidadosa es esencial 
a la hora de analizar estos parásitos, aunque este tipo de medidas no permiten descartar completamente 
la contaminación de la muestra durante su preparación, la cual puede producir falsos positivos cuando 
se utilizan métodos analíticos altamente sensibles (p. ej. PCR). La contaminación por esporas desde un 
frágil intestino infectado puede originar su aparición en órganos externos cuando se trabaja con 
especímenes diseccionados, tal y como ha sido previamente discutido (Huang y Solter, 2013).  
El hecho de que dos experimentos diferentes (Huang y Solter, 2013 y este estudio), desarrollados 
en condiciones controladas de laboratorio, converjan en no detectar afecciones tisulares o etapas del 
ciclo biológico de los microsporidios atribuibles a cualquiera de las especies de Nosema, en órganos 
fuera del canal alimentario, parece indicar su alta especificidad para el epitelio ventricular y la falta de 
tropismo para otros tejidos.  
El daño tisular fue similar cuando se compararon N. apis y N. ceranae y no se obtuvo ninguna 
evidencia de órganos diana alternativos al ventrículo, lo que confirma un tropismo tisular similar de las 
dos especies. Sin embargo, la enfermedad producida a nivel individual de abeja, así como a nivel de la 
colonia, es muy diferente entre ambos agentes causales (Higes et al., 2010b, 2013; Martín-Hernández 
et al., 2018). Se sabe que N. apis induce la liberación a gran escala de heces diarreicas en los individuos 
infectados, con implicaciones importantes en la transmisión de la enfermedad (Fries, 1993), pero esto 
no ocurre después de la infección por N. ceranae (Higes et al., 2008a, 2009a; 2010b; Hatjina et al., 




La tendencia de N. apis y N. ceranae a infectar respectivamente las áreas epiteliales proximal y 
distal del ventrículo no tiene una conexión obvia con la sintomatología distintiva asociada a su aparición. 
La notable similitud histopatológica entre las dos infecciones contrasta con las profundas diferencias en 
la sintomatología y transmisión de las nosemosis tipo A y tipo C, lo que pone de manifiesto la necesidad 
de seguir investigando para dilucidar las diferencias en los mecanismos patógenos que se asocian con 
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10.  DISCUSIÓN GENERAL 
Los microsporidios N. apis y N. ceranae producen las enfermedades de abeja conocidas como 
nosemosis tipo A y tipo C, respectivamente (COLOSS, 2009; Higes et al., 2010c). Son agentes 
entomopatógenos presentes en la apicultura de todo el mundo ( Fries et al., 2003; Higes et al., 2009b; 
Huang et al., 2008; Chen et al., 2009; Nabian et al., 2011; Whitaker et al., 2011; Higes et al., 2006; 
Paxton et al., 2007; Chen et al., 2008; Williams et al., 2008a; Calderón et al., 2008; Invernizzi et al., 
2009; Giersch et al., 2009). Cada especie difiere en los efectos que producen sobre el hospedador 
(COLOSS, 2009; Higes et al., 2010c; Martín-Hernández et al., 2011; Van der Zee et al., 2014; Martín-
Hernández et al., 2018; Goblirsch, 2018) y presentan un cuadro clínico diferente que afecta de una 
manera desigual a la viabilidad de las colmenas (COLOSS, 2009; Higes et al., 2010c). 
Se han reportado numerosos efectos negativos para la salud de las abejas adultas y las colonias 
de abejas melíferas derivadas de la infección, tanto por N. ceranae como por N. apis, en muchas regiones 
del mundo. Nosema ceranae es el microsporidio predominante en A. mellifera y su actual prevalencia 
va en aumento en muchos países del mundo (Klee et al., 2007; Higes et al., 2009a; Martín-Hernández 
et al., 2012; Botías et al., 2013a; Lodesani et al., 2014; Emsen et al., 2016; Ghoyounchi et al., 2017; 
Ostroverkhova et al., 2019). Su patogenicidad ha sido demostrada en todas las castas de la colonia, así 
como en otros polinizadores (Martín-Hernández et al., 2018; Goblirsch, 2018) y se ha relacionado con 
las altas pérdidas de colmenas, especialmente en zonas de clima cálido (Klee et al., 2007; Higes et al., 
2008a; Bacandritsos et al., 2010; Soroker et al., 2011; Hatjina et al., 2011; Botías et al., 2012d; Lodesani 
et al., 2014).  
A pesar de los grandes avances en el conocimiento de la enfermedad, la nosemosis sigue siendo 
un desafío para quienes estudian la patología de los insectos y para quienes trabajan en el campo de la 
apicultura y la agricultura (Martín-Hernández et al., 2018; Goblirsch, 2018). 
A lo largo de la presente tesis doctoral se han abordado novedosos aspectos de la epidemiología 
y la patología de la infección por ambos microsporidios (Fries et al., 1996; Higes et al., 2007), que no 
habían sido estudiados hasta el momento y presentan un alto interés veterinario (Higes et al., 2010c, 
Martín-Hernández et al., 2018), ganadero (MAGRAMA, 2019), ecológico (MITECO, 2019) y cultural 
en la apicultura ibérica (Crane, 1999). 
El trabajo sintetizado en esta memoria aporta nuevo conocimiento sobre la prevalencia natural 
de los microsporidios en colonias naturalmente infectadas. También contribuye significativamente a 
esclarecer hipótesis previas sobre el tropismo tisular en abejas melíferas (A. m. iberiensis). Además, 
amplia nuestro conocimiento acerca del desarrollo de la carga parasitaria de N. ceranae en abejas de 
diferentes edades y aporta nueva información sobre la respuesta temprana del hospedador a la infección 




A través de los estudios realizados se ha demostrado, por primera vez, que la infección por 
Nosema spp. no solo se produce en abejas adultas bajo condiciones naturales, sino que la infección 
afecta también a individuos inmaduros en colmenas naturalmente infectadas y se han explorado las 
posibles vías de infección de la cría de abeja (Capítulo I). Asimismo, se ha estudiado el efecto que 
tienen tanto la edad de las abejas obreras en el momento de la infección, como el método de infección 
experimental, en el desarrollo de la carga parasitaria de N. ceranae y la importancia de estos factores, 
biológico y experimental, a la hora de interpretar los datos en estudios de laboratorio y, especialmente, 
cuando se comparan los resultados (Capítulo II). Además, la variación de la expresión de genes del 
hospedador en respuesta a la infección de N. ceranae ha demostrado ser prolongada en el tiempo, 
encontrándose que la modulación de genes del hospedador en beneficio del patógeno ocurre 
especialmente en las fases tempranas de la infección (Capítulo III). Finalmente, se ha demostrado 
histológicamente el tropismo tisular de los microsporidios de abejas, N. ceranae y N. apis, y su afinidad 
específica por el epitelio ventricular del tracto digestivo en abejas adultas, confirmando que solo infectan 
las células epiteliales y regenerativas de este tejido (Capítulo IV).  
Una colonia de abejas melíferas es un súper-organismo. Como tal, en el estudio de la 
epidemiología de las enfermedades de estos insectos sociales, así como en el estudio de sus 
implicaciones, debe tenerse en cuenta la transmisión de enfermedades tanto a nivel individual como de 
la colonia (OIE, 2018). A menudo, las enfermedades de las abejas se han clasificado de acuerdo a la 
etapa de desarrollo de los individuos susceptibles a ellas y, particularmente, como enfermedades de 
abejas adultas y/o cría de abeja. Tradicionalmente, las nosemosis se han encuadrado específicamente en 
el grupo de enfermedades de adultas a pesar de que todas las castas de A. mellifera (obreras, reinas y 
zánganos) son susceptibles a la infección por Nosema spp. (Higes et al., 2007; Webster et al., 2008; 
Higes et al., 2009c; Traver y Fell, 2011; Martín-Hernández et al., 2012; Traver y Fell, 2012). El concepto 
adquirido acerca de las nosemosis como enfermedades desarrolladas en individuos adultos desde su 
detección en las abejas melíferas (Zander, 1909; Fries et al., 1996) atiende por un lado a factores 
biológicos y metodológicos (súper-organismo, clasificación de enfermedades y muestreo de abejas 
adultas muertas), pero también responde a aspectos epidemiológicos propios de la enfermedad (Urbieta 
et al., 2019), así como al mayor conocimiento que se tiene de las abejas obreras adultas, debido a su 
significativa abundancia en la colmena durante todo el año y a su mayor utilización en estudios 
experimentales (Martín-Hernández et al., 2018, Goblirsh et al., 2018). 
Desde las primeras descripciones de la infección natural de cría de abeja por microsporidios 
(Gilliam y Shimanuki, 1967; Clark 1979), esta ha pasado desapercibida al seguir considerándose como 
una enfermedad de abejas adultas, sin embargo había ciertos indicios que podían indicar que este hecho 
se estaba produciendo. Pupas de zángano y reina naturalmente infectadas por N. ceranae se han 
detectado mediante técnicas moleculares (Traver y Fell 2011, 2012) y tanto N. apis como N. ceranae se 
detectaron en larvas de reina y/o pupas de obreras (Rodriguez et al., 2014). Estudios experimentales 
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recientes han demostrado que la cría de A. mellifera es susceptible a la infección, proporcionando 
microfotografías histológicas de la infección en larvas y pupas pre-emergentes (Eiri et al., 2015). 
Además, la infección en los estadios inmaduros afecta a las mismas abejas en su estadio adulto, de tal 
modo que se acorta la vida, se retrasa el polietismo temporal y se modifica la morfología de la abeja 
adulta tras la metamorfosis (Eiri et al., 2015; Benvau y Nieh, 2017). No obstante, la infección natural 
de la cría por ambas especies de microsporidios y la prevalencia de los mismos en dichos estadios, no 
habían sido estudiadas con anterioridad.  
En el trabajo desarrollado en el Capítulo I se demuestra la ocurrencia natural de la infección en 
todos los estadios inmaduros de las abejas melíferas, desde larvas recién operculadas a pupas pre-
emergentes. La infección se confirmó mediante la expresión de genes relacionados con la multiplicación 
activa de los microsporidios.  
El novedoso enfoque del trabajo epidemiológico reside, también, en la metodología aplicada. 
Se examinaron un gran número de individuos inmaduros (N=1.433) de colonias naturalmente infectadas 
por N. ceranae y N. apis, y el total de las muestras se analizaron para detectar la presencia/ausencia de 
los microsporidios en la cría, y en abejas adultas (de interior y pecoreadoras). Nosema ceranae fue el 
agente más frecuentemente detectado en la cría y N. apis tuvo una frecuencia mucho más baja y fue más 
frecuente en co-detecciones junto con N. ceranae, como era de esperar dada su alta prevalencia en 
nuestro país (Garrido-Bailón, 2012b; Cepero et al, 2014; 2016). Se implementó la metodología para 
extraer cuidadosamente a los individuos inmaduros de las celdas de los panales de cría, reduciendo la 
probabilidad de falsos positivos por contaminación.  
La técnica estándar para determinar la infección de los tejidos es el examen histológico de los 
mismos, empleada para detectar la presencia de esporas y varias etapas de desarrollo de los 
microsporidios en los tejidos del hospedador (Capítulo IV). Alternativamente, la utilización de la rt-
PCR, altamente sensible y específica, como método para demostrar la multiplicación activa de los 
microsporidios en la cría de abeja se apoya, por un lado, en la expresión de genes relacionados con 
varios procesos celulares cruciales de Microsporidia (Katinka et al., 2001; Brosson et al., 2006; 
Belkorchia et al., 2017) y, por el otro, en la ausencia de la expresión de los mismos genes en esporas 
ambientales. Así, la técnica permitió descartar que los parásitos que se encuentran fuera de las abejas 
produzcan una señal bajo las mismas condiciones de rt-PCR y demuestra la infección activa en las crías. 
Nuestros datos confirmaron que ambos microsporidios pueden así desarrollarse bajo condiciones 
naturales de campo, aunque a niveles bajos para N. ceranae y casi anecdóticos para N. apis. De hecho, 
la metodología aplicada permitió la detección de estos bajos niveles que quizá no lo habrían sido en 





No obstante, el riesgo de infección de la cría fue bajo incluso cuando la prevalencia de la 
infección en las abejas adultas era relativamente alta, lo cual sugiere algún tipo de estrategia del súper-
organismo para reducir la contaminación de la cría por esporas de Nosema spp. y con ello también la 
infección de la abeja reina (Chaimanee et al., 2014). La incidencia de la infección en dichos individuos 
(cría y reina) puede tener consecuencias catastróficas para la supervivencia de la colonia (Higes et al., 
2009a; Benvau y Nieh, 2017; Bigansky et al., 2017). 
La infección por Nosema spp. se produce tras la ingestión de esporas maduras a través del 
alimento y/o el agua y se transmite principalmente por trofalaxis (Smith et al., 2012), o por la vía fecal-
oral (Webster et al., 1993). La detección de esporas en la cera (MacInnis, 2017) y en la jalea real (Cox-
Foster et al. 2007; Traver y Fell, 2012), apoyan ambas vías de infección de la cría. No obstante, la 
ausencia de la detección de cría infectada en celdas positivas a los microsporidios, junto con la detección 
de insectos infectados ocupando celdas ausentes de esporas en nuestro estudio, centra la atención en el 
papel de las abejas jóvenes (nodrizas) como la fuente principal de exposición de la cría a través del 
contacto directo y la alimentación. 
Dado que la cría de abeja melífera se infecta de manera natural por Nosema spp., se abre un 
nuevo escenario de investigación, con la necesidad de entender los efectos de la infección en las etapas 
inmaduras de desarrollo, así como en las abejas adultas resultantes dentro del contexto de la colonia 
como súper-organismo biológico. 
La mayoría de los estudios han confirmado que las abejas pecoreadoras (generalmente abejas 
más maduras) tienen mayores niveles de infección y prevalencia de Nosema spp. en condiciones 
naturales, mientras que las abejas más jóvenes, en el interior de la colmena, tienen una carga parásita 
media y una prevalencia menor de la infección  (L'Arrivée, 1963; Higes et al., 2008b; Meana et al., 
2010; Botías et al., 2012b; Smart and Sheppard, 2012; Li et al., 2017b; OIE, 2018) y sólo unos pocos 
estudios se han centrado en las abejas recién nacidas, confirmando la ausencia de infección en estas 
abejas (Smart y Sheppard, 2012; Jack et al., 2016b; Li et al., 2017b). Hasta la fecha, no se dispone de 
datos que apoyen una mayor susceptibilidad al microsporidio en las abejas más mayores. 
Este hecho, a nivel de colonia, se debe a que la infección por N. ceranae perturba los 
fundamentos básicos del polietismo temporal (Higes et al., 2008a). El comportamiento de búsqueda de 
alimento (pecorea) se acelera (Higes et al., 2008b; Goblirsch et al., 2013; Holt et al., 2013; Lecocq et 
al., 2016; Fleites-Ayil et al., 2018) y se acorta la esperanza de vida de las abejas obreras infectadas 
(Goblirsch et al., 2013; Bordier et al., 2017). Por lo tanto, en las abejas pecoreadoras infectadas, de 
forma general, la infección lleva más tiempo que en las abejas jóvenes de interior, por lo que el número 
de abejas infectadas y la intensidad de la infección también es también mayor.  
De hecho, la edad de las abejas en infecciones experimentales con esporas de N. apis se ha 
correlacionado con el inicio de la búsqueda de alimento (Woyciechowski y Moroń, 2009), como una 
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variable central en la ontología de las abejas obreras, y por tanto de su envejecimiento, incluso más que 
la edad cronológica natural (Rueppell et al., 2007). Bajo condiciones de campo la estimación de la edad 
biológica de las abejas puede resultar como un método útil y eficaz para evaluar el estado demográfico 
de las colmenas y los efectos perjudiciales de los factores estresantes (Alaux et al., 2018).  
En relación a esto, en la presente memoria hemos constatado que la edad de las abejas en el 
momento de la infección y el método de administración de las esporas del microsporidio influye 
significativamente tanto en la carga parasitaria de N. ceranae, como en la prevalencia de la infección en 
abejas obreras jóvenes bajo condiciones controladas de laboratorio (Capítulo II). 
Así, se demuestra que la multiplicación del microsporidio en abejas infectadas 
experimentalmente con la misma dosis de esporas no es uniforme, y varía individualmente entre abejas 
de una misma edad, y significativamente entre grupos de abejas de diferentes edades. Las abejas recién 
nacidas, de 0-48 horas post-emergencia, mostraron la mayor carga parasitaria tras 7 días de infección. 
La intensidad de la infección disminuyó al aumentar la edad de las abejas, independientemente del 
método aplicado para la administración de esporas. Resultados similares se han obtenido con 
anterioridad, tanto en abejas obreras (Woyciechowski y Moroń, 2009), como en reinas  (Chaimanee et 
al., 2014).  
Las variaciones en la susceptibilidad a la infección dependiente de la edad de las abejas puede 
atribuirse a variaciones en el hologenoma abeja/microbiota/patosfera (Evans, 2006; Schmid et al., 2008; 
Schwarz et al., 2015; Engle et al., 2016; Anderson et al., 2018) y a la mayor disponibilidad de nutrientes 
(aminoácidos esenciales, entre otros) en abejas jóvenes (Crailsheim y Leonhard, 1997). Estos 
aminoácidos disminuyen en abejas infectadas (Aliferis et al., 2012; Benvau y Nieh, 2017; Li et al., 
2018). Dada la alta dependencia de los microsporidios por compuestos esenciales del hospedador 
(Weidner et al., 1999; Burri et al., 2006; Cornman et al., 2009), la multiplicación de N. ceranae podría 
verse favorecida en edades tempranas del hospedador.  
Es probable que la fase proliferativa exponencial de N. ceranae requiera de una mayor 
disponibilidad de aminoácidos u otros nutrientes del hospedador, de modo que el mayor éxito en la 
germinación intracelular y/o en la multiplicación de esporas en las abejas de 0 a 1 día post-emergencia 
puede verse favorecido por la mayor disponibilidad de metabolitos esenciales y constituyentes del túbulo 
polar y la pared de las esporas, tales como la prolina (Weiss, 2001). Este aminoácido es también esencial 
para las abejas y predomina en la hemolinfa de abejas no infectadas (Crailsheim y Leonhard, 1997; 
Aliferis et al., 2012), con concentraciones medias del 50% y hasta el 80% del total de aminoácidos en 
abejas de 0-3 días post-emergencia que, a partir del tercer día, disminuye al aumentar la edad de las 
abejas (Crailsheim y Leonhard, 1997). 
Del mismo modo, la respuesta inmune de los insectos varía con la edad (Hillyer, 2016) y puede 




trasmisibles, especialmente en abejas melíferas sociales (Wilson-Rich et al., 2009). En esta memoria 
hemos observado que las alteraciones en la expresión de genes relacionados con la apoptosis y el ciclo 
celular de las abejas infectadas por N. ceranae se modifica con la edad y el tiempo transcurrido tras la 
infección (Capítulo III). Resultados similares en la modulación diferencial de genes de inmunidad han 
sido publicados con anterioridad (Antunez et al., 2009; Chaimanee et al., 2012; Kurze et al., 2015; 
Huang et al., 2016; Li et al., 2017b). Se ha descrito que las abejas melíferas disminuyen la inmunidad 
celular con la edad y aumentan la humoral (Amdam et al., 2005; Schmid et al., 2008), lo que puede 
explicar por qué las abejas mayores desarrollan infecciones más intensas cuando tienen niveles bajos de 
PPO (Roberts y Hughes, 2014). Los niveles de esporas de Nosema spp. en las abejas infectadas 
naturalmente se correlacionan positivamente con la respuesta inmune de las abejas (Li et al., 2017b) y, 
es probable que, en condiciones naturales, una fuerte respuesta inmunológica en las abejas melíferas 
adultas jóvenes oculte su mayor susceptibilidad a la infección, en comparación con las abejas de mayor 
edad (Bull et al., 2012), o bien que estas al infectarse, envejecen y pasen a realizar las tareas de pecorea, 
por lo que son rápidamente repuestas para cubrir las tareas en el área reproductiva de la colmena. 
No obstante, nuestros resultados acerca de la susceptibilidad y el éxito de la infección en abejas 
de diferentes edades se basan en la cuantificación de la carga parasitaria y en la frecuencia de la infección 
en abejas obreras jóvenes (de 0 a 16 días post-emergencia). Futuros trabajos podrán ir encaminados al 
estudio de la respuesta inmune y del metabolismo de las abejas infectadas bajo las mismas condiciones 
de estudio.  
Por otra parte, y en concordancia con trabajos anteriores (Pettis et al., 2013; Lecocq et al., 2016; 
Badaoui et al., 2017; Brodschneider et al., 2017), la intensidad y la frecuencia de la infección en abejas 
obreras infectadas colectivamente a través de la administración de esporas en el alimento no fue 
homogénea ni productiva al 100%. El comportamiento de la trofalaxia es la base fundamental en el 
mantenimiento de la cohesión de una colonia de abejas melíferas (Haydak, 1970) y, en el Capítulo II 
se postula como un factor determinante de la distribución heterogénea de las esporas del microsporidio 
en abejas infectadas colectivamente.  
El intercambio de alimento entre las abejas de una misma colmena y, homólogamente, la 
transmisión de alimento entre abejas enjauladas juntas, es un comportamiento social que depende del 
número, la edad y el origen de las abejas, la duración del experimento, y la cantidad y calidad de alimento 
disponible (Free 1957; Moritz y Hallmen, 1986; Brodschneider et al., 2017). Nuestros resultados 
demuestran que la infección experimental de las abejas de forma colectiva es menos uniforme y exitosa 
que la infección experimental de las abejas de forma individual, especialmente en las abejas más 
jóvenes. Además, los niveles de N. ceranae en abejas infectadas colectivamente fue significativamente 
menor que los niveles de parasitación en las abejas infectadas individualmente. 
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Considerando los dos factores estudiados paralelamente y la variabilidad de los resultados 
(Capítulo II), se considera que la edad de una abeja en el momento de infección influye más en el nivel 
de infección que en el desarrollo de la enfermedad, tal como ha sido descrito anteriormente en la 
infección por N. apis (Rueppell et al., 2007; Woyciechowski y Moroń, 2009). Aunque la heterogeneidad 
en el desarrollo de la infección por N. ceranae entre abejas mantenidas en una misma jaula es 
incontrolable, es importante estandarizar la edad de las mismas para interpretar adecuadamente los 
resultados, especialmente en términos de susceptibilidad de las abejas individuales a N. ceranae y del 
éxito de la infección y la multiplicación del parásito. 
Dado que la infección natural de abejas recién nacidas no es frecuente (Smart y Sheppard, 2012; 
Jack et al., 2016b; Li et al., 2017b) y de forma similar el riesgo de infección de la cría es bajo en colonias 
altamente infectadas por N. ceranae (Capítulo I: Urbieta et al., 2019), nuevamente es razonable sugerir 
que en el súper-organismo gobierna algún tipo de inmunidad social para disminuir la exposición de las 
abejas recién nacidas que son claramente más susceptibles a la infección bajo nuestras condiciones 
experimentales. 
A la luz de los resultados observados (Capítulos I y II), esta nueva hipótesis en el 
comportamiento social de las abejas melíferas bajo condiciones naturales, podría estar limitando la 
incidencia de la infección en el área reproductiva de la colmena, cuyas consecuencias finales podrían 
verse además aceleradas basándonos en las observaciones de que; en abejas adultas emergentes de larvas 
infectadas experimentalmente los niveles elevados de Vg podrían retrasar el polietismo de edad normal 
y alterar el equilibrio de la colonia (BenVau et al., 2017). Las abejas jóvenes infectadas en la zona de 
cría de la colmena aumentan la probabilidad de infección de la reina reproductiva, con consecuencias 
muy negativas para la supervivencia de la colonia (Higes et al., 2009a). 
Por otra parte, en la presente memoria se demuestra el tropismo tisular de N. apis y N. ceranae 
por las células epiteliales del ventrículo de las abejas obreras adultas a través del primer estudio 
histopatológico realizado hasta la fecha, basado en imágenes de microscopía óptica y microscopía 
electrónica de trasmisión de diferentes órganos y tejidos (Capítulo IV). 
Anteriormente, se había sugerido un amplio número de órganos, diferentes al intestino medio, 
como órganos diana de los microsporidios (Chen et al. 2009; Gisder et al. 2010; Copley y Jabaji 2012; 
Huang y Solter 2013). Estas hipótesis previas sobre la diversa especificidad tisular de Nosema spp. en 
A. mellifera se han apoyado en la detección del ADN de los microsporidios en diferentes órganos 
extraventriculares. Nuestros resultados demuestran que la infección de las especies del género Nosema 
ocurre con específica afinidad en las células epiteliales y de los centros regenerativos del ventrículo de 
abejas obreras adultas, sin causar lesión en tejidos circundantes. 
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señalización celular y en la autorrenovación de las células intestinales (Dussaubat et al., 2012; Huang 
et al, 2016; Panek et al., 2018). Los resultados aquí mostrados (Capítulo IV) representan un avance 
importante en nuestra comprensión de los mecanismos patógenos utilizados por Nosema spp., dado que 
por primera vez se observan imágenes de la infección activa en las células responsables de la re-
epitelización intestinal en los centros regenerativos del ventrículo. Las lesiones a este nivel tienen un 
impacto sobre la resiliencia del órgano digestivo y por tanto afectan a su funcionalidad, lo cual refleja 
el efecto negativo directo de la infección parasitaria sobre la viabilidad del hospedador. Asimismo, es 
probable que N. ceranae module en este tejido, y a nivel transcripcional, algunos procesos metabólicos 
de su hospedador en las células de los centros regenerativos (Martín-Hernández et al., 2017; Panek et 
al 2018). Estos resultados son consistentes con los obtenidos en el estudio sobre la respuesta celular de 
las abejas (Capítulo III) durante los primeros 5 días de desarrollo del parásito. 
Además, las imágenes aportadas en el Capítulo IV muestran que las esporas y diversas formas 
inmaduras de Nosema spp. dentro de las células infectadas se rodean de numerosas mitocondrias y 
alteran el retículo endoplásmatico rugoso del hospedador. Estas observaciones concuerdan con las 
anteriormente descritas por el equipo del CIAPA (Higes et al. 2007; García-Palencia et al. 2010; 
Rodríguez-García, 2017), así como con las características propias de los microsporidio que, carentes de 
algunos orgánulos celulares, dependen de la maquinaria energética y constructora del hospedador para 
reproducirse rápidamente en su interior (Burri et al., 2006; Cornman et al., 2009). Sin embargo, el estrés 
energético que N. ceranae produce en el hospedador no parece compensarse con la ingesta de una mayor 
cantidad de alimento bajo condiciones experimentales cuando se mide en periodos largos (Capítulo 
III), aunque en éste caso los valores del consumo entre réplicas fueron tan dispersos que no resultaron 
en diferencias estadísticamente significativas. Todas estas evidencias demuestran la fuerte interacción 
entre las células hospedadoras y este grupo de parásitos intracelulares (Capítulos III y IV). 
Las imágenes de microscopía también mostraron que las regiones proximales del ventrículo de 
las abejas infectadas fueron las primeras en infectarse por N. apis, al contrario que en observaciones 
anteriores (Fries, 1988) y de forma similar a N. ceranae (Higes et al., 2007). De manera que la diferente 
sintomatología que presentan ambas enfermedades (COLOSS, 2009; Higes et al., 2010c) y 
particularmente la inducción de la liberación de heces diarreicas asociada solo a N. apis, (Fries, 1993), 
no se explica a través de las diferentes zonas del ventrículo afectadas dado que, transcurridos los 
primeros momentos de la infección, estas fueron la misma. Sin embargo, es posible que la inhibición de 
los genes de la apoptosis y la activación de los genes del ciclo celular observada en las abejas infectadas 
por N. ceranae (Capítulo III), esté relacionada con la ausencia de la expulsión de las células infectadas 
al no activarse en estas el proceso de suicidio celular, y dado que no son destruidas, tampoco deberán 
ser expulsadas por las heces (Panek et al., 2018). No obstante, en nuestros estudios de histopatología 
tanto los daños celulares como la ausencia de lesiones en tejidos diferentes al epitelio ventricular fue 
similar en abejas infectadas con N. apis o N. ceranae y, dado que otros estudios anteriores también han 
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demostrado la inhibición de la apoptosis en las células del intestino de abejas infectadas por N. apis, 
aunque por vías diferentes a las activadas en abejas infectadas por N. ceranae (Martín-Hernández et al., 
2017), la causa de la sintomatología desigual en las abejas infectadas por ambos microsporidios queda 
aún sin resolver.  
En este estudio histopatológico (Capítulo IV) también se constata que la dosis de esporas 
administrada tiene un efecto sobre la intensidad de la infección, así como sobre la mortalidad de las 
abejas enjauladas a lo largo del tiempo, e independientemente de la especie de Nosema. Las abejas 
expuestas a mayores dosis de esporas mostraron una mayor densidad de diferentes fases intracelulares 
de los parásitos. El hecho de que al final del experimento (15 días después de la infección) no se 
dispusiese de abejas supervivientes a la infección por 100.000 esporas de N. ceranae y solo dos hubiesen 
sobrevivido a la infección por N. apis, junto con el hecho de que en el mismo punto de muestreo se 
pudiesen utilizar abejas infectadas con 50.000 esporas de los microsporidios, demuestra que la dosis 
infectante afecta de forma diferente a la viabilidad de las abejas adultas, tal y como ha sido constatado 
anteriormente en otras subespecies de A. mellifera (Huang et al., 2014), aunque con una tasa de 
mortalidad inferior a la publicada en abejas ibéricas primeramente (Martín-Hernández et al., 2011).  
Todos los trabajos desarrollados en la presente memoria confirman el carácter patógeno de N. 
apis y N. ceranae y demuestran que, tanto la edad de las abejas en el momento de la infección y a lo 
largo de los estudios, como la dosis de esporas y el método de infección experimental influyen en el 
desarrollo y éxito de la infección, y por ello, probablemente también, en las consecuencias en la abeja 
individual y en la colonia de abejas melíferas. Asimismo, en la búsqueda de nuevos métodos de control 
de las nosemosis se deberá tener en cuenta la infección de la cría de abeja como fuente y vector de la 
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10. CONCLUSIONES GENERALES 
 
Integrando los resultados de los cuatro capítulos de esta memoria de tesis doctoral, se han extraído las 
siguientes conclusiones: 
1. En condiciones naturales, los microsporidios entomopatógenos N. ceranae y N. apis pueden 
multiplicarse activamente en los estadios inmaduros de la cría de abeja; desde larvas recién 
operculadas hasta pupas maduras pre-emergentes. 
2. Aunque el nivel de infección natural de una colmena sea relativamente alto, la frecuencia de la 
infección por Nosema spp. en la cría de abeja obrera es baja, por lo que existe poco riego de 
infección de los estadios inmaduros en los que, sin embargo, se puede mantener la infección.  
3. La detección del ARNm de los genes N. ceranae-PTP3 y N. apis-RPB1 es una herramienta útil 
para confirmar la multiplicación de N. ceranae y N. apis, y por tanto sirve para confirmar la 
infección activa de los microsporidios, permitiendo detectar bajas prevalencias al facilitar el 
análisis de un gran número de muestras individualmente.  
4. Las abejas obreras jóvenes de 0 y 1 día de edad, son más susceptibles a la infección por N. ceranae 
que abejas más maduras. La intensidad de la infección disminuye al aumentar la edad, por lo que 
la edad del hospedador en el momento de la exposición al patógeno es un factor determinante de la 
infección.  
5. El nivel de infección por N. ceranae en abejas obreras jóvenes depende del método de 
administración de las esporas. La administración individual de esporas de N. ceranae en 
condiciones controladas de laboratorio es más exitosa y produce mayores niveles de parasitación 
que cuando se administran de forma colectiva, independientemente de la edad de las abejas. 
6. La infección con dosis relativamente bajas de esporas de N. ceranae acorta la vida de las abejas 
rápidamente sin favorecer un mayor consumo de alimento a lo largo del tiempo, y modula la 
expresión de genes del ciclo celular y la apoptosis del hospedador con un patrón dinámico y 
complejo en el tiempo. 
7. Nosema apis y N. ceranae tienen un tropismo tisular similar por las células epiteliales del ventrículo 
y las células de los centros regenerativos de las abejas melíferas. La infección con altas dosis de 
esporas de microsporidios es evidente a los 7 días post-infección, comenzando por las regiones 
proximal y distal, respectivamente, y extendiéndose rápidamente, en ambos casos, a lo largo del 



































Integrating the results of the four chapters of this doctoral thesis report, the following conclusions have 
been drawn: 
1. Under natural conditions, the entomopathogenic microsporidia N. ceranae and N. apis can be 
actively multiplied in the immature stages of bee breeding; from newly operculated larvae to pre-
emergent mature pupae. 
2. Although the natural infection level of a colony can be relatively high, the frequency of infection 
by Nosema spp. in worker bee brood is low, so there is little risk of infection of immature stages in 
which, however, the infection can be maintained.  
3. The mRNA detection of the N. ceranae-PTP3 and N. apis-RPB1 genes is a useful tool to confirm 
the multiplication of N. ceranae and N. apis, and therefore serves to confirm the active infection of 
the microsporidia, allowing detection of low prevalence by simplifying the analysis of a large 
number of samples individually. 
4. Young worker bees, 0 to 1 day old, are more susceptible to infection by N. ceranae than more 
mature bees. The intensity of infection decreases with increasing age, so the age of the host at the 
time of exposure to the pathogen is a determining factor of the infection.   
5. The level of infection by N. ceranae in young worker bees depends on the method of administration 
of the spores. Individual administration of N. ceranae spores under controlled laboratory conditions 
is more successful and produces higher levels of parasitization than when administered collectively, 
regardless of the age of the bees. 
6. Infection with relatively low doses of N. ceranae spores quickly shortens the life of the bees without 
favoring an increased consumption of food over time, and modulates the expression of cell cycle 
genes and host apoptosis with a dynamic and complex pattern throughout time. 
7. Nosema apis and N. ceranae have similar tissue tropism for the ventricular epithelial cells and the 
clusters of regenerative cells of honey bees. Infection with high doses of microsporidia spores is 
evident 7 days post-infection, starting in the proximal and distal regions, respectively, and 
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12.  RESUMEN 
Nosema apis y Nosema ceranae producen las enfermedades de abeja conocidas como nosemosis tipo A 
y tipo C, respectivamente. Ambas especies difieren en los efectos que produce sobre el hospedador y 
presentan un cuadro clínico característico que afecta de una manera desigual a la viabilidad de las 
colmenas. Sin embargo, todavía no se conocen algunos de los mecanismos que se asocian con estos dos 
microsporidios. 
En esta tesis se han estudiado factores determinantes de la infección, relacionados con el parásito 
y el hospedador, con el fin de estimar el origen de las variaciones individuales en el desarrollo de la 
enfermedad a nivel de abeja adulta y sus fases de desarrollo, y explicar algunas de las diferencias en el 
desarrollo de las nosemosis en los diferentes individuos de las colonias afectadas.  
Por primera vez, se ha demostrado que la infección por ambos agentes afecta a individuos 
inmaduros en colmenas naturalmente infectadas, que pueden sobrevivir a la edad adulta, e incrementar 
el número de abejas recién nacidas parasitadas. Las abejas adultas jóvenes, a la edad de 0-1 días, son 
claramente más susceptibles a la infección por N. ceranae que las abejas más maduras. Sin embargo, la 
frecuencia de la infección por Nosema spp. en la cría es baja, por lo que existe poco riego de infección 
de los estadios inmaduros en los que, sin embargo, se pueden mantener la infección en la colonia. La 
inmunidad social podría estar detrás de los bajos porcentajes de infección natural en cría operculada y 
la mayor susceptibilidad de las abejas recién nacidas, encargadas de limpiar las celdas de cría, y que una 
vez infectadas inhiben su comportamiento normal y maduran precozmente, manteniendo así la 
integridad reproductiva del súper-organismo frente a la infección patógena. Un nuevo método 
desarrollado para la detección de la multiplicación activa de los microsporidios permite confirmar bajos 
porcentajes de parasitación en infecciones naturales.  
La variación de la expresión de genes del hospedador en respuesta a la infección de N. ceranae 
es prolongada en el tiempo, y la modulación de genes del hospedador en beneficio del patógeno ocurre 
especialmente en las fases tempranas de la infección. El estrés energético que produce N. ceranae en el 
hospedador no se compensa con una mayor ingesta de alimento en periodos largos y bajo condiciones 
experimentales. 
Las especies del género Nosema tienen una afinidad específica por las células epiteliales y las 
células de los centros regenerativos del ventrículo de abejas obreras adultas, sin causar lesión en tejidos 
circundantes. Las lesiones a este nivel tienen un impacto sobre la resiliencia del órgano digestivo y 
afectan a su funcionalidad, demostrando el efecto negativo directo de la infección parasitaria sobre la 
viabilidad del hospedador. Sin embargo, la diferente sintomatología que presentan ambas enfermedades 





En la búsqueda de nuevos métodos de control deberá considerarse la cría operculada como otra 
fuente de esporas infectivas dentro de las colonias. En los estudios in vitro deberá considerarse la edad 
de las abejas, la dosis de esporas y el método de infección en la interpretación de los datos y la deducción 




























Nosema apis and Nosema ceranae produce the bee diseases known as nosemosis type A and type C, 
respectively. Both species differ in the effects they produce on the host and in the characteristic clinical 
picture that affects unequally the viability of the honey bee colonies. However, some of the mechanisms 
associated with these two microsporidia are not yet known. 
Some determinant infection factors, related to the parasite and the host, have been studied to 
assessment the origin of individual variations in the development of the disease at both adult bee and 
bee brood levels, in order to explain some of the differences in the development of nosemosis in the 
members from infected colonies. 
For the first time, it has been demonstrated that infection by both agents affects immature 
individuals in naturally infected colonies, which can survive to adulthood, and increase the number of 
newly born parasitized bees. Young adult bees, at the age of 0-1 days, are clearly more susceptible to 
the infection of N. ceranae than the older ones. However, the frequency of Nosema spp. infection in the 
bee brood was low, so there is little risk of infection of immature stages in which, however, the infection 
can be maintained inside the colony. The honey bee social immunity could explain the low percentages 
of natural infection in operculated brood and the greater susceptibility of the new-born bees, which clean 
the brood cells, and once infected their normal polyethism it’s accelerated, thus the reproductive of the 
super-organism would remain intact in facing the pathogenic infection. A new method has been 
developed for the detection of the active multiplication of microsporidia that allows to confirm a low 
parasite prevalence in naturally infected colonies.  
Variation of host gene expression in response to N. ceranae infection is prolonged over time, 
and host gene modulation for its own benefit occurs especially in the early stages of infection. The 
energetic stress produced by N. ceranae in the host is not compensated by the bee's food intake over a 
long period, and under experimental conditions. 
Both Nosema species have a high tropism for the ventricular epithelium cells and the clusters of 
regenerative cells in the adult worker bees, without causing overt damages in surrounding tissues. The 
lesions at that level have an impact on the resilience of the digestive tissue and affect to its functionality, 
so the direct negative effect of parasitism on host viability have been shown. However, the different 
symptomatology of both diseases could not be explained by the histopathology observations.  
In the search for new control methods of nosemosis, the operculated brood should be considered 
as a source of infective spores within the colonies. Additionally, the bee age, the spore’s dose and the 
method of bee infection should be attended in laboratory studies and especially when comparing results 
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a b s t r a c t
Nosema ceranae is the most prevalent endoparasite of Apis mellifera iberiensis and it is a major health
problem for bees worldwide. The infective capacity of N. ceranae has been demonstrated experimentally
in honey bee brood, however no data are available about its prevalence in brood under natural conditions.
Thus, brood combs from 10 different hives were analyzed over two consecutive years, taking samples
before and after winter. A total of 1433 larvae/pupae were analyzed individually and N. ceranae
(3.53%) was the microsporidian most frequently detected, as opposed to Nosema apis (0.42%) which
was more frequently detected in conjunction with N. ceranae (0.71%). The active multiplication of both
microsporidians was confirmed by the expression (real-time-PCR) of the N. ceranae polar tube protein
3 gene and/or the N. apis RNA polymerase II gene in 24% of the brood samples positive for Nosema
spp. Both genes are related to microsporidian multiplication. As such, N. ceranae multiplication was con-
firmed in 1.06% of the samples, while N. apis multiplication was only observed in co-infections with N.
ceranae (0.07%). Brood cells were analyzed for the presence of Nosema spp., as those are the immediate
environment where the brood stages develop. The brood samples infected by Nosema spp. were in brood
cells in which that microsporidians were not detected, while brood cells positive for N. ceranae hosted
brood stages that were not apparently infected, indicating that this is unlikely to be the main pathway
of infection. Finally, the colonies with brood infected by N. ceranae showed higher levels (numbers) of
infected adult bees, although the differences were not significant before (P = 0.260), during (P = 0.055)
or after (P = 0.056) brood sampling. These results show that N. ceranae is a bee parasite ubiquitous to
all members of the colony, irrespective of the age of the bee. It is also of veterinary interest and should
be considered when studying the epidemiology of the disease.
 2019 Australian Society for Parasitology. Published by Elsevier Ltd. All rights reserved.
1. Introduction
Microsporidians are a truly diverse lineage of extremely
reduced parasites that are related to the Order Rozellida (Rozel-
losporidia = Rozellomycota = Cryptomycota) or that diverged as
the branch below the fungi, within the Holomycota clade of
Opisthokonta (James et al., 2013; Bass et al., 2018; Galindo et al.,
2018). These organisms are obligate intracellular parasites that
infect a wide range of vertebrates and invertebrates (Didier et al.,
2004). They are frequently found in domestically managed aquatic
and terrestrial hosts, many of which are vulnerable to epizootics
and all of which are crucial for the stability of the animal–human
food chain (Stentiford et al., 2016). In economically relevant insects
such as the silkworm (Bombyx mori) and honey bee (Apis mellifera),
microsporidians can cause serious diseases and, as a result, impor-
tant financial losses.
Some insects play a vital role as pollinators, regulating natural
ecosystems. Globally, nearly 90% of wild flowering plant species
to some extent depend on the transfer of pollen by animals, espe-
cially bees (IPBES, 2016, https://www.ipbes.net/system/tdf/spm_
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deliverable_3a_pollination_20170222.pdf?file=1&type=node&id=
15248; European Commission, 2017, http://ec.europa.eu/environ-
ment/nature/pdf/roadmap-for-the-eu-pollinators-initiative.pdf).
To date, three microsporidian species have been described in A.
mellifera honey bees: Nosema apis (Zander, 1909), Nosema ceranae
(Fries et al., 1996), and Nosema neumanni (Chemurot et al., 2017).
Due to its more recent identification, there is currently little infor-
mation available about the effects of N. neumanni infection, while
the other two Nosema spp. (N. apis and N. ceranae) have different
clinical consequences in honey bee colonies. Nosema apis was first
described over a century ago (Zander, 1909) and the consequences
of its infection in honey bee colonies were first described many
decades ago. Dysentery and bees crawling around the hive are
among the most recognizable clinical signs of N. apis infection
and, indeed, this disease is thought to cause significant economic
losses to beekeepers around the world. By contrast, N. ceranae
was first described in 1996 as a parasite of the eastern bee Apis cer-
ana (Fries et al., 1996), although by the beginning of this century it
was considered to be an epidemic for its new host, A. mellifera
(Higes et al., 2006; Martín-Hernández et al., 2007; Paxton et al.,
2007). The disease provoked by N. ceranae has clinical signs dis-
tinct from those caused by N. apis, and N. ceranae infection can
be particularly unsettling for beekeepers because the infected colo-
nies do not generally show outward manifestations of infection
until their health is severely compromised (Higes et al., 2008a;
Botías et al., 2012a). Because the diseases caused by both
microsporidians are well differentiated, that produced by N. apis
is now referred to as Nosemosis type A and that caused by N. cer-
anae as Nosemosis type C (Higes et al., 2010). Indeed, Nosemosis
Type C has been associated with altered polyethism and a gradual
loss of workers bees, ultimately exhausting the colony and causing
its death (Higes et al., 2008a; Hatjina et al., 2011; Khoury et al,
2011, 2013; Botías et al., 2012a,b; Ravoet et al., 2013; Lodesani
et al., 2014; Bekele et al., 2015; Lecocq et al, 2016).
Both Nosema spp. have now been reported across the five con-
tinents where apiculture practices involve the use of sub-species
and variants of A. mellifera: Africa (Fries et al., 2003; Higes et al.,
2009a); Asia (Huang et al., 2008; Chen et al., 2009); North America
(Chen et al., 2008, Williams et al., 2008) and South America
(Calderón et al., 2008; Invernizzi et al., 2009); Europe (Higes
et al., 2006; Paxton et al., 2007); and Oceania (Giersch et al.,
2009). In fact, globalization has provided parasites/pathogens
opportunities to cross geographic boundaries and expand to new
hosts in apiculture (Chen et al., 2009; Chen and Huang, 2010; Li
et al., 2012; Vanbergen et al., 2013). Despite its more recent iden-
tification, N. ceranae is now not only more widespread but it is
even more predominant in many regions (Klee et al., 2007;
Martín-Hernández et al., 2007; Giersch et al., 2009; Invernizzi
et al., 2009; Fries, 2010; Copley et al., 2012; Porrini et al., 2016;
Gisder et al., 2017; Khezri et al., 2018; Tokarev et al., 2018). In fact,
the prevalence of N. ceranae is not only on an upward trend (Cox-
Foster et al., 2007; Botías et al., 2012b; Cepero et al., 2016; Gisder
et al., 2017) but since its prevalence could be favored at higher
temperatures (Martín-Hernández et al., 2009; Paxton, 2010;
Sánchez Collado et al., 2014; Özgör et al., 2015; Gisder et al.,
2017), it represents an important challenge in the face of global
warming.
Nosema infection occurs after the ingestion of mature spores in
food or water, and it is mainly transmitted by trophalaxis (food
sharing: Smith, 2012) or the fecal-oral route (fecal waste cleaning)
via an infected nest mate (Webster, 1993; Higes et al., 2009b). The
target tissue for both N. apis and N. ceranae is the bees’ ventriculum
(Higes et al., 2007; Huang and Solter, 2013), infecting the epithelial
cells in which these microsporidian species produce their prolifer-
ative stages.
All A. mellifera castes (workers, queen and drones) are suscepti-
ble to Nosema spp. infection (Higes et al., 2007; Webster et al.,
2008; Higes et al., 2009a,b; Traver and Fell, 2011, 2012; Martín-
Hernández et al., 2012). Although Nosemosis has traditionally been
considered an adult disease, drone and queen pupae were seen to
be weakly infected by N. ceranae in naturally infected colonies
(Traver and Fell, 2011, 2012), and both N. apis and N. ceranae were
detected in spring workers and queen larvae and/or pupae in Chile
(Rodríguez et al., 2012. A later study confirmed that pre-pupae of A.
mellifera workers could be successfully infected under laboratory
conditions (Eiri et al., 2015), producing a range of pathological
problems in the adults that emerged from them after metamor-
phosis, shortening their life, delaying normal age polyethism and
disrupting the balance of the colony (Eiri et al., 2015; Benvau
and Nieh, 2017). Immature stages of other hymenopterans have
previously been reported to be susceptible to experimental infec-
tion by microsporidians, eg Bombus terrestris to Nosema bombi
(van den Eijnde and Vette, 1993; Schmid-Hempel and Loosli,
1998). Similarly, larvae of Loxostege sticticalis (Lepidoptera:
Crambidae) were successfully infected with fresh N. ceranae spores
isolated from A. mellifera (Malysh et al., 2018), and N. apis and N.
ceranae DNA was also recently isolated from the larvae of the
honey bee pest Galleria mellonella (Lepidoptera: Pyralidae)
collected from honey bee hives in Turkey (Ozgor et al., 2017).
Due to the high prevalence of N. ceranae in Spain (Botías et al.,
2012b; Cepero et al., 2014, 2016), the aim of this study was to
determine if brood infection occurs naturally in Nosema spp.
infected colonies, assessing two well-defined beekeeping
moments: before and after winter cluster formation. Additionally,
correlations with the levels of infection at different developmental
bee stages were studied, as was the presence of the microsporidi-
ans in the brood cells, to evaluate this as a possible route of bee
brood exposure.
2. Materials and methods
2.1. Colonies
Ten Apis mellifera iberiensis colonies located at an experimental
apiary of the Centro de Investigación Apícola y Agroambiental de
Marchamalo (CIAPA) Research Center (Marchamalo, Spain) were
used for this study. Two consecutive studies were carried out
between 2015 and 2017, using five colonies in each assay. The
colonies H1 to H5 were included in the first study (Assay 1:
2015–2016) and H6 to H10 in the second one (Assay 2: 2016–
2017). All of them were positive for N. ceranae infection from pre-
vious DNA analyses.
2.2. Bee brood (BB) sampling
The sampling times are indicated in Table 1. In order to analyze
bee brood (BB) samples before and after winter bee cluster forma-
tion, one comb with a BB was collected from each colony in Octo-
ber 2015 and February 2016 (Assay 1; colonies H1–H5), or in
November 2016 and March 2017 (Assay 2; colonies H6–H10).
Despite using different sampling months in the two assays, the
samples were collected at the same beekeeping moment ie prior
to the wintering cluster formation (pre-clustering; October/
November) and after winter cluster formation (post-clustering;
February/March). Brood combs were collected at the experimental
apiary and immediately transported to the laboratory, where they
were frozen at 80 C until analysis.
The total number of brood samples (including recently capped
larvae, pupae and pre-emerging adult bees) is shown in Table 2.
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At each sampling time, 90 capped BBs were analyzed from each
colony when possible; post-clustering in Assay 1, three colonies
(H1, H3 and H4) had died and thus brood samples were only taken
from the remaining colonies. Similarly, the H7 colony was very
weak in November 2016 (Assay 2), with no consistent brood, so
no brood comb was taken from it.
To collect brood samples, frozen brood combs were thawed suf-
ficiently to be able to carefully cut them and individually extract
the different developmental bee stages (larvae and pupae) from
their cells. Brood samples were selected randomly from the BB
area, trying to include most of the developmental phases present
in the combs. Each sample was aseptically removed from the cell
one by one, with the aid of a sterile wooden stick and sterile tweez-
ers to first completely open the operculum and break the cell wall.
The samples were then extracted, avoiding any external contami-
nation with Nosema spp. spores outside their own cells. Samples
were discarded when larvae or pupae came into contact with the
external surface of the cell or when there was any contact with
an adjacent brood. To remove any spores on the brood surface,
the brood sample was washed after it was taken out of the cell
with MilliQ H2O (MilliQ
 system, Merck, Damstadt, Germany)
using a sterile disposable Pasteur pipette.
The brood samples were then visually classified into seven
groups according to their developmental post-capping time (pct)
stage (Human et al., 2013): L (capped stretched larva; 2–3 days
pct); P1 (white eye pupa stage; 4 days pct); P2 (pink eye stage;
5–6 days pct); P3 (dark pink-purple eye pupa stage; 7–8 days
pct); P4 (dark purple eye pupa stage; 9 days pct); P5 (black eye
pupa; 10–11 days pct) and P6 (resting adult pre-emergence stage;
12 days pct).
2.3. Brood cell sampling
The cells were examined during the second assay to evaluate
the presence of Nosema spp. DNA in the area where the brood
develops (Table 1). Having carefully removed the brood samples
(Section 2.2), approximately 20 cells per brood combwere sampled
by dripping 100 ll of doubled-distilled water (dd-H2O; PCR
quality) slowly onto the cell walls and subsequently recovering it
from the bottom of the cell with a disposable sterile Pasteur
pipette. A total of 164 cells were analyzed: 77 cells from four
colonies pre-clustering and 87 cells from all five colonies post-
clustering (Table 2).
2.4. Adult bee sampling
Details of both interior bee (IB) and forager bee (FB) sampling
collection can be seen in Table 1. In Assay 1, 25 IBs plus 25 FBs
were sampled per honey bee colony at each of seven time points
between September 2015 and April 2016. During Assay 2, in order
to increase the detection limit of Nosema spp., the sample size was
increased and 100 IBs plus 100 FBs were collected at each of six
time points between September 2016 and July 2017, except in
November 2016 when only 25 IBs were collected. The total number
of worker bees sampled is shown in Table 2. The IBs were sampled
from the brood chamber, brushing away the bees from the first
combs with no brood, while the FBs were collected at the hive
entrance at midday, blocked as described previously (Meana
et al., 2010). During bee clustering in the coldest months of autumn
and winter, no FBs were sampled since no foraging activity was
observed (H1 November 2015 and January 2016; H4: November
2015; H6–H10: November and December 2016).
2.5. Sample processing and nucleic acid extraction
2.5.1. Brood samples
Each immature stage was placed individually into a well of a
96-well collection plate (Deltalab, Barcelona, Spain, No. 409004)
over an ice surface. Every well contained 180 ll of 60% AL lysis buf-
fer (Qiagen, Hilden, Germany No. 1014600), 1 lg/ml of RNA carrier
(Qiagen, 148037710) and four 2 mm glass beads (Sigma), as
described previously (Cepero et al., 2014). One well in every 20
brood samples was left empty as a negative control (with milliQ
H2O and the reagents only). The plates were sealed and shaken
at 30 Hz for 6 min (TyssueLyser II, Qiagen), and 180 ll of the
resulting macerate were transferred to a new multi-well plate
(Eppendorf AG, Hamburg, Germany, No. 0030128.575), mixed
with 200 ll of 60% AL buffer and 20 ll of protease (supplied with
the BioSprint 96 DNA Blood Kit, Qiagen), and incubated for
10 min at 70 C and 300 rpm. Total nucleic acid extraction was per-
formed using the BioSprint 96 DNA Blood Kit (Qiagen, No.
940057) and the BS96 DNATissue protocol (Qiagen), in a
Table 2
Number of samples analyzed in this study.
Year Hive ID Season Bee brood Cells Interior bees Foragers Total adult
2015–2016 H1–H5 Pre-clustering 447 – 350 300 650
Post-clustering 179 – 225 175 400
2016–2017 H6–H10 Pre-clustering 360 77 1125 500 1625
Post-clustering 447 87 1625 1400 3025
Total H1–H10 1433 164 3325 2375 5700
Table 1
Study sampling design: months in which bee broods, adult bees and brood-cells were collected between September 2015 and July 2017.
Assay 1 Assay 2
Pre-clustering Post-clustering Pre-clustering Post-clustering
Sep 15 Oct 15 Nov 15 Jan 16 Feb 16 Mar 16 Apr 16 Oct 16 Nov 16 Dec 16 Mar 17 May 17 Jul 17
Bee brood (BB) x x x x
Interior bees (IB) x x x x x x x x x x x x x
Forager bees (FB) x x x x x x x x x x x x x
Cells x x
Hive identification H1–H5 H6–H10
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Biosprint 96 workstation (Martín-Hernández et al., 2012), with a
final elution volume of 100 ml. Immediately after extraction, 25 ml
of the 100 ml of the eluted nucleic acid sample was treated with
RNase-free DNase I (Qiagen, No. 79254) and used to generate first
strand cDNAs using the iScriptTM cDNA Synthesis Kit (Bio-Rad, Her-
cules, California, No. 1708891), according to the manufacturer’s
instructions. The cDNA was generated by maintaining the reaction
mix at 25 C for 5 min, 46 C for 20 min and finally, 95 C for 1 min
(Mastercycler ep gradient S; Eppendorf), storing the generated
cDNA at 20 C until use. Negative controls were run in parallel
for each step (DNA and RNA extraction, and reverse transcription
controls).
2.5.2. Brood cell samples
The double distilled (dd)-H2O (100 ml) recovered from the bot-
tom of the cells (Section 2.3) was placed individually into a well
of a Deepwell-96 plate with 100 ll of 50% AL buffer and 1 lg/ml
of RNA carrier (Cepero et al., 2014). The plates were then processed
in the same way as those with the BB samples (Section 2.5.1) and
again, one well with no sample was included with every 20 sam-
ples as a negative control.
2.5.3. Adult bee samples
Similarly, the abdomen of each adult bee (IB and FB) was placed
individually into a well of a Deepwell-96 plate on ice, which con-
tained 180 ll of 50% AL buffer and 1 lg/ml of RNA carrier
(Cepero et al., 2014). The plates were then stored at 80 C until
further processing and again, one in every 20 wells was left with
no sample and processed in parallel as a negative control. After
maceration, the DNA was extracted from the adult samples col-
lected in Assay 1 as indicated in Section 2.5.1. However, DNA
was extracted from the adult bees from Assay 2 using a different
method, transferring 50 ll of the bee macerate to a new multi-
well plate with 50 ll of a Tris–HCl solution (10 mM Tris–HCl, pH
8.0, 1 mM EDTA) and 15 ll of Proteinase K (Qiagen, No.
1019499), and incubating for 20 min at 95 C. This method has a
similar limit of detection for Nosema spp. as that used for the sam-
ples from Assay 1 but it is quicker and cheaper (Rodríguez-García,
C., Higes, M., De La Rua, P., Martín-Hernández, R., 2014. Compara-
tive analysis of different methods for gDNA extraction and
detection of Nosema ceranae, Nosema apis and Nosema bombi. In:
Pilar de la Rúa (Ed.), Proceedings of the Sixth European Conference
of Apidologie, Universidad de Murcia, Spain pp. 211–212. http://
www.eurbee.org/Files/book%20of%20abstracts%20Eurbee6.pdf).
Negative controls were run in parallel for each step of the two
assays.
2.6. Molecular detection of Nosema spp. (PCR): BB, adult bees and
brood cell samples
The presence of N. apis and N. ceranae spp. was assessed in all
the samples using a triplex conventional PCR as described previ-
ously (Martín-Hernández et al., 2012), including the detection of
A. mellifera DNA as an internal control (IPC) for the PCRs. All the
PCRs were carried out in a volume of 25 mL containing the HotSplit
DNA polymerase (1 U/ml: Biotools, Madrid, Spain, cod. 10.531–
10.533), 0.4 mM of each primer, 0.2 mg/ml of BSA, 0.1% Triton
X-100 and 2.5 mL of DNA template in customized gelified plates
(Biotools). These reaction conditions had the same sensitivity as
that described previously (Martín-Hernández et al., 2012): 2.5
spores of N. ceranae and/or 25 spores of N. apis in 150 ml of bee
macerate. All reactions were carried out in a Mastercycler ep gra-
dient S (Eppendorf) and analyzed in a QIAxcel Advanced System
(Qiagen) using a QIAxcel DNA Screening Kit (Qiagen, No.
929004). The AM420 method was applied (sample uptake 10 s at
5 KV, separation 420 s at 5 KV), with QX Alignment Markers
15 bp/1 kb (Qiagen, No. 929521) and QX Size Markers 50–800
pb at 20 ng/ ml (Qiagen, No. 929556). The electropherograms were
analyzed with BioCalculator 3.0 (Qiagen), and all samples that
generated a fragment of the expected length and yielded 0.1
relative fluorescent units (RFU) were considered to be positive.
Positive controls and no template controls were analyzed in paral-
lel to detect possible contamination or amplification failures.
2.7. Multiplication of Nosema spp. in a BB (real-timePCR (RT-PCR))
The brood samples that proved positive for Nosema spp. by con-
ventional tripex-PCR were analyzed by real-time-PCR (RT-PCR) to
determine whether the detection did indeed correspond to an
active infection (Nosema spp. multiplication) or if it was merely
due to the presence of inactive spores or contamination. The cDNA
from Nosema spp. positive brood samples was analyzed to detect
the expression of genes from these microsporidians. The single-
copy gene selected for N. ceranae encodes the polar tubule protein
3 (PTP3) and for N. apis, the largest subunit of RNA polymerase II
(RPB1). Both genes were selected since they have been related to
sporogonial phases (Brosson et al., 2006) or transcription
(Katinka et al., 2001) and protein maturation processes
(Belkorchia et al., 2017), and are therefore related to microsporid-
ian multiplication.
To select the conserved areas for primer design, the sequences
available in the GenBank database (https://www.ncbi.nlm.
nih.gov/genbank/) were aligned using BioEdit Sequence Align-
ment Editor software (Hall, 1999), and the primers and probes
for N. ceranae-PTP3 and N. apis-RPB1 were designed using the
Universal ProbeLibrary Assay Design Center (https://lifescience.
roche.com/en_es/brands/universal-probe-library.html#assay-
design-center). The specificity of primers was initially in silico ver-
ified by the BLAST program (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.
cgi). MIQE (minimum information for publication of quantitative
real-time PCR experiments) guidelines were followed for the RT-
PCR design (Bustin et al., 2009). The honey bee b-actin gene was
also assayed in each sample as an internal control of mRNA preser-
vation and cDNA synthesis, using the primers and probes described
previously (Martín-Hernández et al., 2017). Controls with no tem-
plate control (NTC) or with no reverse transcription (RTC) were run
in parallel. The sequences of the primers and probes used in this
study and the amplicon sizes are shown in Table 3.
All RT-PCRs were performed on a Roche LightCycler 480 ther-
mocycler using 20 ll reaction mixes with the LightCycler 480
Probes Master Mix (Roche), according to the manufacturer’s
instructions: primers at 500 nM and universal probes at 10 nM
(UPL, Roche). The PCR program consisted of an initial step of
10 min at 95 C, followed by 45 cycles of 95 C for 10 s, 60 C for
30 s and 72 C for 1 s each, and a final cooling step at 40 C for
30 s. Each amplification cycle was analyzed with the LightCycler
480 software v1.5.1 (Roche Diagnostics) and the crossing point
(Cp) was determined by the second derivative maximum of each
curve, and it was recorded for all samples. Any Cp value over the
threshold level was interpreted as multiplication of either N. cer-
anae or N. apis, while nil Cp values were considered to indicate
uninfected BBs and the absence of microsporidian replication.
Negative and positive controls were also included.
2.8. Validation of Nosema spp. multiplication
To test the reliability of the technique detecting the Nosema spp.
multiplication (active infection; see Section 2.7), environmental
spores of N. ceranae (n = 6) and N. apis (n = 5) were analysed. The
N. ceranae spores came from naturally infected experimental
colonies and N. apis spores came from the stocks kept at 4 C in
the CIAPA. Spores were purified by 95% isotonic-Percoll and the
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species confirmed by PCR (Martín-Hernández et al., 2012). Spores
were pelleted by centrifugation and they were processed for DNA
extraction, DNase treatment and cDNA generation as described in
Section 2.5.1. Controls for the extraction step were processed in
parallel. In this case, all the samples were also processed with no
reverse transcriptase enzyme (RTC) to later verify the DNase treat-
ment had worked efficiently and no genomic DNA was present. All
samples were analysed in duplicate and RT-PCRs were performed
as described in Section 2.7. Additionally, the specificity of newly
designed primers was tested in vitro by cross-analysis of N. apis
DNA with NC-PTP3 primers and N. ceranae DNA with NA-RPB1
primers.
2.9. Parasitization levels and statistical analysis
The prevalence of BBs and adult bees (IBs and FBs) infected by
Nosema spp. were analyzed for each assay (Assay 1 and 2) and sam-
pling point (season: pre-clustering and post-clustering). The aver-
age infection in adult bees was calculated by determining the
mean of the IBs and FBs in each colony. The distribution of the
prevalence of BB microsporidians at each point analyzed
(four levels: year and season) was compared, employing non-
parametric tests (Kruskal–Wallis test), since the basal assumptions
of parametric tests (normality and constant variance) were not
satisfied.
The colonies were divided in two groups according to whether
the colony had been detected with BBs positive or negative to N.
ceranae infection. The level of infection in adult bees was compared
between both groups using the Mann–Whitney test. P < 0.05 was
considered significant and all statistical analyses were carried out
using IBM SPSS Statistics software V24.
3. Results
3.1. Prevalence of Nosema spp. in brood
Nosema ceranae was found more frequently than N. apis in
brood of A. mellifera iberiensis.
3.1.1. Detection by conventional PCR
Brood samples from all stages of development were analyzed in
this study (n = 1,433, Table 4), from recently sealed larvae
(L; 2–3 days pct) up to pre-emergent adults (P6; 12 days pct). All
NTC controls analyzed by conventional PCR were negative. The dis-
tribution of the samples for each developmental phase differed due
to the random selection of the brood. Of the 1433 brood samples
analyzed, amplification of the IPC indicated good DNA extraction
and conservation in 1418 and thus, only these samples were ana-
lyzed further. Of these 1418 samples, Nosema spp. were detected
in 66 by triplex-PCR (see Tables 4 and 5), most frequently N. cer-
anae. This species was found in all immature stages (n = 50,
Table 4), and pre- and post-clustering, with the highest prevalence
at the L stage (6.41%). Nosema apis was detected alone in L and P2
stages (n = 6), although at levels below 1%, whereas N. ceranae and
N. apis were detected together in L, P1 and P6 stages (n = 10), with
the highest prevalence at P6 (1.72%).
The annual prevalence was assessed according to clustering
(pre- or post-clustering, Table 5) and the relative detection of N.
ceranae pre-clustering was very low in both assays. No immature
stages were positive for Nosema spp. post-clustering in Assay 1
and only two colonies were still alive. However, the highest preva-
lence for N. ceranae was detected post-clustering in Assay 2, with a
positive result in 10.45% of the BBs. This sampling point was also
the only point when N. apis was detected, either alone (1.36%) or
together with N. ceranae (1.82%).
3.1.2. Nosema spp. multiplication (RT-PCR)
Table 4 shows the number of positives and the prevalence of
Nosema infection according to the larvae/pupae age. All brood sam-
ples analyzed by RT-PCR showed a correct amplification of the
honey bee b-actin gene, showing the integrity of mRNA. The
expression of the N. ceranae-PTP3 or N. apis-RPB1 gene was ana-
lyzed in the 66 brood samples in which Nosema spp. had been
detected by conventional PCR. Multiplication of microsporidians
was confirmed in only 16 of these samples (24%), of which 15 were
positive for N. ceranae at a prevalence which was always lower
than 2% (L, P1, P3, P4, P5 and P6 stages; range 1.12–1.60%; Table 4;
Supplementary Table S1). Conversely, active multiplication of N.
apis was only detected in one larva that was co-infected by N. cer-
anae (L stage, 0.18%, Table 4). Indeed, this was the only confirmed
case of N. apis multiplication in immature stages in the 2 years of
study, and only when accompanied by N. ceranae in a co-
infection. All samples showed high Cp values (>34 cycles; Supple-
mentary Table S1) although the extraction controls, RTC and NTC
were negative, indicating the absence of any contamination or
non-specific DNA amplification.
The annual prevalence of Nosema spp. in BBs (Table 5) was also
calculated according to the total number of BBs analyzed in each
season (pre- and post-clustering). The highest multiplication rate
(2.27%) was observed for N. ceranae post-clustering in Assay 2,
when the highest level of detection (10.45%) was registered. The
only larvae positive to N. apis and N. ceranae (Table 4) corre-
sponded to Assay 2 in the post-clustering season.
Six out of 10 beehives were positive for Nosema spp. in BBs at
some point during the study (four colonies out of nine were found
infected in pre-clustering and three out of six post-clustering:
Supplementary Table S2) and the infection was only persistent in
the BBs of a single colony (H8) in Assay 2.
Table 3
Real Time PCR primers and probes used in this study to detect active multiplication of Nosema spp. in naturally infected bee brood samples: PTP3, the polar tubule protein 3 gene
of Nosema ceranae; RPB1, the largest subunit of the RNA polymerase II gene of Nosema apis.
Target
organism
Primer Sequence (50–30) Reference Amplicon
length
GenBank reference
N. ceranae PTP3 F: TGCTGATGTTATGGCTACAGAAG
R: TACAGATTGCGCTGCTTTAA
P: GCCAGGAA (UPL #72)
This study 90 bp XM_002996713.1. Nosema ceranae BRL01
hypothetical protein (NCER_100083)
mRNA, complete coding sequence
N. apis RPB1 F: CCCGAATGGTTAATTTTGACTG
R: TCCCTCCATAACAATAGAAGGTCT
P: CTCCTCCT (UPL #73)
This study 71 bp DQ996230.1. Nosema apis RNA
polymerase II
largest subunit (RPB1) gene, partial coding
sequence
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The analysis of the prevalence in BBs pre-clustering and post-
clustering adopted a non-normal distribution. The frequency of
the samples displaying active multiplication of N. apis
(co-infected with N. ceranae) was very low (one sample) so no fur-
ther statistical analyses were performed. The non-parametric
Kruskal–Wallis test proved that there were no significant differ-
ences in the prevalence of natural N. ceranae infections of BBs in
the two assays (year of study), or seasonally (pre- or post-
clustering, P > 0.05).
3.2. Detection of Nosema spp. DNA in the brood cells
A total of 164 cells were studied, corresponding to 20.32% of the
total brood analyzed in Assay 2. As the results on the BBs lodged in
those cells were also available, both sets of data were represented
together (Fig. 1). Of 164 cell samples analyzed, Nosema spp. were
only detected in 26 cells (15.9%), of which N. ceranae was found
in 17 cells (10.4%) and N. apis in four cells (2.4%), with both species
detected in five cells (3.1%). Moreover, 12 cells (7.3%) that were
negative for Nosema spp. DNA had hosted eight larvae/pupae in
which N. ceranae was detected only by conventional PCR (4.9%),
and another four brood samples (2.4%) were positive following
RT-PCR which indicated the multiplication of this microsporidian.
All controls (extraction and NTC) were negative; N. apis and N. cer-
anae positive controls showed amplicons of the expected size.
3.3. Nosema spp. prevalence in adult bees
A total of 5700 adult worker bees were analyzed individually to
determine the number of infected bees in each colony and at each
sampling time point (Tables 1 and 2). As only 5650 adult bees
(3348 IBs and 2302 FBs) were positive for the IPC, only these sam-
ples were analyzed further. Extraction controls PCR-NTC were neg-
ative, showing the absence of any contamination; N. apis and N.
ceranae positive controls showed amplicons of the expected size.
The mean prevalence of ABs in the colonies with BBs infected by
N. ceranae was higher than in the colonies with BBs not infected,
and these results were always observed, irrespective of whether
they were analyzed pre- and post-clustering or if they were ana-
lyzed before, after or at the same time as brood comb sampling
(Fig. 2). However those results were not statistically significant
(P > 0.5).
3.4. Validation of Nosema spp. multiplication assay
Table 6 shows the results on DNA and cDNA obtained from N.
apis and N. ceranae environmental spores and analyzed by RT-
PCR. All the cDNA samples were negative, showing that the envi-
ronmental spores of N. apis or N. ceranae demonstrated no activity
of RPB1 or PTP3 genes, respectively. In addition, the same samples
that had been processed with no reverse transcriptase enzyme
(RTC) did not show any amplification, thus demonstrating that
the DNase treatment had been efficient and no genomic DNA
remained. Conversely, the DNA obtained from the same samples
showed low amplification Cp values, thus confirming good preser-
vation of spores (CIAPA stocks) used for this assay.
On the other hand, no cross-reaction was observed and
NC-PTP3 primers specifically detected N. ceranae samples while
NA-RPB1 primers detected only N. apis samples. NTCs were nega-
tive in all the analyses performed and positive controls indicated
the right amplification in their respective reactions.
Table 4
Number of positive samples and percentage (in brackets) to Nosema spp. detected by conventional PCR+ (detection) and by Real Time (RT) PCR (multiplication), according to the
developmental phase of the bee brood: L (capped stretched larva; 2–3 days pct); P1 (white eye pupa stage; 4 days pct); P2 (pink eye stage; 5–6 days pct); P3 (dark pink-purple eye
pupa stage; 7–8 days pct); P4 (dark purple eye pupa stage; 9 days pct); P5 (black eye pupa; 10–11 days pct) and P6 (resting adult pre-emergence stage; 12 days pct). Co-infection
indicates brood with N. ceranae and N. apis together.
Bee brood stage
L P1 P2 P3 P4 P5 P6 Total





































































































pct, post capping time.
Table 5
Percentage of brood samples positive for Nosema spp. detected by conventional PCR (detection) and by real time (RT) PCR (multiplication) according to the season (pre- and post-
clustering). Co-infection indicates a brood infected with both Nosema ceranae and Nosema apis.
Bee brood samples
Detection (% PCR+) Multiplication (% RT-PCR+)
Year Hive ID Season n N. ceranae N. apis Co-infection No. positive
samples
N. ceranae N. apis Co-infection No. positive
samples
2015–2016 H1–H5 Pre-clustering 447 0.45 0.00 0.00 2 0.45 0.00 0.00 2
Post-clustering 172 0.00 0.00 0.00 0 – – – 0
2016–2017 H6–H10 Pre-clustering 359 0.56 0.00 0.56 4 0.84 0.00 0.28 4
Post-clustering 440 10.45 1.36 1.82 60 2.27 0.00 0.00 10
2015–2017 H1–H10 Study 1418 3.53 0.42 0.71 66 1.06 0.00 0.07 16
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4. Discussion
This work confirms that Nosema spp. infection occurs naturally
in immature honey bees, as proposed previously based on labora-
tory studies (Eiri et al., 2015; Benvau and Nieh, 2017). Although
nosemosis has been traditionally considered an adult disease since
it was first described in A. mellifera (Zander, 1909; Bailey, 1955;
Fries, 1988; Higes et al., 2006; Huang et al., 2007; Fries et al.,
1996), there were a few descriptions of infection at immature
stages that had been overlooked. The first report of microsporidi-
ans in brood was the detection of N. apis spores in the hemolymph
of larvae (Gilliam and Shimanuki, 1967). Some years later ‘‘brood
Nosema” infection of late larval or pupal honey bees was described
in an apiary in South Africa (Buys, 1972, 1977; cited in Clark, 1980),
believed to be a species distinct from N. apis which had not yet
been confirmed. Many years later, N. ceranae was detected by
PCR in immature drones, queens and workers (Traver and Fell,
2011, 2012; Rodríguez et al., 2014) and N. apis in worker pupae
(Rodríguez et al., 2014), although data about their prevalence were
not provided and their multiplication was not confirmed. Thus, to
our knowledge, this is the first study reporting the prevalence of N.
ceranae and N. apis infection in immature worker stages under nat-
ural conditions.
As expected, N. ceranae (3.53%) was found more frequently than
N. apis, the latter being more frequent together with N. ceranae
infection (0.71%) than alone (0.42%). The detection of RNAm of N.
ceranae-PTP3 or N. apis-RPB1 genes proved to be a useful tool to
confirm the multiplication of these microsporidians. Environmen-
tal spores are considered dormant stages with very low or even
absent cellular activity (reviewed in Williams et al., 2014). In this
work, spores failed to show any amplification by RT-PCR and con-
sequently, the positive results obtained in BBs confirm the active
multiplication of both Nosema spp., although the level of expres-
sion was low as reflected by the high Cp values observed (Supple-
mentary Table S2). Indeed, N. ceranae multiplication was observed
in 1.06% of the immature stages examined, while N. apis was only
confirmed when the two species were co-infecting hosts (0.07%).
PTP3 gene expression, as with other spore-specific proteins, has
been reported to be synthesized during the second half of sporo-
gony during Encephalitozoon cuniculi infection (Brosson et al.,
2006; Taupin et al., 2006; Grisdale et al., 2013). On the other hand,
RPB1 is directly related to the transcription of protein-coding genes
(Katinka et al., 2001; Chymkowitch and Enserink, 2013) during the
S phase of the cell cycle and to the production of non-coding RNA
(Belkorchia et al., 2017) involved in various crucial cellular
processes.
It was previously shown that N. ceranae spores could develop
intracellularly in midgut cells at the pre-pupal stage when the
brood was experimentally infected (Eiri et al., 2015). However, N.
apis had only been considered to develop successfully in adult bees
(van den Eijnde and Vette, 1993, https://www.nev.nl/pages/publi-
caties/proceedings/nummers/04/205-208.pdf). Nevertheless, our
data confirm that both microsporidians can develop an active
infection in brood under natural conditions, although at low levels
for N. ceranae and almost anecdotally for N. apis. In fact,
microsporidian multiplication was evident from the youngest (L)
to the oldest stages (P6) studied, and no relationship was found
between the detection or transcription of N. ceranae and/or N. apis
genes and the stage of bee development. Similarly, N. ceranae
completed its full life cycle inside brood midgut cells of larvae of
the same age as those tested here (L: Eiri et al., 2015), the tissue
that will become the adult ventriculum (Carreck et al., 2013). This
fact was also confirmed for N. apis via the transcription of the RPB1
gene, as for the N. ceranae PTP3 gene. Nevertheless, multiplication
Fig. 1. Percentage of brood cells positive for Nosema spp. relative to the detection of Nosema spp. in the bee brood (BB). +, positive result; , negative result. Positive brood:
percentage of brood cells that were negative for Nosema spp., that were occupied with brood positive by PCR (Nosema spp. DNA detection) or by real-time-PCR (Nosema spp.
multiplication). Positive cell: percentage of brood cells positive that were occupied with bee immature stages that had been found negative (uninfected brood).
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was only confirmed in the 24% of the samples in which Nosema
spp. were identified by conventional PCR, indicating that infection
by many of the microsporidians was apparently not successful (as
the exhaustive method to process the brood ruled out surface con-
tamination). This might have been because the germination of
spores ingested by a brood did not actually occur (Bailey, 1955)
Fig. 2. Prevalence of Nosema ceranae infection in adult bees comparing colonies in which the bee brood (BB) was positive (+) or negative (), grouped pre-clustering or post-
clustering. a, no significant difference (P > 0.05). #, number of colonies available with infected BBs. Vertical lines indicate S.D.
Table 6
Validation of Nosema ceranae and Nosema apismultiplication assay by real-time-PCR (RT-PCR). DNA and RNA were extracted from environmental spores of N. apis and N. ceranae.
Cp [Crossing point] values were obtained for DNA, cDNA and with no-retrotransciptase enzyme (RTC). O value indicates no amplification detected. Efficiency for the b-actin gene
(91.4%) was determined using a previously described methodology (Martín-Hernández et al., 2017).
Gene Sample Cp values RT-PCR efficiency
DNA cDNA RTC
PTP3 NC 1.1 27.24 ± 0.01 0 0 99.8%
NC 1.2 27.11 ± 0.09 0 0
NC 1.3 32.02 ± 0.40 0 0
NC 1.4 32.18 ± 0.03 0 0
NC 3.1 24.89 ± 0.11 0 0
NC 3.3 29.81 ± 0.01 0 0
RPB1 NA 1.2 21.09 ± 0.19 0 0 102%
NA 1.3 22.65 ± 0.13 0 0
NA 1.4 21.51 ± 0.07 0 0
NA 3.2 27.60 ± 0.04 0 0
NA 3.3 35.19 ± 1.43 0 0
C+, C, positive and negative controls.
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or because the Nosema spp. life cycle was stopped at some point,
which could result in infection latency or spore dormancy
(BenVau and Nieh, 2017). Some pathogenic consequences of brood
infection on resulting mature adult bees have been reported (Eiri
et al., 2015; Benvau and Nieh, 2017) that are detrimental to colony
viability. These consequences of larval infection may include
reduced longevity (Eiri et al., 2015), an altered sting morphology,
and an increase in vitellogenin titers that could affect normal age
polyethism and disturb the colony balance (Goblirsch et al.,
2013; Lecocq et al., 2016; Benvau and Nieh, 2017). Microsporidian
infection of brood stages is not rare as it has been confirmed for
other species such as N. bombi infection of B. terrestris larvae (van
den Eijnde and Vette, 1993, https://www.nev.nl/pages/publi-
caties/proceedings/nummers/04/205-208.pdf; Schmid-Hempel
and Loosli, 1998) or Nosema furnacalis and Nosema granulosis infec-
tion of L. sticticalis larvae (Malysh et al., 2018). In fact, immature
stages may be the only stages susceptible to infection by some spe-
cies (van de Eijnde and Vette, 1993; Malysh et al., 2018), although
once acquired, N. ceranae (Malysh et al., 2018) and N. bombi infec-
tion (van den Eijnde and Vette, 1993, https://www.nev.nl/pages/
publicaties/proceedings/nummers/04/205-208.pdf) can also
develop during adult stages.
Once brood infection was established, the brood cells were ana-
lyzed to test them as a possible means of transmission. The pres-
ence of Nosema spp. DNA was detected at low levels (15.9%),
confirming the cells were contaminated and mainly with N. cer-
anae. However, none of the contaminated cells had been occupied
by an infected brood, whereas some cells (7.3%) in which Nosema
spp. DNA was not detected had hosted brood infected by N. cer-
anae, although only a few of these (2.7%) had a confirmed and
active infection (positive by RT-PCR). As such, it would appear that
contamination of the brood’s immediate environment was not the
main pathway of transmission, even when the prevalence of
infected adult bees was quite high (reflecting a more intense con-
tamination of the colony). Nosema ceranae spores can remain
viable in wax cells (MacInnis C.I., 2017. Nosema ceranae: A sweet
surprise? Investigating the viability and infectivity of the honey
bee (Apis mellifera L.) parasite N. ceranae. MSc Thesis. University
of Alberta, Canada. https://era.library.ualberta.ca/items/7b26607f-
08fb-4e85-9f7a-0fbac0afee68/view/ccb5adfe-2b24-47c9-9ef6-
79b69e598637/MacInnis_Courtney_I_201705_MSc.pdf) and they
have been detected by PCR in royal jelly (Cox-Foster et al., 2007;
Traver and Fell, 2012), which could be the main means of transmis-
sion to immature bees following exposure to the spores through
brood food (Traver and Fell, 2012; Goblirsch, 2017).
Horizontal transmission of microsporidians is possible through
different routes that include fecal–oral and oral–oral transmission,
and the ingestion of contaminated food and water (Didier et al.,
2004). The ingestion of spores via contaminated food, water and
pollen by honey bees has already been confirmed (Fries, 1993;
Higes et al., 2008b), through the exchange of food between bees
or when they perform their cleaning duties (Bailey, 1955; Fries,
1993; Higes et al., 2009b; Smith, 2012). In fact, food exchange by
nurse bees was probably the main source of infection here as they
play a pivotal role in brood feeding (Crailsheim, 1990). Other
routes have been suggested, such as vertical transmission of spores
from the queen to BBs (Traver and Fell, 2011), and this possibility
cannot be ruled out as no data about queen infection was collected
here.
The prevalence of Nosema spp. infection in adult bees was
assessed to determine whether the more infected adult bees, the
greater the probability of infection of the brood. This effect might
have been expected since the infected immature stages can survive
to adulthood, their infection persisting after metamorphosis and
when they become adults (Eiri et al., 2015; Benvau and Nieh,
2017). However, although Fig. 2 shows the higher level of infection
in colonies where a BB was positive, this relationship could not be
statistically confirmed. Consequently, more studies including a
higher number of colonies should be developed to demonstrate
this apparent pattern. Moreover, the spread of the pathogen from
the newborn infected bees to their healthy nest mates may be very
variable, depending on whether they engage in intensive interac-
tions or are socially isolated, which influences the health status
of the whole colony at different times of the year (Biganski et al.,
2017).
According to the results presented here, N. ceranae and N. apis
are not only an adult honey bee parasite, although there is little
risk of infection of the worker brood under field conditions even
though the level of infection in adult bees is relatively high. The
consequences of brood infection are of veterinary interest and it
will be necessary to determine the temporal evolution of such an
infection, as well as the effect it may have on the epidemiology
of the disease and on the evolution of the colonies.
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Abstract
The microsporidia Nosema apis and Nosema ceranae are major honey bee pathogens that possess different characteristics in terms
of the signs they produce, as well as disease development and transmission. Although the ventricular epithelium is generally
considered the target tissue, indirect observations led to speculation that N. ceranae may also target other structures, possibly
explaining at least some of the differences between these 2 species. To investigate the tropism of Nosema for honey bee tissues,
we performed controlled laboratory infections by orally administering doses of 50000 or 100000 fresh mature spores of either
species. The fat body was isolated from the infected bees, as well as organs from the digestive (esophagus, ventriculus, ileum,
rectum), excretory (Malpighian tubules), circulatory (aorta, heart), respiratory (thoracic tracheas), exocrine (hypopharyngeal,
mandibular and labial, cephalic, thoracic salivary glands), and sensory/nervous (brain, eyes and associated nerve structures,
thoracic nerve ganglia) systems. Tissues were examined by light and electron microscopy at 7, 10, and 15 days postinfection. Both
Nosema species were found to infect epithelial cells and clusters of regenerative cells in the ventriculus, and while the ileum and
rectum contained spores of the microsporidia in the lumen, these structures did not show overt lesions. No stages of the
parasites or cellular lesions were detected in the other organs tested, confirming the high tropism of both species for the
ventricular epithelium cells. Thus, these direct histopathological observations indicate that neither of these 2 Nosema species
exhibit tropism for honey bee organs other than the ventriculus.
Keywords
honeybee, Apis mellifera, microsporidia, Nosema apis, Nosema ceranae, tissue tropism, histopathology
Microsporidia are obligate intracellular eukaryotic parasites
included in the kingdom of Fungi.1 However, Microsporidia
were more recently considered highly derived parasitic protists,
sisters of Cryptomycota/Rozella, or diverging as the next
branch below fungi.2,27 Nosema apis was the first microspor-
idium known to infect western honey bees (Apis mellifera),42
and it has since been found on all continents.15 At the begin-
ning of the 21st century, another microsporidium—Nosema
ceranae—was also seen to naturally infect A. mellifera colonies
in Europe,24 and its worldwide spread in this and other Hyme-
nopteran hosts was also subsequently confirmed.32
Both these microsporidia may negatively affect the long-
evity of the individuals in a honey bee colony, disrupting age
polyethism with an intensity that reflects their prevalence in the
colony.18,32 However, the clinical signs of Nosema infection
differ depending on the causative agent, both at the individual
and colony level.23,25,32 For example, the typical characteristics
of N. apis infection include diarrhea, observable bee mortality
around the hive, and seasonality, whereas N. ceranae infection
results in colony dwindling and collapse in all seasons. All
adult individuals of a colony, independent of caste and sex, are
susceptible to Nosema infection, and there is evidence from
both in vitro rearing experiments10 and studies of field colo-
nies37,41 that Nosema spp. can even infect immature honey bee
stages. Indeed, under natural conditions, either coinfection or
infection with a single Nosema species is possible.30,33,35
The transmission of Nosema infection occurs mainly by the
ingestion of spores in contaminated food and water, during nest
cleaning activities, or via food exchange.38 There is also evi-
dence that bothNosema species can be sexually transmitted to a
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healthy queen through contact with spore-containing semen
during mating, although there is no evidence of subsequent
transovarian transmission to offspring.36 Both N. apis and
N. ceranae infect epithelial cells of the ventriculus (or midgut),
ultimately impairing the digestive capacity of this organ.12,20
Both species have a similar life cycle,18,29 summarized as (1)
the initial spore penetration into the midgut lumen; (2) extru-
sion of the polar tubule and transfer of the sporoplasm into a
host cell; (3) merogony, consisting of repeated binary fission of
parasitic cells; and (4) sporogony, the production of new spores
that can infect the same or adjacent cells (primary spores) or be
released into the midgut lumen (environmental spores). This
last stage of spore release suggests that there has been host cell
rupture and damage to the ventricular epithelial layer.
There have been suggestions that N. ceranae might also
infect other honey bee organs,6,7,17 although this issue remains
unclear,20 and there is no histopathological evidence that
N. ceranae produces lesions in extraventricular tissue or of the
presence of different stages of its life cycle at these sites. If
evidence were to suggest that N. ceranae is not tissue specific,
it would require a revision of our understanding of its life
cycle,[14] paving the way for new hypotheses about the differ-
ential pathogenesis and epidemiology of the 2 Nosema species.
Accordingly, the objective was to assess the histologic lesions
and the stages of the Nosema life cycle in extraventricular
tissues after experimental infection with these parasites.
Materials and Methods
According to European legislation (EU Directive 2010/63/
EU8), no specific permits were required for use of honey bees
for this study. The biological material studied here was col-
lected from Apis mellifera iberiensis colonies reared at the
CIAPA-IRIAF (Marchamalo, Spain). One comb containing
sealed worker brood was taken from a Nosema-free colony and
maintained in an incubator at 34+ 1C until the adult worker
honey bees emerged.32 Newly hatched bees were carefully
removed, transferred to cages, maintained at 33C in an incu-
bator, and fed ad libitum with a sucrose solution (50% w/w in
distilled water) combined with 2% Promotor L (a commercial
mixture of amino acids and vitamins; Calier Lab, Les Franqu-
eses del Valles, Barcelona, Spain). Honey and pollen were not
used to feed the bees to avoid potential contamination with
infective Nosema spp. spores.31
Viable and infective N. apis and N. ceranae spores were
obtained from naturally infected Spanish honey bee colonies
sent to our laboratory for pathological studies as described
previously.29,31 Briefly, infected honey bees were macerated
in distilled water (polymerase chain reaction [PCR] grade) and
centrifuged for 6 minutes at 800 g. A pellet of mature spores
was recovered, Percoll purified, and confirmed to represent a
single species by PCR.30 To homogenize and revitalize the
spores, 100 laboratory-born 5-day-old bees were fed for 2
weeks with the same syrup as indicated above but containing
1 million spores of either N. ceranae or N. apis. Subsequently,
these bees were anesthetized with CO2 and processed as
described above to obtain Percoll-purified spores of the 2 indi-
vidual Nosema species. The spores obtained were stored at
room temperature for less than 24 hours before use.
Experimental honey bee infection was performed by indi-
vidual oral administration when the bees were 5 days old.
Water (2 ml) containing 5 or 10  104 fresh Percoll-purified
N. ceranae or N. apis spores was offered to each bee using a
micropipette,20,31,32 discarding those bees that did not ingest
the entire dose. Other bees from the same batch received 2 ml of
distilled water alone and served as uninfected controls. An
intentionally high dose was administered relative to the approx-
imate infective dose indicated elsewhere (for both Nosema
species:11 ID100 ¼ 1  10
4 spores) to promote a rapid onset
of infection and to favor a wider spread to tissues for which the
pathogens might show weaker tropism.
Five groups of bees were established in total, each distributed
among 3 replicate cages containing 25 bees. The groups were
coded as follows: A5, A10, C5, C10, and T0, where the letter
indicates A ¼ N. apis, C ¼ N. ceranae, and T ¼ uninfected
control, and the number indicates challenge with 5 or 10 
104 spores. Groups with different letters were reared at 33C
in separate incubators to avoid cross-infection. Sugar water with
added 2% Promotor L was provided ad libitum as food, and the
bees were analyzed on 7, 10, and 15 days postinfection (dpi),
when a notable increase in ventricular infection was expected in
the conditions of rearing used.28 As such, 8 bees were taken at
random from each group at 7 and 10 dpi, and 4 bees were taken
from each A5, C5, and T0 groups at 15 dpi. It was not possible to
take sufficient bees from the A10 and C10 groups at 15 dpi due
to mortality at this timepoint. Of the bees collected at 7 and 10
dpi, 4 were used for histological studies by light microscopy
(LM) and the other 4 were studied by transmission electron
microscopy (TEM). Of the bees obtained at 15 dpi, 2 were used
for LM studies and the other 2 for TEM studies.
The tissues and organs examined from each bee were brain,
eyes, and associated nerve structures; hypopharyngeal, man-
dibular, and salivary (labial, cephalic, thoracic) glands; esopha-
gus and abdominal digestive tract (ventriculus, ileum, rectal
ampulla, Malpighian tubules); thoracic nerve ganglia; aorta and
heart; thoracic trachea; and the fat body. The organs and tissues
obtained were prepared for LM and TEM, as described previ-
ously.16,21 Briefly, for LM, the organs were fixed in 10% buf-
fered formalin for 24 hours and embedded in paraffin wax, and
4-mm sections were stained with hematoxylin-eosin (HE). For
TEM, the tissue was prefixed in a 2% glutaraldehyde/2.5%
paraformaldehyde solution, washed 3 times in phosphate-
buffered saline (PBS), postfixed in 1% osmium tetroxide,
dehydrated in an ascending acetone series, and embedded in
Epon-Araldite resin. Semithin (0.5-mm) sections were then
stained with 1% methylene blue in a 4% sodium borate water
solution, and they were first studied under a photomicroscope
(Olympus Vanox AHB53; Olympus America, Melville, NY) to
select the representative areas of interest. Subsequently, the
Epon block was trimmed to obtain ultrathin (60-nm) sections.
The grids were then dual contrasted with 2% uranyl-acetate in
water and Reynold’s lead citrate solution, for 10 minutes each,
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and they were visualized and photographed on a Jeol 1010
electron microscope (Jeol USA, Peabody, MA) at an accelerat-
ing voltage of 80 to 100 kV.
Results
Clinical Findings
During the first 10 days of the experiment, no relevant clinical
signs were observed in the infected bees (such as diarrhea), and
there was no mortality among the caged bees during the first
10 dpi. At 15 dpi, bees infected with each Nosema species at the
highest doses displayed some mortality, and indeed, no bees in
the C10 group and only 2 bees in the A10 group survived to
15 dpi. As no samples were obtained from the C10 group at
15 dpi, no samples were taken from the A10 group at that time.
Microscopic Pathology
The histological results were similar in the different groups
regardless of the Nosema species used for infection. Microscopic
lesions were not detected in any cephalic or thoracic tissue from
the infected honey bees, nor were N. apis or N. ceranae organ-
isms detected in these tissues. Moreover, no lesions or organisms
were seen in the different organs of the abdominal cavity, except
for mature spores, which were found only in the lumen of the
ileum and rectal ampulla, but pathologic changes were not
detected in these tissues (Figs. 1, 2). Only the midgut (ventricle)
epithelial cells were seen to be infected in any of the bees. A
comparison of the infected bees did not provide any evidence of
Nosema tropism for the aforementioned structures, irrespective
of the species or of the spore dose administered.
Specific tissue alterations and different stages of theNosema
life cycle were detected in the midgut of infected bees but not
in the T0 control group. The microscopic lesions were similar
for both Nosema species, whose different life cycle stages were
distributed extensively in the ventricular epithelium.
In the bees of the C5 and C10 groups, most epithelial ven-
tricular cells were heavily infected and had expanded cyto-
plasm with a brightly stained and apically displaced nucleus.
There were frequent remnants of secreted globules full of
mature spores as well as free mature spores in the ventricular
lumen. In addition, the peritrophic membrane often appeared
broken and fragmented (Fig. 3). By contrast, the circular and
longitudinal musculature of the midgut was free of microspor-
idia and was morphologically unaltered (Fig. 3).
There was a predominance of basophilic mature spores in
the epithelial cells at the tips of the folds. Conversely, the
cells at the bottom of the folds, even those in clusters of
regenerative cells, contained fewer basophilic but larger
stages, indicating they contained spores in more vegetative
stages (Fig. 4). A smaller number of infected ventricular
epithelial cells were observed in the regions of insertion
of the Malpighian tubules, although in no case were any
microsporidia observed in the epithelial cells of the tubules
(Fig. 5). Similar histological results were observed for
groups A5 and A10 (Figs. 6–8).
Transmission Electron Microscopy
Ultrastructural examination of the ventricular parasitized cells
from the bees in groups C5, C10, A5, and A10, and even of the
clusters of regenerative cells, identified parasitic structures cor-
responding to different stages of the life cycle, such as meronts,
sporonts, or mature and empty spores (Fig. 9). No differences
were observed between N. apis and N. ceranae infection. All
stages of the N. apis and N. ceranae life cycle had diplokaryotic
nuclei, although sometimes mitochondria were grouped around
it (Fig. 10). Both the epithelial ventricular cells and the clusters
of regenerative cells had electrolucent cytoplasmic vacuoles,
Figures 1–2. Nosema apis and Nosema ceranae experimental infections, worker honeybees. Hematoxylin-eosin (HE). Figure 1. Infection with
50000 N. ceranae spores, 15 days postinfection (dpi). Cross section through the ileum surrounded by several Malpighian tubules (Mt). Note the
uninfected columnar eosinophilic epithelial cells (arrow) of the ileum and the large number of mature spores in the lumen (asterisk). A thin layer
of skeletal muscle cells (smc) is visible in the periphery. Figure 2. Infection with 100000 N. apis spores, 10 dpi. Longitudinal section of the
rectum with some fecal pellets that contain numerous spores (asterisk) surrounded by peritrophic membrane (arrow) and pollen (arrowhead).
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Figures 3–8. Nosema apis (Figs 3-5) and Nosema ceranae (Figures 6–8) experimental infections, ventriculus (midgut), worker honeybees.
Images of infected worker honey bees (Apis mellifera) with different doses of fresh N. ceranae (Figs. 3–5) and N. apis (Figs. 6–8) spores. Figure 3.
Infection with 50000 N. ceranae spores, 15 days postinfection (dpi). Epithelial cells are heavily infected with N. ceranae. There is a peritrophic
membrane (asterisk) in the lumen, as well as limited regenerative nests within the niches of the epithelial folds. Cytoplasmic droplets full of
spores protrude into the lumen (upper arrow). Some epithelial cells show moderate vacuolization (lower arrow), and others have a pyknotic,
apically displaced nucleus (arrowhead). At the periphery, a thin layer of slender myocytes is visible, as well as some tracheae (t) and Malpighian
tubules (Mt). Hematoxylin-eosin (HE). Figure 4. Infection with 100000 N. ceranae spores, 10 dpi. Heavily infected tissue with tightly packed
parasites. There are darkly stained mature spores in the apical region of the epithelial cells (arrow) and larger heterogeneously stained parasitic
structures (arrowhead) at the bottom of the folds and basal regenerative cells, suggesting different life cycle stages. Methylene blue. Figure 5.
Infection with 100000 N. ceranae spores, 10 dpi. Pyloric region and the opening of the Malpighian tubules into the ileum where the epithelial cells
(arrow) and lumen (asterisk) of the ventriculus contain N. ceranae spores. Uninfected epithelial cells are present in both the ileum (I) and
Malpighian tubules (Mt). HE. Figure 6. Infection with 50000 N. apis spores, 10 dpi. Heavily infected epithelial cells with different intracellular
parasite stages and a peritrophic membrane (arrow) in the lumen. HE. Figure 7. Infection with 100000 N. apis spores, 7 dpi. Numerous
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lysosomes, and a fragmented and disorganized rough endoplas-
mic reticulum (RER), signs of cell degeneration (Fig. 11).
Discussion
To define the tropism of Nosema spp. for extraventricular loca-
tions, we have carried out what we believe to be the first his-
topathological LM and TEM study of different organs and
tissues from honey bees artificially infected with these micro-
sporidia and reared under controlled conditions. It is generally
accepted that the ventriculus represents the specific target
organ of N. apis,12 and although it has been proposed that
spores belonging to this species might also affect honey bee
glands or hemolymph,39,40 histological confirmation of this has
yet to be published.
In recent experiments on naturally infected hybrid A. melli-
fera worker bees from Canada, N. apis and N. ceranae were
apparently detected by quantitative PCR in the intestinal tract,
venom sac, and several exocrine glandular structures, either
alone or in combination,7 although no histological studies were
performed on these organs. The ability of N. ceranae to infect
organs outside the digestive system has also been studied in
naturally infected European honey bees reared in Maryland.6
N. ceranae proliferation was evident in epithelial cells of the
ventriculus, but despite positive PCR signals, this microspor-
idium was not observed directly in other parts of the alimentary
canal, Malpighian tubules, hypopharyngeal and salivary
glands, or fat body. The authors of this latter study only showed
TEM images of parasitized ventricles, similar to those pub-
lished previously,20 and did not present images of parasitized
clusters of regenerative cells like the ones presented here.
On the other hand, pathways essential for controlling
renewal of the ventricular epithelium have been seen to be
perturbed by N. ceranae infection,9,32,34 and the fact that clus-
ters of regenerative cells were not parasitised34 suggests an
indirect effect of the infection at the level of these clusters and
on reepithelization.34 Therefore, our data suggest a novel
mechanism of disease induced by Nosema spp., and it would
be the first detection of direct infection at this level in the
ventricular epithelium.
Tissue tropism of Nosema spp. was also investigated
in honey bees sampled as part of a large field survey in
Germany,17 with spores detected by LM in smear preparations
of the ventriculus. In those bees, it was also possible to detect
Figures 9–11. Nosema apis (Fig. 9) and Nosema ceranae (Figs. 10, 11) experimental infections, ventriculus (midgut), worker honeybees.
Transmission electron microscopy. Figure 9. Infection with 100000 N. apis spores, 7 days postinfection (dpi). There is a cluster of regenerative
cells next to the basal infolds parasitized with different parasitic stages: meronts (M), sporont (SP), sporoblast (SB), mature spores (MS), and
empty spores (ES). Magnification: 8000. Figure 10. Infection with 100000 N. ceranae spores, 7 dpi. A host cell carries a meront with a
diplokaryotic nucleus (arrow), surrounded by rough endoplasmic reticulum and numerous host cell mitochondria (arrowhead). Magnification:
30 000. Figure 11. Infection with 50000 N. ceranae spores, 7 dpi. Parasite host cell with 2 meronts (M), some sporonts (SP), and 1 sporoblast
(SB), surrounded by a discontinuous and a disorganized rough endoplasmic reticulum (arrows) with a few loose ribosomes. Moderate cell
swelling and a secondary lysosome (L) are present. Magnification: 12 000.
Figures 3–8. (Continued). epithelial cells and some clusters of regenerative cells (arrows) are infected with different stages of N. apis. There are
darkly stained mature spores in the apical region of epithelial cells and heterogeneously stained parasitic structures (immature or vegetative
stages) at the bottom of the folds and in the regenerative cells. Methylene blue. Figure 8. Infection with 100000 N. apis spores, 7 dpi. At the
opening of the Malpighian tubules (Mt) into the ileum, N. apis spores are present in the epithelial cells (arrow) of the ventriculus, while uninfected
epithelial cells are evident in both the ileum (I) and Malpighian tubules (Mt). HE.
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N. ceranae in the hypopharyngeal glands, brain, Malpighian
tubules, and fat body by PCR-RFLP (Polymerase Chain Reac-
tion - Restriction Fragment Length Polymorphism), although
again, no histological images of these organs were shown.
Extraventricular infection was inferred from the detection of
N. ceranae DNA, yet specific life stages of the pathogen were
not directly observed in the specimens examined.
Our results are consistent with those obtained previously in
honey bees that were artificially infected with N. apis or
N. ceranae and reared under controlled laboratory conditions.
The organs from those bees were dissected out under special
conditions to prevent contamination, and small tissue samples
were smeared onto slides and examined by LM.26 In that case,
spores of both microsporidia were found only in the alimentary
tract and not in the brain; hypopharyngeal, salivary, and venom
glands; fat body; Malpighian tubules; and hemolymph collected
from the head or abdomen. Histological images were not shown
in that study since the methodology used to study these tissues
impeded this. Significantly, Nosema DNA was detected in sev-
eral cases by PCR in that study, and indeed, surface contamina-
tion of dissected organs was reported, while stricter measures to
prevent contamination in N. ceranae–infected bees resulted in a
PCR signal below the threshold of reliable detection. Careful
dissection technique is essential when analyzing these parasites,7
although we argue that this cannot rule out contamination during
sample preparation, which might produce false positives when
very sensitive analytical methods are used (eg, PCR). Spore
leakage from fragile, infected intestinal tissue and their associ-
ation with external dissected organs may be problematic when
contamination-free isolates are required.26 Thus, morphologic
identification of the parasites within the tissue is essential to
confirm or refute tissue tropism.
The fact that 2 controlled laboratory experiments failed
to detect damage or different stages of the Nosema pathogen’s
life cycle, in organs outside the alimentary canal, seems to
indicate these parasites are highly specific to the ventricular
epithelium, reflecting a lack of tropism for other tissues.26 The
lesions observed in ventricular epithelial cells and in the
clusters of regenerative cells were similar following N. apis
and N. ceranae infection. Moreover, no evidence of alternative
target organs for these pathogens was obtained, confirming a
similar tissue tropism of the 2 species. Nevertheless, the disease
produced by these 2 causative agents is quite dissimilar at the
individual bee and colony levels.23,25,29 N. apis is known to
induce diarrhea in infected individuals, which is involved in the
transmission of infection,[13] yet this does not occur following
N. ceranae infection.3–5,19,21,22 Thus, the notable histopatholo-
gical similarity between the 2 infections contrasts with the
profound differences in clinical signs and transmission, high-
lighting the need for further research to elucidate the differ-
ences in the pathogenic mechanisms that are associated with
these 2 honey bee microsporidia.
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Abstract: The microsporidian parasite Nosema ceranae is a highly prevalent, global honey bee 
pathogen. Apis mellifera is considered to be a recent host for this Microsporidia, which raises 
questions related to its effect on its host’s physiology, behaviour and longevity, at both the 
individual and colony level. As such, honey bees were individually (Group A) or collectively 
(Group B) inoculated with fresh purified spores from 0 to 15 days post-emergence (p.e.) to evaluate 
the effect of bee age and the method of spore inoculation at 7 days post-infection. The level of 
infection was analysed individually by qPCR by measuring the relative amount of the N. ceranae 
polar tubule protein 3 gene (PTP3). The results show that bee’s age and the method of infection 
directly influence parasite load, and thus, early disease development. Significant differences were 
found regarding bee age at the time of infection, whereby the youngest bees (new-born and 1 day 
p.e.) developed the highest parasite load, which decreased dramatically in bees infected at 2 days 
p.e. before increasing again in bees infected at 3-4 days p.e. The parasite load in bees infected when 
older than 4 days p.e. diminished as they aged. When the age cohort data was pooled and grouped 
according to the method of infection, a significantly higher mean concentration and lower variation 
of N. ceranae infection was evident in Group A, indicating greater variation in experimental infection 
when spores were administered collectively to bees through their food. These data indicate that both 
biological and experimental factors should be taken into consideration when comparing data 
published in the literature. 
Keywords: Apis mellifera; Nosema ceranae; host-parasite interactions; age of infection; epidemiology; 
method of infection, parasitic load. 
 
1. Introduction 
Beekeeping is a primary sector practice aimed at producing nutritive and healthy products for 
human consumption [1,2], as well as contributing significantly to the preservation of global 
biodiversity as a pollinating service [2,3]. One of the major threats to A. mellifera honey bees are 
transmissible diseases [4,5]. To this regard, the microsporidian parasite Nosema ceranae is highly 
prevalent globally [6–11] and it is associated with colony losses and weakness, especially in the 
temperate areas of the Mediterranean [6,12,13].  
This microsporidia is a unicellular obligate parasite that infects the bee’s digestive tract [14]. 
Infection occurs after ingestion of mature spores in food or water, mainly transmitted by trophallaxis 
[15] or via the faecal-oral route (faecal waste cleaning) in infected nests [16,17]. Once infection occurs, 
the parasite proliferates inside the ventricular cells, causing morphological and physiological changes 
[17–20], and epithelial degeneration [18,20]. By exploiting the host cell’s machinery to obtain 
resources, N. ceranae infection ultimately causes cell lysis [21] and digestive disorders, provoking 
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changes in vital functions and modifying the host’s immune response, and significantly 
compromising the survival of infected bees [22–29]. This pathogen also affects aspects of honey bee 
neurobiology, such as olfactory learning and memory [30], and the orientation and homing skills of 
workers [31], accelerating bee aging and related tasks [32–34]. 
Many factors may influence the pathogeny (course and development) of N. ceranae infection such 
as genetic diversity of honey bees [25,35,36]; beekeeping practices [37–39]; and climatic and 
environmental differences [40–43]. Other factors that could influence the development of the 
infection could be the age of the bees, the means of transmission and the source of spores, and for 
those assays developed at laboratory also the conditions of the assay including the duration of the 
experiment, temperature, method of infection, humidity, source and type of food, type of cages, 
number of bees in the cages, wax access, queen hormone, etc. [11].  
Regarding bee age, there is very limited information about its influence on N. ceranae infection. 
Studies developed under field assays have demonstrated that older worker bees are the more infected 
[44–46]. In contrast, younger queens were found to be more susceptible than older ones after 
inoculation of N. ceranae spores at laboratory [47]. However, the information about the susceptibility 
of worker bees to the infection by this microsporidium is lack. Actually, bee age influences the 
pathophysiology of bees, [48] and age and caste determine the replicative activity of intestinal stem 
cells in A. mellifera [49]. 
Consequently, we aim to study if the age of worker bees at the moment of exposition to N. ceranae 
infection had any influence in the development of the infection. Also, as in apiculture science and 
insect pathology, most studies are performed in laboratory cages under controlled settings [50], 
essentially due to the difficulties in controlling the variables in open field studies [5,11,34,50–52], we 
evaluate the method of bee inoculation with N. ceranae spores in the success of the infection. 
 
2. Materials and Methods 
2.1. Source of bees and rearing conditions 
The experiments were conducted in August-September 2017. To minimize potential colony-level 
effects on experimental results [50], frames of capped brood were obtained from 5 healthy colonies 
of Apis mellifera iberiensis (Nosema-free confirmed by PCR; [81,82]) located in an experimental apiary 
20 km from the “Centro de Investigación Apícola y Agroambiental” (CIAPA) in Marchamalo 
(Castilla-La Mancha). The frames were kept in an incubator at 34 °C (± 1 °C) to provide a supply of 
newly emerged Nosema-free honey bees over 15 days. All new-born worker bees were removed from 
the brood combs daily, they were carefully confined to steel mesh cages [55] in groups of 20 and they 
were kept in a different incubator (33 °C ± 1 °C) until infection. The age of the bees (days post-
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emergence: p.e.) was recorded and all the bees in a cage were of the same age (age cohort). The bees 
were fed ad libitum with a freshly prepared sucrose solution (50% w/w in dH2O) combined with 2% 
Promotor L® (Calier Lab.), a commercial mixture of amino acids and vitamins. Honey and pollen 
were not used to feed the bees to avoid any possible contamination [56] with infective Nosema spp. 
spores and to avoid problems of standardization. Dead bees were removed daily from the cages and 
in this way, cages with bee cohorts from 0 to 15 days p.e. were available for Nosema-spore inoculation 
at almost all times. 
 
2.2. N. ceranae spores 
Fresh spores were isolated two days before their use from around 200 heavily infected A. m. 
iberiensis bees collected from 3 naturally infected colonies at CIAPA (see the detailed procedures in 
Higes et al., [57]). Briefly, groups of 30-40 bees were macerated in dH2O (PCR quality) for 120 seconds 
at low speed (Stomacher 80-Microbiomaster®) in a filter bag (Seward, BA6040). The macerate was 
centrifuged for 6 minutes at 800 g and the pellet was purified by gradient separation [58] on 95% 
isotonic Percoll® (in dH2O) at a ratio of 1:9 (spores-pellet:Percoll), centrifuging at 11,000 g for 40 
minutes. Subsequently, the clean spores were washed three times and recovered by centrifugation at 
800 g for 6 minutes, decanting the supernatant between washes and resuspending the sediment 
uniformly in 1 ml sterile ddH2O. The Nosema species the spores corresponded to was confirmed by 
PCR, as described previously [53,54], and the mean N. ceranae spore concentration was obtained by 
counting the purified spores four times using a Neubauer® haemocytometer on a light microscope 
[87]. The final spore concentration was established as 57,000 spores µl-1 and the stock spore solution 
was then immediately divided into aliquots (50 µl, spore inoculum), storing the vials at room 
temperature in darkness until they were used two days later. 
 
2.3. Infection experiments: Group A and Group B 
Two assays were carried out in parallel. In the first assay the bees were infected individually 
(Group A) and in the second assay, the bees were infected collectively (Group B). Each age cohort 
(n=80, 20 bees per cage) from days 0-15 p.e. was assigned to 4 cages. From each age group, 3 cages 
were used for the individual infections (Group A) and the fourth cage was used for the collective 
infection (Group B). In addition, cages with bees of different ages were available (n = 300 bees) for 
use as a control groups; Group CA and Group CB for Group A and Group B, respectively. These 
control groups were used to ensure the absence of initial infection.  
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Both assays were designed so that infections were only performed on two different days, 
allowing the bees of different ages and of the two infection methods to be inoculated on the same 
day, so that no bias was introduced by aliquot or spore conservation. The bees of the control group 
were the last ones to be manipulated after inoculating the study groups at both times of infection. 
All infections took place after bees were starved for 2 h and anesthetized by a 90 sec exposure to 
CO2 for easy manipulation. Regardless of the method of infection, all the bees were inoculated with 
114,000 N. ceranae spores to promote rapid multiplication that could be detected in the breeding 
conditions employed [25,33,40,46,47,51,60–63]. 
 
2.3.1. Group A: individual infection of bees at different ages 
Bees from the Group A (3 cages of 20 bees from each age cohort) were individually held by the 
wings and when they started to wake up, they were administered a 2 µl drop of the spore solution 
(57,000 spores µl-1) using a micropipette [64]. The spore solution was vortexed after every third bee 
to ensure the suspension remained uniform.  
In this assay, bees aged 0 to 15 days p.e. were inoculated (except for those on day 3 that were not 
available). A control group of bees was included from 0, 1, 4, 5, 8, 11, 13 and 14 days p.e. (1 cage of 20 
bees per age), which were fed individually with 2 µl of water without spores. Bees that did not 
consume the entire water droplet were discarded and a cardboard barrier was used to physically 
separate the cages of the different cohorts, avoiding contact between the bees of different ages in the 
same incubator (Memmert® Mod. IPP500). Infected and uninfected groups of bees were kept in 
separate incubators under the same conditions (darkness, 33 ± 1 °C and 80% R.H.). The age cohorts 
and number of bees used in the study are shown in Table 1. 
 
 Experimental Design 
Age cohort 0 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 
Group A 90 60 60 - 60 60 60 60 60 60 60 60 60 60 60 60 - 
Group CA 20 20 - - 20 20 - - 20 - - 20 - 20 20 - - 
Group B - 20 20 20 - - 20 20 20 20 20 20 - 20 20 20 20 
Group CB - 20 - - - - - 20 20 - 20 20 - - 20 - - 
Table 1. Total number of bees in each cohort and infection group. Group A, individually infected 
bees (n= 20 bees x 3 cages) and Group B, collectively infected bees (n= 20 bees x 1 cage): Uninfected 
control Groups: CA (individually feed with plain sucrose solution) and CB (collectively fed with the 
plain sucrose solution). Hyphen (-) indicates bees not available. The bees that died were removed 
from the study. 
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2.3.2. Group B: collective infection of groups of bees at different ages 
In parallel to the previous assay, a cage of each age group of bees (from 0 to 15 days p.e.) was 
used to inoculate bees using the collective method (Group B). For this purpose, a syrup solution 
containing purified spores was prepared (using the same final inoculum as in the previous assay) at 
an equivalent dose of 5,700 µl-1 spores in 400 µl of fresh syrup per 20 bee cage, assuming that each 
bee consumes 20 µl of food per day and that all bees consume the same amount. On the day of 
inoculation (spore administration), the feeders of all the Group B cages were replaced for 24 hours 
with feeders containing the sucrose solution with the spores. Complete consumption of the food 
administered was verified after 24h, such that the minimum age of the bees at the time of infection 
was considered as 1 day p.e. and thus, a cohort of 0 days was not available for the assay of Group B 
(Table 1). The food was then replaced with sporeless syrup (sucrose solution), which was 
administered ad libitum thereafter. In addition, to determine the absence of initial infection, control 
bees of 1, 7, 8, 10, 11 and 14 days p.e. that were not inoculated with spores were also included, 1 cage 
of 20 bees of each age that received 400 µl of fresh syrup without spores. In this trial, no bees aged 4, 
5 and 12 days p.e. were available. The cages with infected bees were kept in an incubator distinct to 
that used for Group A and again, physically separated to avoid cross-infection. The cages with 
uninfected bees were kept in a different incubator next to the cages with uninfected bees of Group A. 
 
2.4. Molecular detection of N. ceranae infection (DNA extraction and qPCR analysis) 
On day 7 after inoculation, the number of surviving bees was recorded and they were frozen at 
-20 °C. When available, 10 bees were taken from each Group A (30 bees per cohort) and Group B (10 
bees per cohort) cage. The bee’s abdomens were carefully separated from the thorax and they were 
placed individually in one well of a 96-well plate, each well containing four 2 mm glass beads 
(Sigma) and 180 µl of sterile H2OmiliQ to homogenize the tissue by stirring at 30 Hz for 6 minutes 
(TyssueLyser II, Qiagen). DNA was extracted from the resulted macerate and 50 μl was transferred 
on ice to a new multi-well plate (Eppendorf®) containing 50 μl of a Tris-HCl lysis solution (10 mM 
Tris-HCl [pH 8.0], 1 mM EDTA) and 15 μl of Proteinase K (Qiagen, No. 1019499). The plates were 
incubated for 20 min at 95 °C in a Mastercycler ep gradient S (Eppendorf). A well with no sample was 
left between the bees from different cohorts and used as an DNA-extraction control (with H2OmiliQ® 
and all the reagents: EC). Nosema ceranae was assessed by quantitative real time-PCR (qPCR) to detect 
DNA from the gene of the polar tubule protein 3 (PTP3 [54]) in a Roche LightCycler 480 thermocycler. 
The qPCR was performed in 384 plates and in a final reaction volume of 10 μl, using the LightCycler 
480 Probes Master Mix (Roche) according to the manufacturer’s instructions: primers at 500 nM and 
universal probes at 10 nM (UPL, Roche). Each amplification cycle was analysed with the 
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LightCycler® 480 software v1.5.1 (Roche Diagnostics) and the crossing point (Cp) was recorded in all 
samples. Two replicates for each sample were included in the same kinetic qPCR run (intra-assay 
variation). The Cp value was calculated for each qPCR reaction from the standard curve using the 
second maximum derivative method. 
The parasitic load was quantified in all samples relative to the specific synthetic oligonucleotides 
(gBlocks, IDT DNA Technologies) of the N. ceranae PTP3 gene fragment (the sequence of the PTP3 
gBlock Gene Fragment is shown in Table 2), designed using the gBlock Gene Fragment ordering 
tool. Non-variable areas of the gene were selected based on the sequence data available in GenBank 
and our in house database [65]. The standard curve for quantification was prepared following the 
manufacturer's protocol at an initial concentration of 10 ng/μl (in TE) and using serial dilutions up to 
1 x10-14 ng/µl. 
 
 
Method Organism PTP3 gBlock® Gene Fragment Source 











Table 2. PTP3 Block® Gene Fragment. A 281 nucleotide fragment of the N. ceranae genome including 
the NC-PTP3 primer sequences (underlined in bold), and the sequence of the UPL#72 probe in bold 
and lowercase.  
 
 
To detect possible contamination in each qPCR reaction, the extraction controls (EC) and non 
template controls (NTC) were analysed in parallel in the same reaction plate. In addition, a positive 
control with DNA from N. ceranae extracted from naturally infected bees was included in each 
reaction to detect possible amplification failures. 
2.5. Statistical analysis: N. ceranae infection according to bee age and the mode of infection 
The average infection of N. ceranae was calculated in all the available bee cohorts and for each 
study group (Table 1) based on the average concentration value of the N. ceranae-PTP3 gene at 7 days 
post-inoculation (d.p.i.). Each age cohort tested included 30 bee abdomens analysed individually 
(Group A) and 10 bee abdomens (Group B) analysed in the same way.  
To evaluate the possible effect of age and the method of infection on the level of infection of each 
group of bees tested, generalized linear models (GLMs) were used. The GLMs allow modelling 
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variables that do not meet the requirements to use standard linear models (i.e. normality and 
homoscedasticity; Levene’s Test), allowing the modelling of variables that follow distributions other 
than a Normal distribution. In this study, the distribution that best fit the response variable -average 
DNA concentrations of N. ceranae- was considered to be the Gamma distribution (GLMz log link 
function).  
Firstly, to determine whether the “cage” (random factor) significantly affected the level of 
infection within age cohort (fixed factor) in Group A (3 cages per age cohort) a Generalized Linear 
Mixed Models (GLMMz) was used.  
The infection levels were then compared in three different ways: a) to evaluate the effect of the 
age cohort, the method of infection and their interaction in the study (Group A and Group B) by 
GLMz; b) between different age cohorts within the same assay (Group A or Group B) by Mann-
Whitney-U Test; and c) between both assays (Group A vs Group B) comparing the pooled data (n=423 
and n=108 for Group A and B, respectively) also by Mann-Whitney-U Test. 
P values <0.05 were considered significant and all statistical analyses were carried out using the 
IBM SPSS Statistics V24 software in the Statistics Unit of the Scientific Computing Area at the SGAI-
CSIC in Madrid  
 
3. Results 
All the bees used in the study were negative for Nosema spp. infection at birth, as all bees in the 
control groups (Group CA: n=46; Group CB: n= 17) were negative for Nosema spp. infection. Likewise, 
all the DNA extraction and PCR negative controls (EC and NTC) did not show any amplification, 
indicating that there was no cross-contamination during the molecular analysis. The sensitivity of the 
qPCR was 1 x10-11 ng/µl of N. ceranae-PTP3 DNA and the number of bees analysed individually from 
each infection group (A and B) and from each age group is shown in Table 3.  
Inoculation was more successful in the individually infected bees (n=424; 99.76%) than when 
they were infected collectively (n=130; 90%). In fact, virtually every bee individually exposed to the 
spores was infected (Group A), irrespective of their age, whereas there was considerably more 
variation in the rates of infection was found in Group B, with the lowest levels of infection detected 
in bees exposed to the spores 13 days p.e. and especially at 15 days p.e., when after 7 days of 
inoculation only one bee was infected (Table 3). By contrast, all bees were infected when they were 








  Infected bees (7 d.p.i.) 
Age cohort  0 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16 
                   
Group A n 30 30 24 - 30 30 30 30 21 30 30 30 30 30 30 19* - 
 
qPCR+ 30 29 24 - 30 30 30 30 21 30 30 30 30 30 30 19 - 
 % 100 97 100 - 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 - 
                   
Group B n - 10 10 10 - - 10 10 10 10 10 10 - 10 10 10 10 
 qPCR 
+ 
- 10 9 10 - - 10 10 9 10 9 8 - 5 8 1 10 
 % - 100 90 100 - - 100 100 90 100 90 80 - 50 80 10 100 
Table 3. Number of bees and the percentage of bees infected by N. ceranae at 7 days post-
inoculation (d.p.i.). Group A, bees infected individually with N. ceranae spores; (*) n <30 bees due to 
the high accumulated mortality of the bees at 7 d.p.i. Group B, bees infected collectively with the same 
spores. All control bees analysed (Group CA and Group CB) were negative and they are not shown 
in the table. qPCR + : indicates number of positive samples. 
 
3.1. Level of infection in bees of different ages (Group A) 
The average levels of infection of Group A bees was analysed, and as can be seen (Figure 1), the 
age of the bees at the time of exposure to the spores significantly influenced the level of infection 
developed at 7 d.p.i. (GLMz, Wald Chi-Square test; P< 0.001). The largest amount of DNA from the 
N. ceranae-PTP3 gene was obtained from bees infected at ages 0 to 24 hours p.e. There was a 
significantly weaker level of infection in bees exposed to the spores at 48 hours p.e. (Mann-Whitney 
test, P ≤ 0.05), leading to a reduction in the parasite load ≈20 times that in the younger ones. The level 
of infection in bees exposed at 4 days p.e. again increased, although this increase was not associated 
with a significant rise in the parasitic load relative to the bees exposed to the spores on day 2 p.e., and 
the levels remained below those seen at all the remaining ages. The parasitic load remained low in 
the cohorts exposed between 4 and 9 days p.e. and the lowest levels were detected in infected bees 
exposed to the spores at more advanced ages, from 10 to 15 days p.e. Thus, there was an indirect 
trend towards lower levels of infection as the age of the bees increased, which was up to an order of 
magnitude lower than that of the immediately younger bees. The average concentration (µg/µl) of 
the pathogen was statistically different between the bees of 0 and 1 days p.e. when compared to the 




Figure 1. Average DNA concentration of the N. ceranae-PTP3 gene (µg/µl) at 7 days after individual 
infection of Group A bees. The letters indicate statistical significance P <0.05 (Mann-Whitney-U Test): 
*, extreme cases; o, very unlikely cases. 
 
The mean standard deviation observed in the cohorts studied was relatively high due to the 
large variation in the degree of parasitization between each individual bee within the same age group. 
The effect of the “cage” on the response was demonstrated to be not significant (GLMMz, Wald Chi-
Square test; P= 0.582) and thus, the average DNA concentration of N. ceranae was not modified when 
the 30 values registered in bees of the same age were grouped. 
 
3.2. Level of infection according to age and method of infection (Group A vs. Groups B) 
When the average concentration of the N. ceranae-PTP3 gene DNA was assessed in all the 
collectively inoculated cohorts (Figure 2), the data confirmed the trend observed in the bees infected 
individually (Figure 1). So, the evolution of the infection in the Group B bees was very similar to 
those from Group A, and the effect of the interaction (age * method) was not significant (GLMz, Wald 
Chi-Square; P= 0.75). Accordingly, when bees the youngest were infected (1 day p.e.) they had more 
N. ceranae DNA than those bees that were exposed to the spores later in life, one day p.e. and older. 
Bees exposed to the parasite at 2 days p.e. developed microsporidium infection on average ≈8 times 
weaker than that of the bees exposed to the spores on 1 day p.e. The average parasitization detected 
in the bees infected at 3 days p.e. was higher than that of those infected on the previous day but not 
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higher than that registered in bees exposed to the parasite on day 1 p.e., and this level was maintained 
in the infected cohorts until 10 days p.e. The lowest average levels of infection were detected in the 
more mature bees that were exposed to the parasite from 11 to 16 days p.e. The bees of these ages 
again presented values an order of magnitude lower than those of the bees that were immediately 
younger, confirming the trend of infection whereby the amounts of N. ceranae DNA detected were 
smaller as the age of infection increased. In this group of collectively infected bees, the distribution 
of the average concentration was not statistically different among the inoculated bees at the different 
ages. 
  
Figure 2. Average DNA concentration of the N. ceranae-PTP3 gene (µg/µl) at 7 days after the 
collective infection of the bees - Group B: *, extreme cases; º, very unlikely cases. As indicated, bees 
collectively provided with N. ceranae spores at day 0 p.e. were analyzed 24 h later (after consuming 
the contaminated food).  
 
The levels of infection in Group A (Figure 1) were generally higher than those in Group B (Figure 
2) when comparing the bees exposed to the spores at the same age. When the values were grouped 
according to the method of infection (Group A vs Group B), a significantly higher average 
concentration of microsporidia (Mann-Whitney-U Test; P= 0.004) was observed in the individually 
infected bees relative to those infected collectively. The largest amount of N. ceranae DNA in the entire 








The objective of this study was to assess how the age at the time of inoculation and the method 
used for it influence the parasite infection that develops by quantifying the N. ceranae parasitic charge, 
without analysing its effect on the viability of the bees. Accordingly, it was evident that both these 
factors, the age of the bee and the method of inoculation, affect the development of N. ceranae 
infection. 
In this study, a dose of spores was administered that was expected to ensure 100% infection of 
the bees [25,60,63,66–68]. Spores from different naturally infected colonies were used to favour the 
natural heterogeneity of the regional population of N. ceranae [24,69,70]. The study design involved 
assessing infection at 7 d.p.i. to prevent the proliferation of spores to equal levels between all groups 
in a longer experiment [71] and to assess the infection at a specific time, before many of the bees have 
died from the infection [18,72]. Thus, we avoided the prolonged confinement that increases the levels 
of Nosema spp. infection [73] and bee mortality [18,72]. 
The results of this study demonstrate that the success of infection under controlled conditions in 
the laboratory and/or the ability of N. ceranae to multiply depend significantly on the age of the bees 
at the time of infection, and the method of spore administration. Young adult bees aged 0-1 day p.e. 
were especially susceptible to infection and the parasitic load at 7 d.p.i. was significantly higher 
following exposure to spores at those ages. A lower parasitic N. ceranae load was detected in bees 
infected at 2 days p.e., a trend that was observed in both study groups (individually and collectively 
infected). The differences in the level of infection of the bees of different ages cannot be attributed to 
the origin of the spores or bees, since all were fed with the same N. ceranae spore mixture and all came 
from the same breeding frames maintained in the laboratory for 15 days. 
In agreement with our results, Chaimanee et al., [47] showed that queen bees collectively infected 
at the age of 1 day p.e. were more susceptible to infection by N. ceranae and they developed 
significantly higher levels of infection than queens bees infected at 6 and 12 days p.e. Conversely, 
Huang et al., [25] reported that newly emerged bees were the least susceptible to N. ceranae while the 
more susceptible were those ones infected at 5 days p.e.  
It is known that bees undergoes particularly important natural modifications to the composition 
and succession of their intestinal microbiota in the first days of their adult development and new-
born bees begin to acquire their intestinal microbiota within a matter of hours and they are fully 
colonized by the sixth day p.e. [74–76]. Indeed, bacterial community colonization of bee gut is 
resilient to changes in the nutritional, hive, and social environment [76]. Consequently N. ceranae 
infection success may be related to the microbiota becoming established in the intestine of the bees 
and its competition with the parasite for the host's resources, as well as on the physiological events 
inherent to bee development [48,49]. These modifications could affect the biological cycle of 
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microsporidia [77] and perhaps the intensity of infection [78]. In fact, the promotion of diseases in 
honey bees and therefore, the health of the colony, may be associated with changes in the composition 
and abundance of the intestinal microbiota of individual bees [77,79–82]. The greatest differences in 
infection was seen here among the youngest cohorts of 0 and 1 days p.e. However, the relative 
abundance of some members of the microbiome is associated with the environment in which they 
develop [83], and the succession of communities is strongly associated with the breed and age of the 
bees [84]. In our study, bees were kept in an incubator out of the colony and this most likely influence 
the establishment of normal microbiota. Moreover, the strict dependence on host energy for the 
development of microsporidia [85,86] and the greater availability of essential amino acids in young 
bees [87] could also favour the multiplication of the parasite in younger bees [85,86,88].  
Other events mediated by the pathogenic action of the microsporidia are likely to influence 
infection, as is the host's immune response that varies with age. In fact, immunosenescence in more 
mature insects [89] may enhance the intensity of the infection by N. ceranae in older honey bees [90]. 
It is commonly accepted that the older forager bees have the highest frequency and intensity of 
infection in hives [44,45,91,92], which is thought to reflect the acceleration of the foraging behaviour 
in bees infected by N. ceranae [32–34,57,93]. Given the higher susceptibility of younger worker bees 
in this study, it is possible that some strategies may be employed in the super-organism to reduce 
contamination by Nosema spp. in the nucleus of the hive where they develop. Indeed, such strategies 
were proposed to prevent the infection of young queen bees [47], young worker bees [94] and 
immature bees [67,95], which have a lower risk of developing the disease even when the prevalence 
of infection in adult bees is relatively high [54]. 
In addition to the biological factors associated with the different life stages of the bees, N. ceranae 
infection can itself affect various aspects of physiology (metabolism and immune response), 
morphology and behaviour of honey bees [21,34,95–98], thereby influencing the viability and 
intensity of the infection. Some evidence suggests that parasite manipulation of intestinal 
homeostasis and the inhibition of intestinal epithelial renewal [98,99] are correlated with an increased 
susceptibility of bees to N. ceranae infection due to the diminished capacity to repair the intestinal 
damage [99]. Ventricular epithelial cells in young bees 1-2 days p.e. are still undergoing 
morphogenetic development [100], which may be associated with the ability to accumulate infected 
apoptotic cells in the midgut and rectum when they are experimentally infected [101]. 
Despite the collective assay (Group B) was done in just one cage while in the individual assay 
(Group A) was done in 3 cages, a similar trend was observed in both assays. As bees were analysed 
individually in all groups, each age is represented for different values (at least 10 bees, see Table 3). 
Indeed the cage effect was analysed in the individual infection and GLMMz did not show any 
statistical significance. However, the prevalence of infection and the average levels of infection were 
 246 
 
significantly higher in individually infected bees than in those collectively infected, which may 
explain some of the conflicting results found in the literature. In this sense, important differences in 
food intake have been described between bees caged together within the first 48 hours, whereby one 
bee could ingest up to 8.8 times more food than another in the same cage [102]. These observations 
suggest bees are exposed to distinct numbers of N. ceranae spores during collective infection. Indeed, 
in some studies only 23.3% [103] or 78% [32] of caged bees become infected 12-15 days after collective 
administration of spores in food. 
Trophallaxis favours the transmission of spores among bees and one study showed that while 
only three infected bees were found from five samples analysed in the inoculation cages at 5 d.p.i., 
all bees sampled at 10 and 15 d.p.i. were infected [104]. However, infected bees may be less willing 
to share food with their cage mates [105] or conversely, they may enhance their trophallactic 
behaviour [32]. In addition, the number of infected bees in a cage and their parasite load are factors 
that influence the exchange of food between infected and uninfected bees [106].  
The levels of N. ceranae infection in both groups (Group A and Group B) showed similar trends, 
with significantly higher values in bees exposed to spores in the first 48 hours p.e. and lower values 
as the bees aged. Therefore, considering all the variables that could modulate the frequency and 
intensity of infection, and the exchange of contaminated food between caged bees, we consider that 
the bee age at the time of infection influences the degree of infection and the development of 
nosemosis, as suggested for N. apis infection [94,107]. In addition, the number of uninfected bees 
following collective exposure to the spores was higher than that of individual infections, particularly 
in young bees. These phenomena could affect the interpretation of the results of experimental studies 
and thus, both these variables must be considered in laboratory studies. Likewise, in addition to cage 
experiments, more field tests with hives should be conducted as differences have been found in the 
morphology, physiology, behaviour and gene expression of honey bees (workers and queens) reared 
in the laboratory when compared to those naturally infected by microsporidia [79,108–111]. 
 
5. Conclusions 
The bees infected in the first 48 hours p.e. develop significantly high levels of N. ceranae infection 
and as their age increases, there is a decreasing trend in terms of infection that is reproduced 
independently of the method used to administer the spores. Hence, younger bees appear to be more 
susceptible to infection and/or the microsporidia is capable multiplying better in these bees. 
Moreover, our results demonstrate that the effect of the age in the infection is similar in bees exposed 
individual or collectively. The collective inoculation was less successful and the bees, when infected, 
had lower parasitic charge. Thus, the results presented here demonstrate that bee age and the method 
of inoculation determine the extent of infection that develops, which is important to take into account 
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when comparing experimental studies in the laboratory. Future research aimed at elucidating the 
physiological differences between bees of different ages might help explain their different 
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Gracias a las abejas, 


























La supervivencia de las abejas melíferas, el servicio de la polinización y gran parte de la 
biodiversidad terrestre están bajo amenazas de varios detractores de su salud.  
 
En el declive de las colonias de Apis mellifera están implicados numerosos factores ambientales, 
zootécnicos y sanitarios que actúan combinadamente.  
Tras 13 años desde su descubrimiento en A. m. iberiensis, el entomopatógeno Nosema ceranae se ha 
convertido en uno de los parásitos más prevalentes a nivel mundial. 
A lo largo de esta tesis estudiamos factores determinantes del desarrollo de las nosemosis con el fin 
de estimar variaciones individuales de la enfermedad en distintos individuos de la colmena. 
Integrando aspectos epidemiológicos, patológicos, fisiológicos y genéticos,  




“In nature, nothing exists alone. “ 
Rachel Carson, Silent Spring 
